









geboren am 12. Juli 1986 in St. Wendel
eingereicht bei der
Fakultät Chemie und Chemische Biologie




Eidesstattliche Versicherung (Affidavit) 
 
 
______________________________   _____________________________ 
Name, Vorname      Matrikel-Nr. 




























____________________     _________________________ 
Ort, Datum       Unterschrift 
(Place, date)      (Signature) 
 
 
Titel der Dissertation: 
















*Please be aware that solely the German version of the affidavit ("Eidesstattliche Versicherung") for the PhD thesis is 
the official and legally binding version. 
 
 
__________________________    _______________________ 
Ort, Datum       Unterschrift 
(Place, date)      (Signature) 
Belehrung: 
Wer vorsätzlich gegen eine die Täuschung über Prü-
fungsleistungen betreffende Regelung einer Hochschul-
prüfungsordnung verstößt, handelt ordnungswidrig. Die 
Ordnungswidrigkeit kann mit einer Geldbuße von bis zu 
50.000,00 € geahndet werden. Zuständige Verwaltungs-
behörde für die Verfolgung und Ahndung von Ordnungs-
widrigkeiten ist der Kanzler/die Kanzlerin der Techni-
schen Universität Dortmund. Im Falle eines mehrfachen 
oder sonstigen schwerwiegenden Täuschungsversu-
ches kann der Prüfling zudem exmatrikuliert werden, § 
63 Abs. 5 Hochschulgesetz NRW. 
 
Die Abgabe einer falschen Versicherung an Eides statt 
ist strafbar.  
 
Wer vorsätzlich eine falsche Versicherung an Eides statt 
abgibt, kann mit einer Freiheitsstrafe bis zu drei Jahren 
oder mit Geldstrafe bestraft werden, § 156 StGB. Die 
fahrlässige Abgabe einer falschen Versicherung an 
Eides statt kann mit einer Freiheitsstrafe bis zu einem 
Jahr oder Geldstrafe bestraft werden, § 161 StGB. 
 
Die oben stehende Belehrung habe ich zur Kenntnis 
genommen: 
Official notification: 
Any person who intentionally breaches any regulation of 
university examination regulations relating to deception 
in examination performance is acting improperly. This 
offence can be punished with a fine of up to EUR 
50,000.00. The competent administrative authority for 
the pursuit and prosecution of offences of this type is the 
chancellor of the TU Dortmund University. In the case of 
multiple or other serious attempts at deception, the 
candidate can also be unenrolled, Section 63, paragraph 
5 of the Universities Act of North Rhine-Westphalia. 
 
 
The submission of a false affidavit is punishable.  
 
 
Any person who intentionally submits a false affidavit 
can be punished with a prison sentence of up to three 
years or a fine, Section 156 of the Criminal Code. The 
negligent submission of a false affidavit can be punished 
with a prison sentence of up to one year or a fine, 
Section 161 of the Criminal Code. 
 
I have taken note of the above official notification. 
Ich versichere hiermit an Eides statt, dass ich die vorlie-
gende Dissertation mit dem Titel selbstständig und ohne 
unzulässige fremde Hilfe angefertigt habe. Ich habe 
keine anderen als die angegebenen Quellen und Hilfs-
mittel benutzt sowie wörtliche und sinngemäße Zitate 
kenntlich gemacht.  
Die Arbeit hat in gegenwärtiger oder in einer anderen 
Fassung weder der TU Dortmund noch einer anderen 
Hochschule im Zusammenhang mit einer staatlichen 
oder akademischen Prüfung vorgelegen. 
I hereby swear that I have completed the present 
dissertation independently and without inadmissible 
external support. I have not used any sources or tools 
other than those indicated and have identified literal 
and analogous quotations.  
The thesis in its current version or another version has 
not been presented to the TU Dortmund University or 
another university in connection with a state or 
academic examination.* 
Schummel, Paul Hendrik 143078
Dortmund, den 
Cosolvenseinfluss auf die Struktur und Dynamik ausgewählter Proteinsysteme
Dortmund, den

Die vorliegende Arbeit wurde im Zeitraum von Oktober 2015 bis November 2018
am Lehrstuhl Physikalische Chemie I – Biophysikalische Chemie der Technischen
Universität Dortmund unter Leitung von Herrn Prof. Dr. Roland Winter durchge-
führt.
Tag der mündlichen Prüfung: 14. Oktober 2019
Erstgutachter: Prof. Dr. Roland Winter
Zweitgutachter: Prof. Dr. Stefan M. Kast
Vorsitzender: Prof. Dr. Andreas Steffen








An dieser Stelle möchte ich mich bei allen bedanken, durch deren Unterstützung
und Hilfe diese Arbeit erst möglich wurde.
Zuallererst danke ichHerrn Prof. Dr. Roland Winter, der mir die Möglichkeit
geboten hat, diese Arbeit anzufertigen. Vielen Dank für die Betreuung, die stetige
Diskussionsbereitschaft und das mir entgegengebrachte Vertrauen.
Bei Herrn Prof. Dr. Stefan M. Kast möchte ich mich für die Übernahme des
Koreferats bedanken.
Frau Prof. Dr. Judith Peters danke ich für die angenehme Zusammenarbeit
am Institut Laue-Langevin.
Frau Andrea Jeworrek danke ich für die Hilfe bei allen organisatorischen und
administrativen Tätigkeiten.
Meinen guten Freunden und Bürokollegen Herrn Dr. Samy R. Al-Ayoubi
und Herrn Dr. Süleyman Cinar danke ich für die angenehme und freundschaft-
liche Zusammenarbeit sowie die zahlreichen Erlebnisse in unserer gemeinsamen Zeit.
Frau Pia Glimm, Herrn Michel W. Jaworek und Herrn Christian An-
ders danke ich für die konstruktive und zielführende Zusammenarbeit. Des Weiteren
bedanke ich mich bei allen Mitarbeitern sowie ehemaligen Mitarbeitern des
Lehrstuhls Physikalische Chemie I für die freundliche Arbeitsatmosphäre.
Meiner Familie gilt mein besonderer Dank. Ohne ihre bedingungslose Unter-
stützung, ihren Rückhalt und ihren Glauben an mich von Anfang an wäre alles
nicht möglich gewesen.
Von ganzem Herzen danke ich meiner Freundin Mandy Gutzeit, die an mich




1.1 Motivation und Zielsetzung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 3
1.2 Proteine . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 8
1.2.1 Proteinstabilität . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 9
1.2.1.1 Einfluss von Temperatur . . . . . . . . . . . . . . . . 13
1.2.1.2 Einfluss von Druck . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 14
Proteindenaturierung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 14
Dissoziation von Proteinoligomeren . . . . . . . . . . . 16
1.2.2 Proteindynamik . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 17
1.2.2.1 Interne Proteindynamik . . . . . . . . . . . . . . . . 17
1.2.2.2 Globale Proteindynamik . . . . . . . . . . . . . . . . 18
1.3 Osmolyte . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 19
1.3.1 Verwendete Osmolyte . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 22
1.3.1.1 Trimethylamin-N -oxid . . . . . . . . . . . . . . . . . 22
1.3.1.2 Harnstoff . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 24
1.3.1.3 Glycin . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 24
1.3.1.4 Trehalose . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 25
1.4 Crowding . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 26
2 Proteinstabilität von globulärem Actin 31
2.1 Einleitung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 33
2.2 Materialien und Methoden . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 36
2.2.1 Chemikalien und Probenpräparation . . . . . . . . . . . . . . 36
2.2.2 Fluoreszenzspektroskopie . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 37
2.3 Ergebnisse und Diskussion . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 39
2.3.1 Druckstabilität von G-Actin . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 39
2.3.1.1 Druckabhängigkeit von N -Acetyl-L-Tryptophanamid 39
2.3.1.2 Druckinduzierte Entfaltung von G-Actin . . . . . . . 41
2.3.1.3 Einfluss von TMAO auf die Druckstabilität von G-
Actin . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 44
2.3.1.4 Einfluss von Harnstoff auf die Druckstabilität von
G-Actin . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 47
2.3.1.5 Einfluss von TMAO-Harnstoff-Gemischen auf die Druck-
stabilität von G-Actin . . . . . . . . . . . . . . . . . 54
2.3.1.6 Einfluss von Makrocrowdern auf die Druckstabilität
von G-Actin . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 57
2.3.2 Thermostabilität von G-Actin . . . . . . . . . . . . . . . . . . 61
2.3.2.1 Temperaturabhängige Entfaltung von G-Actin . . . . 61
2.3.2.2 Einfluss von TMAO auf die Thermostabilität von G-
Actin . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 67
2.3.2.3 Einfluss von Harnstoff auf die Thermostabilität von
G-Actin . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 70
2.3.2.4 Einfluss von TMAO-Harnstoff-Gemischen auf die Ther-
mostabilität von G-Actin . . . . . . . . . . . . . . . 73
2.3.2.5 Einfluss von Makrocrowdern auf die Thermostabili-
tät von G-Actin . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 75
2.4 Zusammenfassung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 76
2.5 Anhang . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 79
2.5.1 Zusätzliche Abbildungen . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 79
3 Modulation der Polymerisationskinetik von α/β-Tubulin 85
3.1 Einleitung und Zielsetzung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 87
3.2 Material und Methoden . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 90
3.2.1 Materialien und Probenpräparation . . . . . . . . . . . . . . . 90
3.2.2 Turbidimetrie-Messungen & Kinetikbestimmung der Polyme-
risation von α/β-Tubulin . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 91
3.2.3 Fluoreszenzanisoptopie-Messungen . . . . . . . . . . . . . . . 92
3.2.4 Bestimmung der kritischen Konzentration von α/β-Tubulin . 93
3.2.5 Confocal Laser Scanning Microscopy . . . . . . . . . . . . . . 94
3.3 Ergebnisse und Diskussion . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 94
3.3.1 Einfluss von TMAO auf die Polymerisationskinetik . . . . . . 96
3.3.2 Einfluss von Harnstoff auf die Polymerisationskinetik . . . . . 104
3.3.3 Einfluss von Crowdern auf die Polymerisationskinetik . . . . . 108
3.3.3.1 Ficoll® PM 70 . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 108
3.3.3.2 Saccharose . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 111
3.4 Zusammenfassung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 112
3.5 Anhang . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 115
4 Untersuchung des Einflusses natürlicher Cosolventien auf Mikrotubuli121
4.1 Einleitung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 123
4.2 Materialien und Methoden . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 125
4.2.1 Chemikalien und Probenpräparation . . . . . . . . . . . . . . 125
4.2.2 Temperatur- und druckabhängige Fourier-Transform-Infrarot
Spektroskopie . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 126
4.2.3 Differentialthermoanalyse und Druck-Perturbations-Kalorimetrie131
4.3 Ergebnisse und Diskussion . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 133
4.4 Zusammenfassung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 158
4.5 Anhang . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 160
5 Cosolvenseinfluss auf die Struktur und Dynamik von Lysozym 165
5.1 Einleitung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 167
5.2 Materialien und Methoden . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 171
5.2.1 Chemikalien und Probenpräparation . . . . . . . . . . . . . . 171
5.2.2 Elastische Inkohärente Neutronenstreuung . . . . . . . . . . . 172
5.2.3 Fourier-Transform-Infrarotspektroskopie . . . . . . . . . . . 173
5.2.4 Differentialthermoanalyse . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 177
5.3 Ergebnisse und Diskussion . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 178
5.3.1 Einfluss von Cosolventien auf die Proteindynamik unter Druck 178
5.3.2 Einfluss von Cosolventien auf die Proteinstabilität unter Druck 189
5.3.3 Einfluss von Cosolventien auf die thermische Proteinstabilität 197
5.4 Zusammenfassung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 204
6 Modulation des Dissoziationsprozesses von α/β-Tubulin 207
6.1 Einleitung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 209
6.2 Materialien und Methoden . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 211
6.2.1 Chemikalien und Probenpräparation . . . . . . . . . . . . . . 211
6.2.2 Fluoreszenzspektroskopie . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 212
6.2.3 Fluoreszenzanisoptopie-Messungen . . . . . . . . . . . . . . . 215
6.2.4 Differentialthermoanalyse und Druck-Perturbations-Kalorimetrie215
6.2.5 Temperatur- und Druckabhängige Fourier-Transform-Infrarot
Spektroskopie . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 217
6.2.6 Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie . . . . . . . . . . . . . . 220
6.3 Ergebnisse und Diskussion . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 222
6.3.1 Druckinduzierte Dissoziation des α/β-Tubulin Heterodimers . 223
6.3.1.1 Fluoreszenzspektroskopie . . . . . . . . . . . . . . . 223
Korrektur des intrinsischen Druckeffekts . . . . . . . . . 223
Druckinduzierte Dissoziation von α/β-Tubulin . . . . . 225
Einfluss von Cosolventien und Crowdern . . . . . . . . 230
6.3.1.2 Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie . . . . . . . . . 242
6.3.1.3 Fourier-Transform-Infrarotspektroskopie . . . . . . 246
6.3.2 Temperaturinduzierte Dissoziation des α/β-Tubulin Hetero-
dimers . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 252
6.3.2.1 Fluoreszenzspektroskopie . . . . . . . . . . . . . . . 252
Thermische Dissoziation von α/β-Tubulin . . . . . . . 252
Einfluss von Cosolventien und Crowdern . . . . . . . . 255
6.3.2.2 Fourier-Transform-Infrarot-Spektroskopie . . . . . 263
6.3.2.3 Differentialthermoanalyse und Druck-Perturbations-
Kalorimetrie . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 268
6.3.2.4 Statische Fluoreszenzanisotropie . . . . . . . . . . . 271
6.4 Zusammenfassung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 274
6.5 Anhang . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 276
6.5.1 Zusätzliche Abbildungen . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 276
Zusammenfassung 281
Deutschsprachige Zusammenfassung . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 283
Abstract . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 291
Verzeichnisse I
Literaturverzeichnis . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . III
Abbildungsverzeichnis . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . XXIX
Tabellenverzeichnis . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . XLV






1.1 Motivation und Zielsetzung
1.1 Motivation und Zielsetzung
Die Beobachtung des Überlebens von Organismen bei extremsten Umweltbedingun-
gen, wie beispielsweise hohe hydrostatische Drücke, hohe und tiefe Temperaturen
oder extreme pH-Werte, veranlasste Forscher, diese Organismen und deren Überle-
ben bei extremen Lebensbedingungen zu studieren.[1,2] Auf der Erdoberfläche liegt
ein Druck von etwa 1 bar vor, allerdings macht dies nur etwa 1 % der Biosphäre
aus.[3] Der Planet Erde ist mit ∼70 % von Ozeanen bedeckt, die eine durchschnittli-
che Tiefe von 3800 m aufweisen, was einem Druck von etwa 380 bar entspricht.[1,3,4]
Mit einer Tiefe von ∼11 000 m stellt der Marianengraben im westlichen Pazifik die
tiefste Stelle auf der Erde dar, was einem Druck von 1.1 kbar, dem 1100-fachen des
üblichen Drucks auf der Erdoberfläche, entspricht.[3,4] In der Tiefsee können neben
hohen Drücken ebenfalls hohe Temperaturen auftreten, wie beispielsweise in Hydro-
thermalquellen mit einer Temperatur von mehr als 100 ◦C. In solchen Habilitaten
ist ebenfalls ein Überleben von extremophilen Organismen möglich. Beispielsweise
wurde in einer Tiefe von 11 000 m das barophile Bakterium Shewanella benthica ge-
funden, das bei einem Druck von 800 bar die höchsten Wachstumsraten aufweist.[5,6]
Kashefi et al. berichten von dem Einzeller Geogemma barossii (Strain 121), der
im nordöstlichen Pazifik in der Nähe eines „Schwarzen Rauchers“ gefunden wurde.[7]
Der bevorzugte Temperaturbereich von diesem hyperthermophilen Organismus liegt
bei über 80 ◦C und selbst bei einer Temperatur von 121 ◦C ist eine Reproduktion
möglich.[7]
Das chemische Gleichgewicht sowie die Reaktionsgeschwindigkeit einer Reaktion
können durch die physikalischen Parameter Druck p und Temperatur T beeinflusst
werden, sodass die zuvor genannten extremen Umweltbedingungen im Labor nach-
gestellt werden können, um das Studium einiger Biomoleküle und deren Überlebens-
strategien zu ermöglichen. Im Vergleich zu dem physikalischen Parameter Tempe-
ratur zeigt Druck einen milden Einfluss auf Moleküle, d.h. eine durch den physika-
lischen Parameter Druck induzierte Entfaltung eines Proteins ist oftmals reversibel
und Intermediate können stabilisiert werden, was mithilfe des physikalischen Pa-
rameters Temperatur meist nicht möglich ist, obwohl die Energie, die aufgebracht
3
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werden muss, um den Druck von einem Liter Wasser bei einer Temperatur von 20 ◦C
von 1 bar auf 4 kbar zu erhöhen, genau der Energie entspricht, die nötig ist, um die
Temperatur von einem Liter Wasser von 20 ◦C auf 25 ◦C bei Atmosphärendruck zu
erhöhen.[3,4,8,9] Daher kann durch die Untersuchung von Biomolekülen unter Druck
ein tieferes thermodynamisches und kinetisches Verständnis über ablaufende Pro-
zesse erhalten werden.
In Eukaryonten besteht das Zytoskelett hauptsächlich aus Intermediärfilamenten,
Mikrotubuli und Mikrofilamenten, den Actinfilamenten, die miteinander interagie-
ren, der Zelle Stabilität verleihen und an verschiedenen Prozessen, wie beispielsweise
dem intrazellulären Transport, der Beweglichkeit der Zelle und der Zellteilung, be-
teiligt sind.[10–12] Ein Überleben unter extremsten Umweltbedingungen ist nur durch
das genaue Zusammenspiel von verschiedenen Faktoren, der nativen dreidimensio-
nalen Proteinkonformation und der Codierung der erforderlichen Proteine möglich.
Durch Veränderungen der nativen Proteinkonformation, zum Beispiel durch eine
Punktmutation während der Codierung, kann es zu schwerwiegenden Erkrankungen
kommen, wie beispielsweise der Sichelzellenanämie.[13,14] Kommt es bei Actin wäh-
rend der Codierung zu einer Punktmutation, so entstehen Myopathien in der Herz-
muskulatur, während es bei Tubulin zu kortikalen Missbildungen kommen kann.[15–17]
Die Funktionalität von Proteinen hängt sowohl von deren Struktur als auch von
der Dynamik ab und dient dem Erhalt des Lebens. Aus diesem Grund ist ein tieferes
Verständnis der Struktur, Dynamik und Stabilität von Proteinen und deren gegen-
seitiges Zusammenspiel von großer Bedeutung und Gegenstand dieser Arbeit.
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Im Folgenden sollen die einzelnen Forschungsprojekte kurz vorgestellt werden:
Projekt I: Cosolvens- und Crowding-Effekte auf die
Struktur und Dynamik von globulärem Actin
In dieser Studie soll gezeigt werden, wie bestimmte Lösungsbedingungen, die durch
die Anwesenheit der beiden Cosolventien Trimethylamin-N -oxid (TMAO) und Harn-
stoff sowie des makromolekularen Crowders Ficoll® PM 70 variiert werden, den wid-
rigen Bedingungen sowohl eines hohen hydrostatischen Drucks als auch einer hohen
Temperatur auf die Proteinstabilität und Konformationsdynamik von globulärem
Actin (G-Actin), dem Monomerbaustein der in eukaryotischen Zellen enthaltenen
Mikrofilamente, entgegenwirken können. Dazu wurden sowohl druck- als auch tem-
peraturabhängige Messungen der Fluoreszenzspektroskopie von G-Actin in An- und
Abwesenheit der beiden Cosolventien TMAO und Harnstoff sowie des makromole-
kularen Crowders Ficoll® PM 70 durchgeführt, um Informationen über die Struktur
und Stabilität von G-Actin zu erhalten.
Projekt II: Modulation der Polymerisationskinetik von
α/β-Tubulin
In dieser Studie soll der Einfluss der natürlichen Osmolyte Trimethylamin-N -
oxid (TMAO) und Harnstoff sowie der makromolekulare Crowding-Effekt durch die
Anwesenheit von Ficoll® PM 70 auf die Kinetik der Polymerisationsreaktion von
α/β-Tubulin in vitro untersucht werden. Hierzu wurden die biophysikalischen Me-
thoden der Turbidimetrie, Fluoreszenzanisotropie sowie der Confocal Laser Scanning
Microscopy verwendet, um zu zeigen, wie physikochemische Merkmale der zytosoli-
schen Umgebung das Polymerisationsverhalten von α/β-Tubulin, einer molekularen




Projekt III: Untersuchung des Einflusses natürlicher
Cosolventien auf Mikrotubuli
In dieser Studie soll die Struktur und Stabilität von Mikrotubuli, einem Haupt-
bestandteil eukaryontischer Zellen, in An- und Abwesenheit der natürlichen Osmo-
lyte Trimethylamin-N -oxid (TMAO), Harnstoff und Mischungen dieser Osmoylte
über einen weiten Druck- und Temperaturbereich mithilfe der Fourier-Transform-
Infrarotspektroskopie (FTIR) in Kombination mit dynamischer Differenzkalorime-
trie (engl.: dynamic scanning calorimetry, DSC) und Druck-Perturbations-Kalorime-
trie (engl.: pressure perturbation calorimetry, PPC) untersucht werden, um ein tiefe-
res mechanistisches Verständnis der limitierten Temperatur- und Druckstabilität der
Mikrotubuli in vivo zu erlangen.
Projekt IV: Cosolvenseinfluss auf die Struktur und
Dynamik im Subnanosekundenbereich von Lysozym
Ziel dieser Studie ist die Untersuchung des Einflusses von Druck auf die interne
Proteindynamik innerhalb einer Subnanosekunden-Zeitskala von Lysozym in Anwe-
senheit von verschiedenen Konzentrationen der natürlichen Osmolyte Trimethylamin-
N -oxid (TMAO), Harnstoff und Glycin sowie der beiden Disaccharide Saccharose
und Trehalose unter self-crowding-Bedingungen. Hierzu wurden Messungen der elas-
tischen inkohärenten Neutronenstreuung (EINS) durchgeführt. Des Weiteren sollen
druck- und temperaturabhängige Messungen der Fourier-Transform-Infrarotspekt-
roskopie (FTIR) durchgeführt werden, um die Faltungsstabilität des Proteins unter
self-crowding-Bedingungen in Anwesenheit der natürlichen Osmolyte TMAO und
Harnstoff sowie Mischungen der beiden Osmolyte zu untersuchen. Weiterhin werden
die erhaltenen Ergebnisse mit Ergebnissen aus DSC-Messungen verglichen.
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Projekt V: Modulation des Dissoziationsprozesses von
α/β-Tubulin
Ziel dieser umfassenden Studie ist die Untersuchung des Einflusses der natürli-
chen Osmolyte Trimethylamin-N -oxid (TMAO) und Harnstoff, inklusive Mischun-
gen der beiden Osmolyte, sowie der beiden Crowder Ficoll® PM 70 und Saccharo-
se auf die druck- und temperaturabhängige Dissoziationsreaktion des α/β-Tubulin-
Heterodimers über einen weiten Druck- und Temperaturbereich mithilfe der Fluores-
zenzspektroskopie in Kombination mit den biophysikalischen Methoden der Fouri-
er-Transform-Infrarotspektroskopie (FTIR), der dynamischen Differenzkalorimetrie
(engl.: dynamic scanning calorimetry, DSC), der Druck-Perturbations-Kalorimetrie
(engl.: pressure perturbation calorimetry, PPC), der Fluoreszenzanisotropie und der
Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (engl.: fluorescence correlation spectroscopy,
FCS), um auf molekularer Ebene ein tieferes Verständnis der limitierten Druck- und




In jedem Organismus lassen sich Proteine nachweisen, die an einer Vielzahl von Pro-
zessen, wie beispielsweise Transport, Zellsignale oder Katalyse, beteiligt sind.[18] Auf-
gebaut sind diese linearen Polymere aus L-Aminosäuren, wobei die α-Carboxylgruppe
einer Aminosäure über eine Peptidbindung (=Amidbindung) mit der α-Aminogruppe
einer weiteren Aminosäure verbunden ist.[18] Somit zählen Proteine aus chemischer
Sicht zur Gruppe der Polyamide.[18] Die Funktionalität eines Proteins ist durch des-
sen strukturellen Aufbau bedingt. Hierbei kann die Proteinstruktur in vier Betrach-
tungsebenen aufgegliedert werden:[18–20]
• Die Primärstruktur bildet die Aminosäuresequenz einer Polypeptidkette,
d.h. die Abfolge der enthaltenen Aminosäuren.
• Als Sekundärstruktur wird die Zusammensetzung des Proteins aus räumlich
angeordneten Aminosäuren bezeichnet. Solche Sekundärstrukturelemente sind
beispielsweise α-Helices, β-Faltblätter, Zufallsknäuel oder Schleifen, die über
Wasserstoffbrücken-Bindungen zwischen den Carbonyl- ( C O) und Amino-
gruppen ( NH) des Proteinrückgrats ausgebildet werden.
• Die Tertiärstruktur ist der Sekundärstruktur übergeordnet und beschreibt
die räumliche Anordnung der einzelnen Sekundärstrukturelemente im Protein.
Die dreidimensionale Struktur wird durch kovalente Bindungen, wie beispiels-
weise Disulfidbrücken zwischen zwei Cysteinresten, sowie durch nicht-kovalente
Wechselwirkungen, wie beispielsweise Wasserstoffbrücken-Bindungen, Coulomb-
wechselwirkungen oder hydrophobe Wechselwirkungen, definiert.
• Die Quartärstruktur beschreibt den Zusammenschluss mehrerer Polypep-
tidketten zu einem Proteinkomplex.
Die Funktionalität eines Proteins ist neben seiner Proteinstruktur oftmals auf
eine Interaktion mit anderen Proteinen, Liganden, Substraten oder Hormonen an-
gewiesen. Diese Interaktionen können zum Teil kleine strukturelle Änderungen mit
sich bringen, wie beispielsweise bei der Bildung eines Protein-Ligand-Komplexes.
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Des Weiteren spielt oftmals bei einer solchen Interaktion die Dynamik eine entschei-
dende Rolle, d.h. wie schnell sich die strukturelle Umgebung anpassen kann, damit
beispielsweise ein solcher Protein-Ligand-Komplex entstehen kann.[19]
1.2.1 Proteinstabilität
Ein natives Protein besitzt eine dreidimensionale Konformation, die auf nicht-kova-
lenten Wechselwirkungen, wie beispielsweise Wasserstoffbrückenbindungen, mit Bin-
dungsenergien zwischen 2 und 25 kJ mol−1, beruht, wodurch die Proteinstabilität,
also der Unterschied zwischen der freien Energie des nativen, gefalteten Zustandes
und des entfalteten Zustandes, relativ gering ist.[21] Kommt es bei einem Protein
zu einer spontanen Missfaltung, kann die Funktionalität erheblich beeinträchtigt
werden, wie beispielsweise bei dem Prion-Protein PrPC (Prion Protein Cellular),
woraus mittels einer spontanen Miss- bzw. Umfaltung die pathogene Konformation
PrPSc (Prion Protein Scrapie) gebildet wird, die bekanntermaßen der Auslöser der
Creutzfeld-Jakob-Krankheit ist.[22,23]
Der Faltungsprozess eines Proteins kann mithilfe eines Faltungstrichters, wie er
in Abbildung 1.1 illustriert ist, beschrieben werden.[27] Das Protein bzw. ein En-
semble an entfalteten Zuständen besitzt zu Beginn des Faltungsprozess eine hohe
freie Energie sowie eine hohe Konformationsenentropie. Mit fortschreitendem Fal-
tungsgrad entstehen Faltungsintermediate mit einer partiell gefalteten Struktur, aus
denen der native Zustand bzw. mehrere konformationelle Zustände („Conformatio-
nal Substates“) im gefalteten Zustand entstehen, die eine minimierte freie Energie
besitzen.[26] Während des Faltungsprozesses wird das partielle Volumen stetig, im
Zuge der Ausbildung imperfekter Packungen und daraus resultierender Hohlräume
im Inneren des Proteins, den sogenannten Kavitäten, vergrößert.[9] Aufgrund eines
hochkooperativen Prozesses wird zur Beschreibung des Faltungs- bzw. Entfaltungs-
prozesses oftmals ein Zwei-Zustandsmodell herangezogen, in dem es lediglich den
gefalteten, nativen Zustand und den entfalteten Zustand gibt.[29–31] Unter der An-
nahme eines Zwei-Zustandsmodells kann der Faltungs- bzw. Entfaltungsprozess als


































Abbildung 1.1 – Schematische Darstellung des Faltungstrichters eines Proteins. Die Breite
des Faltungstrichters entspricht der Konformationsentropie, während die
Tiefe die freie Energie eines Ensembles an Faltungszuständen widerspie-
gelt. Mit fortlaufender Faltung nimmt das partielle Volumen aufgrund
sich im Inneren bildenden Kavitätetn zu und die freie Energie bis zum
Erreichen des Minimums im gefalteten Zustand ab. Ausgehend von dem
nativen Zustand kann mittels zunehmendem Druck bzw. zunehmender
Temperatur der Prozess der Denaturierung eingeleitet werden.[9,24–28]
∆Gu = GU −GN = −∆SudT + ∆Vudp (1.1)
Hierbei stehen die thermodynamischen Größen ∆Su und ∆Vu für die Änderungen
der Entropie bzw. des Volumens bei der Entfaltung und ∆Gu für die Änderung der
Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie, die sich aus der Differenz der Gibbs-Energien
des entfalteten (GU) und nativen (GN) Proteins ergibt. Ein Phasenübergang kann
durch unterschiedliche thermodynamische Parameter, wie beispielsweise Tempera-
tur, Druck und pH-Wert oder durch die Zugabe von Cosolventien initiiert werden.
Durch eine unabhängige Variation dieser Faktoren ergibt sich für die Änderung der
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Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie eine multidimensionale Funktion f [32]:
∆Gu = ∆Gu,0 + f (T, p, pH, cCosolvens · · · ) (1.2)
In der multidimensionalen Funktion f sind alle Parameter enthalten, die den
Übergang vom nativen in den denaturierten Zustand charakterisieren, inklusive der
Änderungen des Volumens, der spezifischen Wärmekapazität, der Kompressibilität,
der Entropie und der thermischen Expansivität.[32] Wird Gleichung (1.1) ausgehend
von einer Referenztemperatur T0 und einem Referenzdruck p0 nach der Temperatur
T und dem Druck p unter der Voraussetzung, dass die Druck- und Temperaturab-
hängigkeit der spezifischen Wärmekapazität ∆Cp, der Kompressibilität ∆κ′ und der
thermischen Expansion ∆α′ bei der Entfaltung vernachlässigbar ist und alle ande-
ren Parameter konstant sind, integriert, so kann eine Taylorreihe bis zum 2. Term
entwickelt werden, die den Entfaltungsprozess in Abhängigkeit der Temperatur und
des Drucks beschreibt:[4,9,32–37]

















+ ∆Vu · (p− p0)−∆Su · (T − T0)
Das ∆ kennzeichnet hierbei, in Analogie zu Gleichung (1.1), die Änderung der Größe
während des Entfaltungsprozesses, die sich aus der Differenz der jeweiligen Größe
des entfalteten und des gefalteten Zustandes ergibt. Die isotherme Kompressibilität







= V κ (1.4)
Die isotherme Ausdehnung α′ mit dem thermischen Ausdehnungskoeffizienten α














Abbildung 1.2 – Schematische Darstellung eines Druck-Temperatur-Phasendiagramms ei-
nes monomeren Proteins. Ein Protein liegt innerhalb des grün mar-
kierten Bereichs im nativen Zustand vor (). Die durchgezogene grü-
ne Linie (—) repräsentiert den Phasenübergang, an dem für die
Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie gilt: ∆Gu = 0. Verschiedene Druck-
Temperatur-Kombinationen werden durch die gestrichelten Linien reprä-
sentiert, bei denen ∆S = 0 (−−) oder ∆V = 0 (−−) ist. Die farbigen
Pfeile repräsentieren die Kälte- (←) und Hitzedenaturierung (→) sowie








= V α (1.5)









Beim Phasenübergang vom gefalteten in den entfalteten Zustand eines Proteins
liegt ein Gleichgewicht vor und für die Entfaltungs-Gibbs-Energie gilt ∆Gu = 0,
sodass sich in einem Druck-Temperatur-Phasendiagramm eine elliptische Form er-
gibt, wie es in Abbildung 1.2 schematisch für ein monomeres Protein dargestellt ist.
Hierbei kann die Phasengrenze mittels Gleichung (1.3) ermittelt werden, sofern die
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sechs thermodynamischen Größen ∆Cp,u, ∆Vu, ∆Su, ∆κ′, ∆α′ und ∆Gu,0 bekannt
sind. Die in Abbildung 1.2 zu erkennende elliptische Form der Phasengrenze resul-
tiert aus der Größe und den Vorzeichen der thermodynamischen Größen ∆Cp,u, ∆κ′
und ∆α′.[4,34,35,37]
Der Übergang vom gefalteten in den entfalteten Zustand eines Proteins kann
durch verschiedene thermodynamische Größen initiiert werden, wie beispielsweise
hohe und tiefe Temperaturen oder hohen Druck. Während die Hitzedenaturierung
entropiegetrieben und aufgrund einer begleiteten thermischen Aggregation häufig
irreversibel ist, ist die Kältedenaturierung enthalpiegetrieben und beruht auf der
Hydratisierung exponierter Seitenketten.[38] Generell ist eine Denaturierung durch
negative Drücke realisierbar, allerdings nicht häufig anzutreffen.[39]
1.2.1.1 Einfluss von Temperatur
Wie bereits zuvor beschrieben, kann ein Protein von dem nativen Zustand mittels
Erhöhung bzw. Erniedrigung der Temperatur in den entfalteten Zustand überführt
werden. Aufgrund der zugeführten thermischen Energie wird die native Proteinkon-
formation in eine ungeordnete Struktur überführt, dessen Umwandlung durch einen
Anstieg der Konformationsentropie und der Exponierung hydrophober Bereiche im
Proteininneren begleitet wird, die anschließend durch umliegende Wassermolekü-
le hydratisiert werden, wodurch sich lokal geordnete Wasserstrukturen bilden.[32,40]
Häufig wird die thermisch-induzierte Entfaltung durch eine Zusammenlagerung von
intermolekularen, hydrophoben Bereichen begleitet, wodurch sich Proteinaggregate
bilden und der Entfaltungsprozess in den meisten Fällen irreversibel ist.[41]
Ausgehend von einem Zwei-Zustandsmodell gilt am Phasenübergang vom gefal-
teten, nativen (N) Zustand in den entfalteten (U) Zustand eines Proteins folgender
Zusammenhang:[20,42,43]
∆G◦u = −RT lnK = 0 (1.7)
wobei R für die ideale Gaskonstante steht und K der temperaturabhängigen Gleich-
gewichtskonstanten entspricht, die sich wiederum aus dem Quotient des entfalteten
13
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Bei einer isobaren Auftragung von lnK gegen die jeweilige reziproke absolute



































die die Umwandlungsenthalpie angibt, d.h. die Energie die aufgebracht werden muss,
um das Protein vom nativen in den entfalteten Zustand zu überführen.[20,44] Zur bes-
seren Unterscheidung und Kennzeichnung der Van’t Hoff’schen Umwandlungs-
enthalpie wird anstatt des Indexes „u“ der Index „vH“ im weiteren Verlauf verwendet.
1.2.1.2 Einfluss von Druck
Proteindenaturierung
Neben der Temperatur kann mittels Druck eine Entfaltung eines Proteins initiiert
werden, wodurch es möglich ist, mittels einer Druckapplikation das thermodyna-
mische Gleichgewicht in Richtung des entfalteten Zustandes zu verschieben. Für
die Änderung der Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie ergibt sich bei einer druck-






Die Proteinentfaltung folgt dem Prinzip von Le Châtelier, wobei Zustände
unter Druck mit einem kleinen Volumen bevorzugt eingenommen werden. Der Vor-
teil einer druck-induzierten Denaturierung gegenüber einer thermisch-induzierten
Entfaltung liegt darin, dass durch eine Druckerhöhung lediglich eine Volumenände-
rung ∆Vu induziert wird,[48] sodass das Protein sehr schnell wieder in den gefalteten
Zustand überführt werden kann, also renaturiert wird, da in den meisten Fällen
eine durch Druck induzierte Entfaltung von Proteinen einen reversiblen Verlauf be-
sitzt.[48,49]
Unter der Annahme eines Zwei-Zustandsmodells ist bei konstanter Temperatur










wobei ∆Vu das Entfaltungsvolumen bei der druck-induzierten Denaturierung be-
schreibt und dies meistens ein negatives Vorzeichen aufgrund der Freisetzung von
proteininternen Kavitäten besitzt.[9,51–53]
In einem Lösungsmittel ist das partielle molare Volumen Vi eines Proteins i als
die Volumenänderung definiert, die auftritt, wenn das Protein in dem Lösungsmittel
gelöst wird, und der Stoffmenge des Proteins, das in diesem Lösungsmittel gelöst
wurde, während alle sonstigen Stoffmengen konstant bleiben. Bei einer idealen Mi-
schung ergibt sich das partielle molare Volumen Vi aus der Differenz der Volumina
vor und nach dem Lösen des Proteins in dem Lösungsmittel. Allerdings verändert
sich, aufgrund von Hydratationseffekten, beim Lösen eines Proteins in einem Lö-
sungsmittel, dessen Volumen, weshalb das partielle molare Volumen Vi als Summe
intrinsischer Terme und eines Hydratationsterms definiert werden kann:[49,54]
Vi = VAtom + VKavita¨ten + ∆VHydratation (1.14)
Hierbei entsprechen VAtom dem Van-der-Waals-Volumen der Proteinatome, VKavita¨ten
dem Volumen der Kavitäten im Proteininneren, die aufgrund einer imperfekten Pa-
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ckung der nativen Proteinkonformation entstehen, und ∆VHydratation dem Hydra-
tationsterm, der die Volumenänderung beinhaltet, die aufgrund der Interaktionen
zwischen dem Protein und dem Lösungsmittel resultiert. Aufgrund der Tatsache,
dass das Van-der-Waals-Volumen der Proteinatome während einer Entfaltung kon-
stant bleibt, steht das Entfaltungsvolumen ∆V lediglich in Abhängigkeit zu dem
Kavitätsvolumen VKavita¨ten und dem Hydratationsterm ∆VHydratation:[49,55,56]
∆V = ∆VKavita¨ten + ∆∆VHydratation (1.15)
Der hier aufgeführte Hydratationsterm ∆∆VHydratation resultiert sowohl aus der
Hydratation exponierter hydrophiler und hydrophober Seitengruppen des Proteins
als auch aus der Hydratation von Kavitäten im Proteininneren, welche im Wesent-
lichen durch Elektrostriktions-Effekte bestimmt wird.[49,52,57–59]
Neben der Gleichgewichtskonstanten K kann durch eine Druckapplikation ebenso
die Geschwindigkeitskonstante k beeinflusst werden, sodass in Analogie zu Glei-
chung (1.12) für die Geschwindigkeitskonstante k einer chemischen Reaktion eine










mit dem Aktivierungsvolumen ∆V 6=, welches entscheidend für den Einfluss einer
Druckapplikation auf eine chemische Reaktion ist. Bei einem negativen Aktivierungs-
volumen wird eine chemische Reaktion unter Druck beschleunigt, während ein posi-
tives Aktivierungsvolumen für eine verlangsamte Reaktionkinetik steht.[4,47,50,60–65]
Dissoziation von Proteinoligomeren
Neben der zuvor vorgestellten Proteindenaturierung unter Druck kann eine Druck-
applikation eine Dissoziation von Proteinoligomeren initiieren, wobei wesentlich klei-
nere Drücke aufzubringen sind (≤ 1 kbar).[60,64,66–70]
Die druck-induzierte Dissoziation ist größtenteils aufgrund einer imperfekten Pa-
ckung an der Schnittstelle der einzelnen Untereinheiten zu erklären, wodurch sich
„void volumes“ bilden können. Im Verlauf einer druck-induzierten Dissoziation wird
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die Grenzfläche der Untereinheiten hydratisiert, wodurch diese „void volumes“ ver-
schwinden und das Volumen verringert wird, was der Triebkraft der Dissoziation
entspricht.
Des Weiteren werden sowohl hydrophobe als auch elektrostatische Wechselwirkun-
gen geschwächt und die Umgebungspolarität von Seitenketten an den Schnittstellen
ändert sich.[66] In assoziierter Form stehen die Seitenketten an den Grenzflächen der
Untereinheiten in Kontakt mit Seitenketten anderer Untereinheiten und werden im
Verlauf der Dissoziation hydratisiert, wodurch es zu geringfügigen Konformations-
änderungen kommen kann, den sogenannten „conformational drifts“.[66,67,69,71–73]
1.2.2 Proteindynamik
1.2.2.1 Interne Proteindynamik
Proteine bestehen aus einer Vielzahl von Atomen und liegen nicht in einer starren
Konformation vor, d.h. Fluktuationen der Position einzelner Atome und Seitenketten
sind möglich, ohne dass die Konformation und Funktionalität beeinträchtigt wird,
wodurch das Protein verschiedene Minima der Freien-Energie-Oberfläche, die soge-
nannten „conformational substates“, einnehmen kann.[19,74,75] Diese Fluktuationen
von Atomen im Proteininnern umfassen einen Längenbereich von 0.01 bis 10Å.[19,76]
Die interne Proteindynamik ist essentiell sowohl für die Proteinfaltung als auch
für die Funktionalität, sodass beispielsweise Liganden gebunden werden können oder
eine enzymatische Katalyse initiiert werden kann. Durch diese Flexibilität ist es Pro-
teinen möglich, durch molekulare Wechselwirkungen innerhalb der Zelle und sogar
zwischen Zellen ihrer Funktionalität nachzugehen.[75–84]
Die Fluktuationen im Proteininneren erfolgen auf verschiedenen Zeitskalen, wie
es in Abbildung 1.3 schematisch dargestellt ist. Zu den schnellsten Bewegungen zäh-
len die Schwingungen von Atombindungen, die innerhalb von 100 fs ablaufen, wäh-
rend die Dissoziation von Protein-Ligand Komplexen und die Protein(ent)faltung
am langsamsten sind, die meiste Zeit in Anspruch nehmen und bis zu Stunden an-
dauern können.[83] Die Rotation von Methylgruppen und Seitenketten erfolgt im
Bereich von Piko- bis Nanosekunden.[19,75,83]
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Abbildung 1.3 – Schematische Darstellung der Zeitskala von verschiedenen Bewegungen
innerhalb des Proteins. Abbildung modifiziert nach Henzler-Wildman et
al. und Teilum et al.[75,83]
1.2.2.2 Globale Proteindynamik
Neben der internen Proteindynamik gibt es noch aufgrund der Brownschen Mole-
kularbewegung die globale Translations-Dynamik, die den Transport von Proteinen
ermöglicht, wobei die Diffusion aufgrund eines Konzentrationsausgleichs erfolgt, was
mit ausreichender Zeit zu einer vollständigen Durchmischung führt. Dieser Ausgleich
von Konzentrationsunterschieden wird durch das erste Fick’sche Gesetz beschrie-








Hierbei ist die Proportionalitätskonstante der Diffusionskoeffizient D und x gibt
die zurückgelegte Strecke an.[20,85] Die zeitliche Konzentrationsänderung wird durch













Für diese Differentialgleichung existieren zahlreiche numerische und analytische

















Bei abgeschlossenem Konzentrationsausgleich erfolgt eine ungerichtete Diffusion
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der Teilchen. Diese beruht auf der ungerichteten Wärmebewegung und gleicht einem
random walk, sodass die mittlere Verschiebung 〈r〉 gleich Null ist. Im dreidimensiona-
len Fall gilt für die Selbstdiffusion für die mittlere quadratische Verschiebung (engl.:






F = 6piηRh (1.21)
arbeitet gegen die Selbstdiffusion eines Teilchens. Hierbei entspricht η der Viskosität
der Lösung und Rh dem hydrodynamischen Radius eines kugelförmigen Teilchens,
der mithilfe der Stokes-Einstein-Beziehung in Abhängigkeit zum Diffusionskoef-






Neben den physikalischen Größen Druck und Temperatur können Osmolyte eben-
falls die Stabilität von Proteinen beeinflussen. Osmolyte sind niedermolekulare, or-
ganische Verbindungen, die ungeladen oftmals in vivo anzutreffen sind, um schäd-
lichen Umweltbedingungen, wie beispielsweise hohen und tiefen Temperaturen, lan-
gen Trockenperioden sowie osmotischen und hydrostatischen Drücke, entgegenzuwir-
ken.[86–88] In einigen Meeresorganismen häufen sich die verschiedensten natürlichen
Osmolyte, wie beispielsweise Zucker, Polyole, Methylamine oder Aminosäuren, mit
einer Konzentration von bis zu 0.6 M an,[89] wodurch der osmotische Druck innerhalb
der Zelle erhöht wird, um diese vor einem Aufplatzen oder Schrumpfen zu schüt-
zen.[90] Im Gegensatz zu Salzen bleibt durch die Anwesenheit natürlicher Osmolyte
die Funktionalität von Biomolekülen erhalten.[91,92] Osmolyte, die den nativen Zu-
stand von Proteinen stabilisieren, werden als chemische Chaperone bezeichnet.[90,93]
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Zu den physiologisch relevanten Osmolyten zählen Polyole, wie beispielsweise Gly-
cerol und Trehalose, Methylamine, mit dem bekanntesten Vertreter Trimethylamin-
N -oxid (TMAO), Aminosäuren, wie z.B. Prolin und Glycin, sowie Harnstoff,[86,90,92]
wobei letzterer eine destabilisierendeWirkung auf die Proteinstabilität aufweist.[94,95]
Franz Hofmeister legte bereits im Jahr 1888 mit seiner Arbeit den Grundstein für
die bis heute weitergeführte Untersuchung des Einflusses von chao- und kosmotro-
pen Substanzen auf die Stabilität von Biomolekülen.[96] Der Unterschied zwischen
chao- und kosmotropen Substanzen liegt darin, ob eine Interaktion mit dem Bio-
molekül oder dem umliegenden Wasser auftritt, wodurch sich eine destabilisierende
oder stabilisierende Wirkung auf die Stabilität eines Biomoleküls ergibt. Bei einer
Denaturierung eines Proteins nimmt die dem Lösungsmittel zugängliche Oberfläche
(engl.: solvent accessible surface area, SASA) zu, wodurch verstärkt Interaktionen
zwischen dem Protein und dem Cosolvens auftreten und somit die Proteinstabilität
geschwächt wird.[34] Unter der Annahme eines Systems, welches aus den drei Kom-
ponenten Protein (P), Wasser (W) und Cosolvens (C) besteht,[32,34,87,88,97] ergibt sich
für die Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie, ∆G◦u, bei konstanter Temperatur und
konstantem Druck, bei Zugabe eines Cosolvens der Konzentration mC mit seinem













wobei ∆µ◦P (mC) = µ◦C,U−µ◦C,F gilt, was der Differenz des chemischen Potentials des
Proteins im entfalteten (U) und gefalteten (F) Zustand in Anwesenheit des Cosolvens
(C) entspricht. Durch die Zugabe eines Cosolvens ändert sich das chemische Gleich-
gewicht, weshalb das chemische Potential des Cosolvens, das das Protein umgibt,
angepasst wird, damit das chemische Gleichgewicht wieder hergestellt wird. Diese
Anpassung kann durch die Änderung der Konzentration des Cosolvens, welches das
Protein umgibt, erfolgen.[34,88] Die Wechselwirkung zwischen Protein und umgebe-
nen Cosolvens kann durch den bevorzugten Bindungskoeffizienten ΓPC beschrieben
















Der Bindungskoeffizient ΓPC steht in Abhängigkeit der Cosolvensmoleküle, die
durch die Zugabe des Proteins die Konzentration in der Bulk -Phase erniedrigen
(ΓPC > 0), d.h. die meisten Cosolvensmoleküle befinden sich in der Nähe der Pro-
teinoberfläche, oder erhöhen (ΓPC<0), d.h. die meisten Cosolvensmoleküle befinden
sich in der Bulk -Phase.[34,88]
Unter der Annahme eines Zwei-Domänen-Modells, bestehend aus der Bulk -Phase
und einer lokalen Domäne an der Proteinoberfläche, befinden sich NBulkW Wasser-
und NBulkC Cosolvensmoleküle in der Bulk -Phase, sowie NLokalW Wasser- und NLokalC
Cosolvensmoleküle in der lokalen Domäne auf der Proteinoberfläche.[34] Hiernach
können die bevorzugten Bindungskoeffizienten für Wasser und Cosolvens mit dem
Protein jeweils über die überschüssigen Wasser- und Cosolvensmoleküle in der loka-
len Domäne auf der Oberfläche des Proteins erhalten werden:[34]












mit ∆NPC = NLokalC − NBulkC und ∆NPW = NLokalW − NBulkW als den Überschüssen
der Cosolvens- und Wassermolekülen in der lokalen Domäne auf der Proteinoberflä-
che.[34]
Der Einfluss eines Cosolvens auf die Proteinstabilität ist demnach abhängig von
der Änderung des bevorzugten Bindungskoeffizienten des Cosolvens, wodurch sich



















Laut Gleichung (1.27) kommt es zu einer Stabilisierung des Proteins durch ein Co-
solvens, sofern sich ein negativer Wert für ∆ΓPC ergibt, d.h. das Cosolvens wird von
der Proteinoberfläche ausgeschlossen und interagiert weitestgehend mit dem umge-
benden Wasser, ein Verhalten wie es beispielsweise der Osmolyt TMAO zeigt.[34,88]
1.3.1 Verwendete Osmolyte
Physiologisch relevante Osmolyte können, wie bereits beschrieben, in vier Klassen
eingeteilt werden: Polyole, Aminosäuren, Methylamine und Harnstoff. In dieser Dis-
sertationsarbeit wurde jeweils ein Vertreter der zuvor genannten physiologisch rele-
vanten Osmolytklassen, namentlich Trehalose, Glycin, Trimethylamin-N -oxid und
Harnstoff, verwendet, deren chemische Strukturen in Abbildung 1.4 dargestellt sind.
Im Folgenden erfolgt eine Vorstellung des jeweiligen Vertreters.
1.3.1.1 Trimethylamin-N-oxid
Trimethylamin-N -oxid (TMAO) stammt aus der Klasse der Methylamine und zählt
zu den chaotropen Osmolyten. Zahlreiche Studien haben gezeigt, dass TMAO ei-
ne stabilisierende Wirkung auf die Proteinstabilität besitzt, sobald diese physika-
lischen Parametern wie Druck oder Temperatur ausgesetzt werden.[98–106] Yancey
et al. haben gezeigt, dass die Konzentration von TMAO in Meeresorganismen mit
zunehmender Tiefe ansteigt und die Funktion eines Piezolyten innehat.[91]
In mehreren Studien wurde gezeigt, dass in Anwesenheit des natürlichen Osmo-
lyten TMAO das chemische Gleichgewicht bei Proteinassemblierungsreaktionen in
Richtung der Oligomere verschoben und die Assemblierung beschleunigt wird.[107–109]
In wässrigen Lösungen wurde gezeigt, dass TMAO sehr stark mit den umgeben-
den Wassermolekülen interagiert, wodurch die Wasserstruktur verändert und die
Wasserdynamik verlangsamt wird.[34,98,99,101,102,110,111] Zou et al. haben gezeigt, dass
sowohl die Anzahl an Wasserstoffbrückenbindungen als auch deren Stärke in Ge-
genwart von TMAO zunimmt.[112] In einem Drei-Komponenten-System, bestehend
aus Protein, Wasser und TMAO, erfolgt aufgrund der geringen Affinität von TMAO




























Abbildung 1.4 – Chemische Struktur der verwendeten Cosolventien Trimethylamin-
N -oxid (TMAO), Glycin, Harnstoff (engl.: urea) und Trehalose.
wobei TMAO von der Proteinoberfläche ausgeschlossen wird und die intramolekula-
ren Wechselwirkungen des Proteins, im Vergleich zu den Wechselwirkungen zwischen
dem Protein und TMAO, begünstigt werden.[90,100,113] Des Weiteren haben Ma et
al. gezeigt, dass TMAO in erhöhter Konzentration die Funktionalität eines makro-
molekularen Crowders übernehmen kann.[104]
Yancey et al. haben gezeigt, dass TMAO in vivo auch negative Einflüsse gegen-
über dem biologischen System, in welchem es angereichert ist, besitzen kann, da
generell seine Funktionalität auf Basis eines Aktion-Reaktion Mechanismus beruht,
d.h. es reagiert auf äußere Umwelteinflüsse wie beispielsweise extreme Tempera-
turen, hohe Drücke oder hohe Konzentrationen eines destabilisierenden Cosolvens,
um so die Zelle zu schützen.[90] Aufgrund einer fehlenden Aktion kann es bei ei-
ner zu hohen TMAO-Konzentration zu einer Überstabilisierung kommen, wodurch
sich beispielsweise Proteinaggregate ausbilden oder die Proteindynamik dermaßen




In völligem Kontrast zu TMAO steht der ebenfalls natürliche Osmolyt und gleichzei-
tig der als Stoffwechselprodukt in vielen Lebewesen vorkommende Harnstoff (engl.:
urea). Aus chemischer Sicht zeigt sich bei der Betrachtung der Struktur (Abbildung
1.4) eine große Ähnlichkeit zu dem Proteinrückgrat. In Anwesenheit hoher Konzen-
trationen dieser chaotropen Verbindung kann eine Proteinentfaltung initiiert werden.
Der Mechanismus der Proteinentfaltung durch die Anwesenheit von Harnstoff be-
ruht darauf, dass Harnstoff direkt mit dem Proteinrückgrat und nur schwach mit
dem umliegenden Wasser interagiert.[98,99,101,102,107,115] Hierbei konkurriert Harnstoff
um Wasserstoffbrückenbindungen des Proteinrückgrats, die eigentlich für eine Sta-
bilisierung von Sekundärstrukturelementen vorgesehen sind, wodurch die Ordnung
der Proteinstruktur verringert wird.[20,107,115,116] Des Weiteren wurde in mehreren
Studien gezeigt, dass Harnstoff ebenfalls in Wechselwirkung mit Proteinseitenketten
steht.[117–119] Aufgrund der enthalpischen Begünstigung sowie der höheren Anzahl
an Wechselwirkungsmöglichkeiten von Harnstoff mit einem Protein im entfalteten
Zustand verschiebt Harnstoff das chemische Gleichgewicht zwischen nativem und
entfaltetem Zustand in Richtung des entfalteten Zustandes.[90,116]
Befinden sich in einem System neben dem Protein sowohl die chaotrope Verbin-
dung Harnstoff als auch die kosmotrope Verbindung TMAO, so resultiert ein entge-
genwirkender Effekt (engl.: counteracting effect), d.h. TMAO ist in der Lage, dem
destabilisierenden Effekt von Harnstoff entgegen zu wirken. Dieser Effekt, der auf
Basis eines wasservermittelten Mechanismus beruht, ist bei einem TMAO/Harnstoff-
Verhältnis von 1:2, ein Verhältnis das ebenfalls in vivo anzutreffen ist, am effektivs-
ten.[90,110,112,120]
1.3.1.3 Glycin
Glycin ist die kleinste und einfachste Aminosäure und zählt zur Gruppe der hy-
drophilen Aminosäuren. Es ist der am häufigsten vorkommende Osmolyt in vielen
wirbellosen Meerestieren.[91,121] Glycin besitzt einen stabilisierenden Effekt auf die
Proteinstabilität.[122] Im Gegensatz zu TMAO interagiert Glycin sowohl mit Pro-
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teinseitenketten als auch mit dem Proteinrückgrat. Dabei konkurriert es mit dem
Hydratationswasser, sodass die Proteinoberfläche weniger hydratisiert ist.[122]
1.3.1.4 Trehalose
Bei Trehalose handelt es sich um ein Disaccharid, welches aus Glukose-Einheiten be-
steht, die über eine α,α′-1,1-glycosidische Bindung miteinander verknüpft sind (Ab-
bildung 1.4). Trehalose ist essentiell für Bakterien.[123] Mehre Studien haben gezeigt,
dass Biomoleküle und Mikroorganismen durch die Anwesenheit von Trehalose vor
einer Austrocknung und extremen Temperaturen geschützt werden können.[124–130]
Bei Wasserbären, ein Tierstamm der Häutungstiere, führt eine Erhöhung der zel-
lulären Trehalose-Konzentration zur Kryopräservation, sodass diese bei extremen
Tiefsttemperaturen mittels Kryobiose überdauern können.[131,132]
Neben der Schutzfunktion gegen Tiefsttemperaturen haben einige Studien ge-
zeigt, dass Trehalose in einigen Organismen, wie beispielsweise, Escherichia coli,
Larven der mexikanischen Fruchtfliege Anastrepha ludens, Saccharomyces cerevisae
und Tiefsee-Organismen, in der Lage ist, störende Effekte, die durch einen Anstieg
des osmotischen sowie hydrostatischen Drucks auftreten, zu kompensieren.[130,133–142]
In der Hefenart Saccharomyces cerevisae reichert sich Trehalose nur unter Stressbe-
dingungen, insbesondere bei hohen Temperaturen, an, um vorhandene Enzyme zu
stabilisieren, während der Anteil bei normalen Umweltbedingungen eher gering ist,
da zu hohe Konzentrationen unter Normalbedingungen die Enzymaktivität inhibie-
ren können.[90,143]
Trehalose zählt neben TMAO ebenfalls zu den kosmotropen Verbindungen. Befin-
det sich Trehalose in einer Proteinlösung, so interagiert es bevorzugt mit den umlie-
genden Wassermolekülen, sodass deren Wechselwirkung im Vergleich zu den Wech-
selwirkungen von Wassermolekülen untereinander stärker sind.[127,144–146] Zusätzlich
zu den attraktiven Wechselwirkungen zur Ausbildung von Trehalose-Clustern lie-
gen sterisch repulsive Wechselwirkungen der Trehalose-Moleküle untereinander vor,
sodass dadurch die tetraedrische Struktur des Wassernetzwerks gestört wird.[145,146]
Bezüglich des Wechselwirkungsmechanismus zwischen Trehalose-Molekülen und
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Proteinen bzw. Zellmembranen gibt es mehrere Ansätze, die in der Literatur dis-
kutiert werden. Auf der einen Seite wird über einen Ausschluss von der Oberfläche
des Biomoleküls gesprochen, [127,147–150] während auf der anderen Seite Studien ge-
zeigt haben, dass Trehalose mittels Einlagerung in die Membran bzw. Austausches
von Wassermolekülen innerhalb der Hydratationshülle direkt mit dem Biomolekül
interagiert.[124,127,151–160] Ein weiterer Ansatz zur Erklärung des Wechselwirkungsme-
chanismus von Trehalose mit einem Biomolekül beruht auf dem Einschluss (engl.:
entrapment) von Wassermolekülen zwischen Trehalosemolekülen und der Oberfläche
des Biomoleküls.[161–164] Bei sehr hohen Trehalose-Konzentrationen kann es zu einer
Vitrifizierung kommen, d.h. Biomoleküle werden innerhalb einer glasartigen Matrix
aus zahlreichen Trehalosemolekülen eingeschlossen, sodass die native Konformation
des Biomoleküls geschützt wird.[162–167] Die aufgezählten Effekte können allerdings
auch in Kombination miteinander auftreten.[162,163] Einige Studien gehen davon aus,
dass das Wechselwirkungsverhalten konzentrationsabhängig ist. Demnach kommt es
bei hohen Trehalose-Konzentrationen zu einem Ausschluss von der Oberfläche des
Biomoleküls, während bei niedrigen Konzentrationen an Trehalose von einer direkten
Wechselwirkung ausgegangen wird.[149,168,169]
1.4 Crowding
Biologische Zellen beinhalten einen großen Anteil an Makromolekülen, die bis zu
30 % des Gesamtvolumens einer Zelle einnehmen können, sodass reale Systeme meist
als „überfüllt“ (engl.: crowded) bezeichnet werden.[170,171] In diesem zellulären Mi-
lieu laufen alle physiologisch relevanten Prozesse ab. Durch die Anwesenheit von
Makromolekülen wird auf der einen Seite die Viskosität der Lösung erhöht und auf
der anderen Seite reduziert sich das zur Verfügung stehende Volumen für weitere
Makromoleküle.[34] In mehreren Studien wurde gezeigt, dass durch die Anwesen-
heit von Makromolekülen in hochkonzentrierten Lösungen, dem sogenannten Crow-
ding,[172–175] sowohl die Proteinstabilität als auch die Kinetik von Proteinassem-
blierungsreaktionen und die Funktionalität von Biomolekülen in vitro beeinflusst
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werden können.[108,170,172–183] Demnach berichten Yamin et al., dass in Anwesenheit
des wasserlöslichen Polymers Polyethylenglycol (PEG) die Fibrillierungsreaktion von
Amyloid-Fibrillen aus β-Synuclein und del Álamo et al., dass in Anwesenheit von
Dextran und Ficoll® PM 70 die Selbstassemblierung des HIV-1 Kapsid-Proteins je-
weils signifikant beschleunigt werden.[184,185] Des Weiteren haben Zhai et al. in einer
Studie gezeigt, dass durch die Anwesenheit hoher Konzentrationen des Polysaccha-
rids Dextran die Druckstabilität von Ribonuklease (RNase) A signifikant gesteigert
wird, während Erlkamp et al. von einer Steigerung der Thermostabilität des Proteins
Staphylococcal Nuclease (SNase) in Gegenwart des synthetischen Polymers Ficoll®
PM 70 berichten.[178,186]
Zur Nachahmung des zellulären Milieus in vitro werden häufig inerte Makromole-
küle verwendet, wobei es auch bei entsprechend hoher Konzentration des Biomole-
küls selbst zu self-crowding) Bedingungen kommen kann, wodurch das zur Verfügung
stehende Volumen verringert wird. Da eine Zelle nicht nur mit einer Art eines Ma-
kromoleküls befüllt ist, werden für die Erzeugung realistischeren zellulären Milieus
in vitro oftmals verschiedene Makromoleküle, darunter auch Proteine, miteinander
vermischt.[34]
Die Änderung der freien Energie durch die Zugabe eines makromolekularen Crow-
ders (mCr) ergibt sich aus der Differenz der Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie
in Anwesenheit des Crowders und der Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie in der
Bulk -Phase ohne Crowder:[34,187]
∆∆G◦ = ∆G◦mCr −∆GBulk (1.28)
Für die Gleichgewichtskonstante KmCr unter Crowding-Bedingungen ergibt sich
somit folgender Zusammenhang:[34,187]
KmCr = KBulk · exp (−∆∆G◦/RT ) (1.29)
Rivas et al. haben zur Beschreibung des makromolekularen Crowding-Effekts den
Crowding-Koeffizienten ΓmCr eingeführt, der einer Funktion durch die Anwesenheit
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Abbildung 1.5 – Schematische Darstellung des „excluded volume“-Effekts. Befindet sich ein
Makromolekül (•) in Lösung, so ist ein gewisses Volumen () für ein
Biomolekül (•) unzugänglich (links). Für größere Biomoleküle vergrößert
sich das ausgeschlossene Volumen (rechts). Abbildung modifiziert nach
A. P. Minton.[173]
von makromolekularen Crowdern induzierten Änderung der freien Energie, der Ent-





















Hiernach beruht der Einfluss von makromolekularen Crowdern sowohl auf enthal-
pischen als auch auf entropischen Beiträgen.[34]
Die aufgezeigten entropischen Effekte von makromolekularem Crowding können
auf Grundlage der Theorie des „ausgeschlossenen Volumens“ (engl.: excluded volu-
me) erklärt werden, wie es in Abbildung 1.5 schematisch dargestellt ist. Befindet sich
ein Makromolekül in einem definierten Volumen, so nimmt dies zum einen selbst ein
Teil des Volumens ein und zum anderen wird, bei hoher Konzentration des Makro-
moleküls, ein gewisser Teil des zur Verfügung stehenden Volumens ausgeschlossen,
sodass einem weiteren Makromolekül, wie beispielsweise ein Protein, ein deutlich ge-
ringeres Volumen zur Verfügung steht.[173] In Folge dessen erhöht sich, in Bezug auf






































Abbildung 1.6 – Chemische Struktur von Saccharose und Ficoll® PM 70 .
wodurch es zu einer Erhöhung von Geschwindigkeitskonstanten und Aktivitätskoeffi-
zienten sowie einer Stabilisierung des nativen Zustandes aufgrund der Favorisierung
kompakter Konformationen kommen kann.[34,170,178,186,188] Das Ausmaß des exclu-
ded volume-Effekts basiert auf der Form und Größe des Biomoleküls und Cosolvens
sowie auf dem eingenommenen Volumen des als Crowder verwendeten Makromole-
küls.[183] Dadurch resultiert eine sogenannte depletion force, die dafür sorgt, dass die
Konformationsentropie des entfalteten Zustandes verringert und das Gleichgewicht
in Richtung der nativen Konformation verschoben wird.[34]
Neben der sterischen Repulsion, die durch den „excluded volume“-Effekt beschrie-
ben wird, müssen auch enthalpische Effekte, wie beispielsweise Wasserstoffbrücken-
Bindungen, elektrostatische oder hydrophobeWechselwirkungen, berücksichtigt wer-
den, die sowohl den nativen als auch den entfalteten Zustand eines Proteins beein-
flussen können. Diese enthalpischen Beiträge sind abhängig von der Temperatur und
der Beschaffenheit des verwendeten Biomoleküls und eingesetzten Crowders.[189,190]
Als Crowdingreagenzien wurden in dieser Arbeit Ficoll® PM 70 als Makrocrow-
der sowie dessen Monomerbaustein Saccharose als Mikrocrowder verwendet, deren
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chemische Strukturen in Abbildung 1.6 dargestellt sind. Saccharose ist ein Polyol
und zählt zwar zu den zuvor vorgestellten Osmolyten,[90] wird aber zum besseren
Vergleich hier mit Ficoll® PM 70 zusammen vorgestellt.
Bei Saccharose handelt es sich um ein Disaccharid. Es besteht aus jeweils ei-
nem Molekül α-D-Glukose und β-D-Fructose, die über eine α,β-1-2-glycosidische
Bindung verbunden sind.[191] Es besitzt eine stabilisierende Wirkung auf die Prote-
instruktur. Attri et al. haben gezeigt, dass α-Chymotrypsin durch die Anwesenheit
von Saccharose stabilisiert wird.[192] Die Stabilisierung in Gegenwart von Saccharose
beruht auf dem bevorzugten Ausschluss des Disaccharids von der Oberfläche des
Proteins.[193] Molekulardynamische Simulationen von Lerbret et al. haben gezeigt,
dass Saccharose, genau wie Trehalose, Cluster bildet, die von der Proteinoberfläche
ausgeschlossen sind, jedoch Saccharose im Vergleich zu Trehalose kleinere Cluster
aufgrund der höheren Anzahl an Wasserstoffbrücken-Bindungen zwischen sich und
dem Protein bildet.[194]
Bei Ficoll® PM 70 handelt es sich um ein leicht wasserlösliches, stark verzweig-
tes Copolymer aus Saccharose und Epichlorhydrin mit einer molaren Masse von
∼70 kg mol−1. Ficoll® PM 70 wird in in vitro-Studien als makromolekularer Crowder
verwendet, um das zelluläre Milieu nachzustellen.[178,195,196] Beispielsweise berichten
Erlkamp et al. über eine Zunahme der Thermostabilität des Proteins Staphylococcal
Nuclease (SNase) in Anwesenheit des synthetischen Polymers aufgrund des „excluded
volume“-Effekts.[178]
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Teile dieser Studie wurden in folgender Referenz veröffentlicht:
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Effects on the Temperature and Pressure Dependent Conformational Dynamics and Stability
of Globular Actin. J. Phys. Chem. B, 2016, 120, 6575-6586.[197]






Actin ist einer der wesentlichen Bestandteile des Cytoskeletts in eykaryotischen Zel-
len.[199] Die Skelettmuskel-Isoform, das sogenannte α-Actin, kommt in Zellen in zwei
Hauptformen vor, nämlich im monomeren Zustand mit seiner kugelförmigen Form
(G-Actin), welches durch die Zugabe von Kationen zu Filamenten (F-Actin) po-
lymerisieren kann.[200,201] Diese beiden morphologischen Zustände liegen in einem
dynamischen Gleichgewicht vor, das von Actin-bindenden Proteinen sowie den Ei-
genschaften des Monomers selbst gesteuert wird.[202] Actin ist verantwortlich für
viele verschiedene Zellfunktionen, wie beispielsweise der Zytokinese, der Endozyto-
se, der Muskelkontraktion, dem Transport von Organellen oder der Erzeugung von
Kräften.[203] Gazner et al. haben gezeigt, dass G-Actin eine geringere Thermostabi-
lität aufweist als F-Actin, was von der Ionenstärke und dem gebundenen Nukleotid
abhängig ist.[202] Über die druckabhängige Stabilität von G-Actin ist allerdings viel
weniger bekannt, obwohl es auf der Erde eine Vielzahl von Orten gibt, an denen
ein hoher hydrostatischer Druck (engl.: high hydrostatic pressure, HHP) vorliegt.
Beispielsweise treten in den Meeresgräben und im tiefen Untergrund Drücke bis zu
1 kbar (100 MPa) und darüber hinaus auf, und der durchschnittliche Druck in der
Tiefsee beträgt 380 bar.[60] Damit unter solch extremen Bedingungen ein Überle-
ben möglich ist, müssen sich sowohl Mikroorganismen als auch Makroorganismen
anpassen, um Proteine und andere Biopolymere vor einer Denaturierung zu schüt-
zen.[204–206]
Im Allgemeinen wird die Stabilität von Biomakromolekülen, wie beispielsweise
Proteinen, durch die Zusammensetzung der umgebenden Lösung beeinflusst.[116,207–211]
Das Lösen von Proteinen hängt nicht nur von der Konzentration des zugesetzten
Salzes ab, sondern auch von den spezifischen Ionen, die sich in der Lösung befin-
den (Hofmeister-Reihe). Im Allgemeinen wird die Stabilität von Proteinen in vitro
signifikant durch Cosolventien und in der biologischen Zelle, also in vivo, durch
das zelluläre Milieu beeinflusst. In Abhängigkeit der äußeren Bedingungen, wie bei-
spielsweise hohe oder niedrige Temperaturen, hohe Drücke oder Trockenheit, wurden
verschiedene Zusammensetzungen des zellulären Milieus gefunden. Im Vergleich zu
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den Auswirkungen von Temperatur und osmotischem Stress auf die Regulierung
des inneren Milieus ist sowohl über die mechanistischen Aspekte der Anpassung des
zellulären Milieus an den äußeren Druckstress als auch über die Wechselwirkungen
innerhalb des Wasser-Cosolvens-Biomolekül-Systems wenig bekannt. Cosolventien
können zwischen chaotropen und kosmotropen Cosolventien unterschieden werden,
wobei die Unterscheidung darauf beruht inwiefern sich die Anwesenheit auf die Was-
serstruktureigenschaften auswirkt. Es ist bekannt, dass kosmotrope Cosolventien,
wie beispielsweise Trimethylamin-N -oxid, den nativen Zustand eines Proteins sta-
bilisieren können, wohingegen chaotrope Cosolventien, wie beispielsweise das Stoff-
wechselprodukt Harnstoff, den nativen Zustand destabilisieren und den entfalteten
Zustand begünstigen. Eine detaillierte Erläuterung zu natürlichen Osmolyten kann
dem Kapitel 1.3 entnommen werden.
Des Weiteren kann die freie Energielandschaft von Proteinen durch makromole-
kulares Crowding beeinflusst werden, d.h. durch die Anwesenheit von hohen Kon-
zentrationen an Makromolekülen, was weitestgehend, aber nicht ausschließlich, auf
den ausgeschlossenen Volumeneffekt (engl.: excluded volume effect) zurückzuführen
ist.[178,210] Üblicherweise werden als makromolekulare Crowder das synthetische Po-
lymer Ficoll® PM 70 oder das Polysaccharid Dextran in vitro dazu verwendet, um
das Crowding im zellulären Milieu auf geeignete Weise zu simulieren. Eine detaillier-
te Erläuterung zu dem Thema Crowding kann dem Kapitel 1.4 entnommen werden.
Neben signifikanten Änderungen der Proteinkonformation, die beim Entfalten und
Denaturieren eines Proteins beobachtet werden, ergeben sich während des Faltungs-
prozesses Faltungsintermediate, die partiell gefaltete Strukturen aufweisen und zu
dem Konzept einer multidimensionalen potentiellen Energielandschaft von Protei-
nen führen.[74,212] In der molekularen Biophysik ist es eine zentrale Aufgabe, diese
energiereichen Konformationen zu identifizieren und zu charakterisieren.
Aufgrund seiner vielfältigen Funktionen und Interaktionspartner ist auch für G-
Actin eine Vielzahl von „Conformational Substates“ zu erwarten. Solche Konfor-
mationen sind allerdings schwer zu detektieren, da sie nur einen geringen Anteil
der Population ausmachen. Dazu können verschiedene chemische und physikalische
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Abbildung 2.1 – 3D-Bändermodell der Kristallstruktur von G-Actin (PDB-Struktur:
1nwk[213]). Das 3D-Bändermodell wurde mithilfe der Computersoftware
UCSF Chimera v.1.13.1 erstellt und modifiziert.[214]
Methoden verwendet werden, um das Konformationsgleichgewicht zu verschieben
und damit die seltenen „Conformational Substates“ zu charakterisieren. Die Druck-
applikation ist ein elegantes und effizientes Mittel, um die Konformationspopulati-
on mittels Volumendifferenzen umzuverteilen.[8,9,215–220] Nach dem Prinzips von Le
Châtelier wird bei einer Druckapplikation das Gleichgewicht in Richtung eines
Systems mit kleinerem Gesamtvolumen verschoben, da Zustände mit einem kleine-
ren partiellen Molvolumen bevorzugt werden. Die Kernspinresonanzspektroskopie
(engl.: nuclear magnetic resonance, NMR) unter Druck kann sehr gut dafür ver-
wendet werden, um „Conformational Substates“ zu untersuchen,[216–218] indem die
Druckapplikation auf die Volumina der einzelnen Konformere einwirkt, sodass auf
diese Weise neue Informationen über die Struktur, thermodynamischen Eigenschaf-
ten und Konformationsdynamik von Proteinen mit atomarer Auflösung erhalten
werden können.
Frühere Studien haben gezeigt, dass Harnstoff und TMAO die Polymerisations-
kinetik von Actin beeinflussen. Die Kinetik der G-zu-F-Transformation von Actin
wird in Anwesenheit des Stoffwechselprodukts Harnstoff verlangsamt, während sie
in Anwesenheit des Osmolyten TMAO beschleunigt wird.[107,108] Bei dieser Studie
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handelt es sich um eine fortführende Arbeit, die bereits während der Masterar-
beit begonnen und in eben dieser bereits teilweise beschrieben wurde.[198] In dieser
fortführenden Studie soll gezeigt werden, wie bestimmte Lösungsbedingungen, die
durch die Anwesenheit von Cosolventien und makromolekularen Crowdern variiert
werden, den widrigen Bedingungen eines hohen hydrostatischen Drucks auf die Sta-
bilität und Konformationsdynamik der Monomereinheit G-Actin, dessen Struktur
als 3D-Bändermodell in Abbildung 2.1 dargestellt ist, entgegenwirken können. Dazu
wurden druck- und temperaturabhängige Messungen der Fluoreszenzspektroskopie
von G-Actin in An- und Abwesenheit der beiden Cosolventien TMAO und Harn-
stoff sowie des makromolekularen Crowders Ficoll durchgeführt, um Informationen
über den Einfluss der verwendeten Cosolventien auf die Struktur und Stabilität des
Proteins zu erhalten.
2.2 Materialien und Methoden
2.2.1 Chemikalien und Probenpräparation
α-Actin, welches aus Kaninchenskelettmuskulatur extrahiert wurde, wurde von der
Firma HYPERMOL (Bielefeld, Germany) bezogen. Es besteht aus 375 Aminosäu-
ren und hat ein Molekulargewicht von 42 kDa.[221] Die natürlichen Osmolyte Harn-
stoff und TMAO (Trimethylamin-N -oxid) sowie das als makromolekularer Crowder
verwendete synthetische Polymer Ficoll® PM 70 (durchschnittliche molare Masse
von 70 kDa) wurden von der Firma Sigma-Aldrich (Seelze, Germany) bezogen. Alle
Chemikalien wurden ohne weitere Aufreinigung verwendet. Das verwendete Actin
wurde in einem Puffer, bestehend aus 2 mM TRIS-Cl [Tris(hydroxymethyl)amino-
methan, pH 8.2], 0.4 mM ATP (Adenosintriphosphat), 0.1 mM CaCl2, 0.5 mM DTT
(1,4-Dithiothreitol), 1 mM Na3N und 0.3 % Disaccharide, als Lyophilisat geliefert
und bei −70 ◦C gelagert.[221] G-Actin wurde vor den Experimenten gegen G-Puffer,
bestehend aus 2 mM TRIS-Cl [Tris(hydroxymethyl)aminomethan, pH 8.2], 0.4 mM
ATP (Adenosintriphosphat), 0.1 mM CaCl2 und 0.5 mM DTT (1,4-Dithiothreitol),
dialysiert und anschließend bei 100 000 g und 4 ◦C für 3 h zentrifugiert, um poten-
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tielle Proteinaggregate zu entfernen. Die Proteinkonzentration im Überstand wurde
mithilfe der Biuret-Methode bestimmt.[222]
2.2.2 Fluoreszenzspektroskopie
Eine Lösung von 5 µM G-Actin wurde in G-Puffer inkubiert, der jeweils die entspre-
chende Menge an Cosolventien bzw. makromolekularem Crowder enthielt. Temperatur-
und druckabhängige fluoreszenzspektroskopische Messungen wurden an einem Mul-
tifrequenz Phasen- und Modulationsfluorometer vom Typ K2 der Firma ISS (Ur-
bana, IL) im photon-counting-Modus durchgeführt. Zur Detektion der intrinsischen
Tryptophan Fluoreszenz erfolgte die Anregung bei einer Wellenlänge von λex =
295 nm mit einer 75 W Xenonlampe, sodass Emissionsspektren in einem Wellenlän-
genbereich von 305 bis 425 nm aufgenommen werden konnten. Für die Experimente
unter Druck wurde eine Hochdruckzelle der Firma ISS (Urbana, IL) verwendet, die
mit Saphirglas Fenstern ausgestattet ist, um einem Druck von bis zu 4 kbar standhal-
ten zu können.[223] Abbildung 2.2 zeigt den Aufbau der verwendeten Hochdruckzelle
als Explosionszeichnung.
Die Probenlösung wurde in einem Quarzglasfläschchen mit einem Volumen von
∼1 mL platziert. Zur Abgrenzung der Probenlösung mit dem Druckmedium wur-
de das Quarzglasfläschen mit einer druckübertragenden Dura Seal -Folie und einem
O-Ring so verschlossen, dass sich keine Luftbläschen innerhalb des Probenbehälters
befanden. Zum Schutz der Hochdruckzelle vor Korrosion wurde Ethanol als Druck-
medium verwendet. Der Druck wurde mithilfe einer handbetriebenen Spindelpresse
der Firma Hip (High Pressure Equipment Company, Erie, PA) generiert und mittels
einer Stahlkapillare in die Hochdruckzelle übertragen. Ein Manometer der Firma
Burster Präzissionstechnik (Gernsbach, Germany) diente als Drucksensor.
Der Druck wurde bei den jeweiligen Messreihen in Schritten von ∆p = 100 bar
bzw. 250 bar bis hin zu einem Maximaldruck von 3 kbar variiert, wobei nach jeder
Druckerhöhung eine Equilibrierung von t = 5 min stattfand, damit das vermessene
System sich an die Druckapplikation anpassen konnte.
Bei den temperaturabhängigen Aufnahmen der Emissionsspektren des intrinsi-
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Abbildung 2.2 – Explosionszeichnung der verwendeten Hochdruckzelle von ISS. Die Ex-
plosionszeichnung wurde mithilfe der Computersoftware Autodesk In-
ventor2018[224] erstellt
schen Fluorophors Tryptophan von G-Actin wurde die jeweilige Probenlösung (V =
100 µL) in eine Ultra-Mikro-Küvette der Firma Hellma (Müllheim, Germany) aus
Quarzglas mit einer Schichtdicke von 3x3 mm pipettiert und mit einem Stopfen
verschlossen, damit bei hohen Temperaturen keine Probenlösung entweichen kann.
Zwei solcher mit Probenlösung befüllten Ultra-Mikro-Küvetten wurden in einem 3-
Positionen-Küvettenhalter der Firma ISS (Urbana, IL) platziert, damit zeitgleich
eine Doppelbestimmung stattfinden konnte. Zur Temperierung der Proben wurde
ein zirkulierendes Wasserbad verwendet.
Die Temperatur wurde bei den jeweiligen Messreihen in Schritten von ∆T =
10 ◦C bzw. 3 ◦C bis hin zu einer Maximaltemperatur von 90 ◦C variiert, wobei nach
jeder Temperaturerhöhung eine Equilibrierung von t = 5 min stattfand, damit das
vermessene System sich an die Temperaturerhöhung anpassen konnte.
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2.3 Ergebnisse und Diskussion
Zum besseren Vergleich der einzeln gemessenen druck- und temperaturabhängigen
Emissionsspektren erfolgte eine Normierung. Bei dieser wurde jedes einzelne Emis-
sionsspektrum für sich integriert und anschließend jede gemessene Fluoreszenzinten-





wobei x entweder für den Druck p oder die Temperatur T steht. Aus der Normierung
folgt, dass die Fläche unter jedem Spektrum gleich Eins ist:
∫
INorm(λ, x)dλ = 1 (2.2)
Mithilfe dieser Flächennormierung ist nun ein Vergleich der einzelnen Emissionss-
pektren miteinander möglich, da die sich verschlechternden Quantenausbeuten mit
steigendem Druck oder steigender Temperatur herausgerechnet wurden.
2.3.1 Druckstabilität von G-Actin
2.3.1.1 Druckabhängigkeit von N-Acetyl-L-Tryptophanamid
Abbildung 2.3 zeigt die jeweils mit Gleichung (2.1) auf die Fläche normierten Emissi-
onsspektren von 0.1 mg mL−1 (=̂ 407.7 µmol L−1) N -Acetyl-L-Tryptophanamid (NA-
TA) in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C. Wie zu erkennen ist, verändert
sich die Lage der Emissionsspektren nur geringfügig mit steigendem Druck, dennoch
ist eine kontinuierliche Rotverschiebung zu erkennen. Dieser Effekt kann bei vielen
Fluorophoren bei ansteigendem Druck auftreten und mithilfe der Lippert-Mataga-
Gleichung erklärt werden:[225,226]












In dieser Gleichung stehen ν˜A und ν˜F für die Wellenzahlen (in cm−1) der Absorpti-
on bzw. Fluoreszenzemission, c für die Lichtgeschwindigkeit, h für das Plancksche
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Abbildung 2.3 – Druckabhängige, flächennormierte Emissionsspektren von 0.1 mg mL−1
(=̂ 407.7 µmol L−1) N -Acetyl-L-Tryptophanamid in einfachem Monomix
bei 25 ◦C.
Wirkungsquantum, n für den Brechungsindex des Lösungsmittels, a für den Kavi-
tätenradius, in der sich der Fluorophor befindet, ε für die Dielektrizitätskonstante
und µG bzw. µE dem Dipolmoment des Fluorophors im Grund- bzw. angeregten Zu-
stand. Aus Gleichung (2.3) resultiert, dass mit steigendem hydrostatischem Druck
die Dielektrizitätskonstante des Lösungsmittels steigt, wodurch sich die Wellenzah-
lendifferenz vergrößert und somit die Rotverschiebung zunimmt.[225,226]
Für eine genauere Betrachtung des Druckeffektes erfolgte eine Auftragung der
flächennormierten Fluoreszenzintensität bei einer Wellenlänge von λ = 323 nm, wel-
che dem Emissionsmaximum des nativen G-Actins entspricht, gegen den jeweiligen
Druck, bei der sich eine lineare Auftragung ergab (Abbildung 2.4). Eine Studie zeig-
te, dass in Gegenwart von verschiedenen Konzentrationen Harnstoff die Steigung
der linearen druckabhängigen Intensitätsänderung von N -Acetyl-L-Tryptophanamid
kaum beeinflusst wird,[226] weshalb darauf verzichtet wurde weitere Messungen von
N -Acetyl-L-Tryptophanamid in verschiedenen Cosolventien durchzuführen, um den
intrinsischen Druckeffekt zu studieren. Für die Berücksichtigung des intrinsischen
Druckeffektes auf den intrinsischen Fluorophor Tryptophan aller weiteren Messun-
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Abbildung 2.4 – Druckabhängige Intensitätsänderung von N -Acetyl-L-Tryptophanamid
bei λ = 323 nm und 25 ◦C.
gen erfolgte eine lineare Anpassung der in Abbildung 2.4 gezeigten Auftragung. Nach
einer Verschiebung des Ordinatenabschnittes auf Null ergab sich folgende Geraden-
gleichung:
I323, NATA(p) = −3.87× 10−7 bar−1 · p (2.4)
Um die nachfolgenden Proteinentfaltungskurven um den intrinsischen Druckeffekt
des Tryptophans zu korrigieren, erfolgte eine Subtraktion von Gleichung (2.4) von
der jeweiligen gemessenen Fluoreszenzintensität bei einer Emissionswellenlänge von
323 nm beim jeweiligen Druck:
I323, corr(p) = I323, Norm(p)− I323, NATA(p) = INorm(p) + 3.87× 10−7 bar−1 · p (2.5)
2.3.1.2 Druckinduzierte Entfaltung von G-Actin
Zur fluoreszenzspektroskopischen Untersuchung der Druckstabilität von G-Actin
wurden Emissionsspektren in einemWellenlängenbereich von 305–425 nm und einem
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Abbildung 2.5 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Fläche normier-
te (b) Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in einem Druckbereich von
1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit steigendem Druck ist sowohl eine deutliche
Rotverschiebung als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu er-
kennen. Der Farbverlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Druck-
gradienten.
Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C aufgenommen. Um nur die Tryptophanemis-
sion zu betrachten, erfolgte die Anregung bei einer Wellenlänge von λex = 295 nm.
Abbildung 2.5a zeigt die detektierten Emissionsspektren von 5 µM G-Actin bei 25 ◦C.
Es ist deutlich zu erkennen, dass mit steigendem hydrostatischem Druck sich sowohl
das Emissionsmaximum ins Rote verschiebt als auch die gemessene Fluoreszenzin-
tensität abnimmt, welche durch die Exposition der Tryptophanreste zum umgeben-
den Wasser begründet ist. Aufgrund dessen steigen mit steigendem hydrostatischen
Druck sowohl die Dielektrizitätskonstante des Wassers als auch die Polarität der
Umgebung.
Mithilfe von Gleichung (2.1) erfolgte eine Flächennormierung der einzelnen aufge-
nommenen Emissionsspektren, welche in Abbildung 2.5b dargestellt sind. Hierdurch
wird die Rotverschiebung des Emissionsmaximums sowie die Intensitätsabnahme mit
steigendem Druck deutlicher. Zu Beginn der Messreihe bei 1 bar liegt das Emissions-
maximum des gefalteten G-Actins bei 323 nm und verschiebt sich mit steigendem
hydrostatischem Druck ins Rote. Die größte Änderung der Fluoreszenzintensität
während des Druckanstiegs ist bei dem Emissionsmaximum zu erkennen, wodurch
der Entfaltungsprozess nachverfolgt werden kann.
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Abbildung 2.6 – Entfaltungskurve von 5 µM G-Actin bei 25 ◦C. Aufgetragen ist die mit
NATA korrigierte flächennormierte Intensität bei der konstanten Wellen-
länge λ = 323 nm gegen den jeweiligen hydrostatischen Druck p.
Zur Untersuchung der Volumenänderung während des druckinduzierten Entfal-
tungsprozesses wurden die flächennormierten Fluoreszenzintensitäten bei dem Emis-
sionsmaximum von λ = 323 nm mithilfe von Gleichung (2.5) um den intrinsischen
Druckeffekt von Tryptophan korrigiert und gegen den jeweiligen Druck in Abbil-
dung 2.6 aufgetragen. Mit steigendem hydrostatischem Druck nimmt die aufgetra-
gene Fluoreszenzintensität ab. Bis zu einem Druck von etwa 1500 bar ist ein Plateu
zu erkennen, welches den gefalteten Zustand repräsentiert in dem der Entfaltungs-
prozess noch nicht begonnen hat. Bei weiter ansteigendem hydrostatischem Druck
beginnt die Fluoreszenzintensität abzunehmen. Dabei entspricht die Steigung in die-
sem Bereich der Volumenänderung ∆Vu während des Entfaltungsprozesses. Wird der
Entfaltungsprozess von G-Actin einem Zwei-Zustands-Modells zugeordnet, so ent-
spricht der Verlauf der Entfaltungskurve einer sigmoidalen Kurve mit zwei Plateaus:
dem des gefalteten und dem des entfalteten Zustandes. Unter dieser Annahme wird
nun eine Kurvenanpassung möglich, die mithilfe der Computersoftware Origin Pro
2015 unter Verwendung ihres Boltzmann-Fits durchgeführt wurde und folgender
Gleichung entspricht:[227]
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I(p) =
IF − IU
1 + e−(p−pu)·(∆V/RT )
+ IU (2.6)
Hierbei entsprechen IU und IF den Fluoreszenzintensitäten im entfalteten (U) und
gefalteten (F) Zustand, R der Universellen Gaskonstante, T der Temperatur, ∆V
der Volumenänderung während des Entfaltungsprozesses, p dem angelegten Druck
und pu dem Entfaltungsdruck. Bei dem Entfaltungsdruck liegen jeweils 50 % gefal-
tetes und entfaltetes G-Actin vor. Anhand der durchgeführten Kurvenanpassung ist
eine direkte Bestimmung des Entfaltungsvolumens möglich.[227] Der an dieser Hoch-
druckanlage maximal mögliche Druck von 3000 bar reicht allerdings nicht aus, um
G-Actin komplett in den entfalteten Zustand zu überführen, was daran zu erkennen
ist, dass das Plateau des entfalteten Zustandes nicht erreicht wird. Dadurch ist eine
Kurvenanpassung mithilfe von Gleichung (2.6) nicht möglich und es können keine
Aussagen bezüglich des Entfaltungsdrucks und der Volumenänderung während des
Entfaltungsprozesses getroffen werden.
Um dennoch die Volumenänderung während des druckinduzierten Entfaltungspro-
zesses mit dem an dieser Anlage maximal möglichen Druck von 3000 bar studieren
zu können, wurde beschlossen, G-Actin in Anwesenheit von Cosolventien zu un-
tersuchen, da Studien gezeigt haben, dass z.B. in Anwesenheit von Harnstoff der
Entfaltungsdruck herabgesetzt wird, ohne Einfluss auf die Volumenänderung wäh-
rend des Entfaltungsprozesses zu nehmen.[57,226,228–230]
In den folgenden Abschnitten werden nun die Einflüsse der Cosolventien TMAO,
Harnstoff und deren Gemische auf die Druckstabilität von G-Actin beschrieben.
2.3.1.3 Einfluss von TMAO auf die Druckstabilität von G-Actin
Im nun nachfolgenden Abschnitt wird das Entfaltungsverhalten von G-Actin in An-
wesenheit des Osmolyten Trimethylamin-N -oxid beschrieben. Dazu wurden Emis-
sionsspektren in einem Wellenlängenberich von 305–425 nm in einem Druckbereich
von 1–3000 bar bei 25 ◦C aufgenommen, wobei die Anregung bei einer Wellenlänge
von λex = 295 nm erfolgte, um nur die Tryptophanreste anzuregen. Abbildung 2.7a
zeigt beispielhaft für den Einfluss von TMAO auf die Proteinstabilität von G-Actin
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Abbildung 2.7 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Fläche normierte
(b) Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 2 M TMAO
in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit steigendem Druck
ist sowohl eine geringfügige Rotverschiebung als auch eine Abnahme der
Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf von lila (−) nach rot
(−) entspricht dem Druckgradienten.
die aufgenommenen druckabhängigen Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in An-
wesenheit von 2 M TMAO. Die in Abhängigkeit des Drucks gemessenen und flächen-
normierten Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 1 M TMAO
können der Abbildung 2.26 im Abschnitt 2.5.1 im Anhang entnommen werden.
Es ist zu erkennen, dass mit steigendem hydrostatischem Druck sowohl die Fluo-
reszenzintensität geringfügig abnimmt als auch eine geringfügige Rotverschiebung
des Emissionsmaximums auftritt. Zur besseren Betrachtung erfolgte mithilfe von
Gleichung (2.1) eine Flächennormierung der einzeln aufgenommenen Emissionss-
pektren. Abbildung 2.7b zeigt beispielhaft die druckabhängigen, auf ihre Fläche
normierten Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 2 M TMAO
bei 25 ◦C. Die Abnahme der Fluoreszenzintensität sowie die Rotverschiebung des
Emissionsmaximums mit steigendem hydrostatischen Druck fallen im Vergleich mit
den flächennormierten Emissionsspektren von 5 µM G-Actin (Abbildung 2.5b) deut-
lich geringer aus. Dies lässt darauf schließen, dass die 2 M TMAO einen deutlich
stabilisierenden Effekt auf die Proteinstruktur von G-Actin besitzen.
Zur besseren Betrachtung des Einflusses von 1 bzw. 2 M TMAO auf die Prote-
instabilität von 5 µM G-Actin und damit auf die Volumenänderung während des
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Abbildung 2.8 – Entfaltungskurven von 5µM G-Actin, sowie in Anwesenheit von 1 und
2 M TMAO bei einer Temperatur von 25 ◦C. Aufgetragen ist die mit NA-
TA korrigierte, flächennormierte Fluoreszenzintensität bei der konstanten
Wellenlänge λ = 323 nm gegen den jeweiligen hydrostatischen Druck p.
Entfaltungsprozesses erfolgte eine Auftragung der flächennormierten, mithilfe von
Gleichung (2.5) um den intrinsischen Druckeffekt korrigierten Fluoreszenzintensi-
täten bei der konstanten Wellenlänge λ = 323 nm, dem Emissionsmaximum von
nativem G-Actin, gegen den jeweiligen Druck in Abbildung 2.8.
Im Vergleich zur Entfaltngskurve von 5 µM G-Actin ohne Zusatz von Cosolventien
wird ersichtlich, dass der Entfaltungsprozess von G-Actin in Anwesenheit von 1 M
TMAO erst ab einem Druck von etwa 2400 bar beginnt, was daran zu erkennen ist,
dass die flächennormierte und um den intrinsischen Druckeffekt korrigierte Fluores-
zensintensität bis zu diesem Druck nahezu konstant verläuft, was dem Plateau des
gefalteten Zustandes von G-Actin entspricht. Erst bei höheren Drücken beginnt eine
Abnahme der Fluoreszenzintensität und somit der Entfaltungsprozess.
Durch die Anwesenheit von 2 M TMAO erfolgt eine weitere Stabilisierung des ge-
falteten Zustandes von G-Actin. Bis zu dem an dieser Hochdruckanlage maximal
möglichen Druck von 3000 bar verläuft die flächennormierte und um den intrinsi-
schen Druckeffekt korrigierte Fluoreszenzintensität von G-Actin in Anwesenheit von
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2 M TMAO nahezu konstant. Demzufolge hat der Entfaltungsprozess noch nicht
begonnen und verlängert das Plateau des gefalteten Zustandes von G-Actin. Auf-
grund der Tatsache, dass sich das zweite Plateau, das des entfalteten Zustandes,
nicht ausgebildet hat, konnte keine Kurvenanpassung mithilfe von Gleichung (2.6)
durchgeführt werden, um das Entfaltungsvolumen von G-Actin zu bestimmen. Es
kann lediglich eine qualitative Aussage bezüglich der Proteinstabilität von G-Actin
getroffen werden. Demzufolge steigt mit steigender Konzentration des Osmolyten
der stabilisierende Effekt auf die Proteinstabilität von G-Actin.
2.3.1.4 Einfluss von Harnstoff auf die Druckstabilität von G-Actin
Im folgenden Teil wurde der Einfluss des natürlich vorkommenden Harnstoffes auf
die Proteinstabilität von globulärem Actin untersucht. Dazu wurden vergleichbare
Emissionsspektren in einem Wellenlängenbereich von 305–425 nm in einem Druck-
bereich von 1–3000 bar in Anwesenheit von 1, 2, 3 und 4 M Harnstoff bei 25 ◦C
aufgenommen. Auch hier erfolgte lediglich eine Anregung der Tryptophanreste bei
einer Wellenlänge von λex = 295 nm. Beispielhaft für die druckabhängigen fluores-
zenzspektroskopischen Messungen von G-Actin in Anwesenheit von verschiedenen
Harnstoffkonzentrationen sind die in Abbildung 2.9a gemessenen und in Abbildung
2.9b die mithilfe von Gleichung (2.1) auf ihre Fläche normierten, druckabhängigen
Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 2 M Harnstoff bei 25 ◦C
dargestellt. Sowohl die gemessenen als auch die flächennormierten Emissionspektren
von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 1, 3 und 4 M Harnstoff können der Abbildung
2.27 im Anhang (Kapitel 2.5.1) entnommen werden.
Es lässt sich erkennen, dass die flächennormierte Fluoreszenzintensität mit zu-
nehmendem hydrostatischem Druck abnimmt, sowie die Lage des Emissionsmaxi-
mums ins Rote verschoben wird. Ab einem Druck von etwa 2500 bar überlagern sich
die flächennormierten Emissionsspektren, was erste Schlüsse aufkommen lässt, dass
G-Actin sich im entfalteten Zustand befindet. Durch die Flächennormierung wird
ersichtlich, dass der Entfaltungsprozess von G-Actin einem Zwei-Zustands-Modell
folgt.
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Abbildung 2.9 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Fläche normierte
(b) Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 2 M Harn-
stoff in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit steigendem
Druck ist sowohl eine Rotverschiebung als auch eine Abnahme der Fluo-
reszenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf von lila (−) nach rot (−)
entspricht dem Druckgradienten.
Zur Untersuchung des Einflusses von Harnstoff in verschiedenen Konzentrationen
auf das Entfaltungsverhalten von G-Actin wurde bei den druckabhängigen fluores-
zenzspektroskopischen Messungen in Anwesenheit von 1, 2, 3 und 4 M Harnstoff
jeweils die Fluoreszenzintensität bei der konstanten Wellenlänge von 323 nm, dem
Emissionsmaximum von nativem G-Actin, mithilfe von Gleichung (2.5) um den in-
trinsischen Druckeffekt von Tryptophan korrigiert und gegen den jeweiligen hydro-
statischen Druck in Abbildung 2.10 aufgetragen.
Durch den Vergleich der Entfaltungskurven von G-Actin in Anwesenheit von Harn-
stoff mit der Entfaltungskurve von reinem G-Actin wird ersichtlich, dass die Zugabe
von Harnstoff den Entfaltungsprozess signifikant beeinflusst. Bei den Entfaltungs-
kurven von G-Actin in Anwesenheit von Harnstoff sind jeweils zwei Plateaus zu er-
kennen: bei niedrigen Drücken das des gefalteten Zustandes und bei hohen Drücken
das des entfalteten Zustandes. Der Druck, der notwendig ist, um den Entfaltungs-
prozess einzuleiten, welcher an dem Übergang vom ersten Plateau in den abfallen-
den Bereich der Kurve vorliegt, wird mit steigender Konzentration an Harnstoff
geringer. Alle Entfaltungskurven, an denen Harnstoff beteiligt ist, zeigen einen sig-
moidalen Kurvenverlauf, was die Annahme eines Zwei-Zustands-Modells verstärkt.
48
2.3 Ergebnisse und Diskussion
0 5 0 0 1 0 0 0 1 5 0 0 2 0 0 0 2 5 0 0 3 0 0 00 . 0 0 8
0 . 0 1 0
0 . 0 1 2
0 . 0 1 4
0 . 0 1 6
0 . 0 1 8




p  /  b a r
 5 µ M  G - A c t i n +  1  M  H a r n s t o f f +  2  M  H a r n s t o f f +  3  M  H a r n s t o f f +  4  M  H a r n s t o f f
Abbildung 2.10 – Druckabhängige Entfaltungskurven von 5 µM G-Actin, sowie in Anwe-
senheit von 1, 2, 3 und 4 M Harnstoff bei einer Temperatur von 25 ◦C.
Aufgetragen ist die mit NATA korrigierte, flächennormierte Fluores-
zenzintensität bei der konstanten Wellenlänge λ = 323 nm gegen den
jeweiligen hydrostatischen Druck p. Die Kurvenanpassung erfolgte mit-
hilfe von Gleichung (2.6).
Die Steigung am Wendepunkt der sigmoidalen Kurve entspricht hierbei dem Entfal-
tungsvolumen. Somit ist eine Kurvenanpassung mithilfe von Gleichung (2.6) mög-
lich, wodurch der Entfaltungsdruck sowie das Entfaltungsvolumen direkt aus den
fluoreszenzspektroskopischen Daten bestimmt werden können. Diese Kurvenanpas-
sung wurde mit der Computersoftware Origin Pro 2015 durchgeführt. Dabei wurde
das Entfaltungsvolumen zu −97± 3 mL mol−1 bestimmt. Die jeweiligen Entfaltungs-
drücke von G-Actin in Anwesenheit von 1, 2, 3 und 4 M Harnstoff sind in Tabelle 2.1
aufgelistet. Der Entfaltungsdruck verringert sich um etwa 403 bar pro Mol Harnstoff.
Demzufolge destabilisiert die Anwesenheit von Harnstoff die Proteinstabilität von
G-Actin.
Neben der zuvor gezeigten Möglichkeit, das Entfaltungsvolumen und den Entfal-
tungsdruck direkt aus fluoreszenzspektroskopischen Daten mithilfe einer Kurvenan-
passung (Gleichung (2.6)) zu bestimmen, lassen sich diese thermodynamischen Grö-
ßen auch aus dem thermodynamischen Zusammenhang der Standard-Entfaltungs-
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Abbildung 2.11 – Mithilfe von Gleichung (2.7) bestimmte Standard-Entfaltungs-Gibbs-
Energie ∆G◦u von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 1, 2, 3 und 4 M
Harnstoff in Abhängigkeit des Drucks bei 25 ◦C.
Gibbs-Energie ∆G◦u mit der Gleichgewichtskonstanten Ku der Proteinentfaltung be-
stimmen:[42]
∆G◦u = −RT lnKu = −RT ln
xU
xF
= −RT ln I(p)− IF
IU − I(p) (2.7)
Die Gleichgewichtskonstante Ku der Proteinentfaltung ergibt sich aus dem Quo-
tient des entfalteten (xU) und gefalteten (xF) Anteils an Protein, mit den Bedin-
gungen, dass xF + xU = 1 und I(p) = xFIF + xUIU. IF und IU stehen hierbei für die
Fluoreszenzintensitäten des gefalteten bzw. entfalteten Zustandes und I(p) für die
Fluoreszenzintensität beim Druck p.[20] Das gesuchte Entfaltungsvolumen entspricht
der Steigung der Geraden bei einer Auftragung der Standard-Entfaltungs-Gibbs-





= ∆V ◦u (2.8)
Aus den flächennormierten und um den intrinsischen Druckeffekt korrigierten
Fluoreszenzintensitäten bei einer Wellenlänge von 323 nm der vier Harnstoff-Messreihen
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wurde mithilfe von Gleichung (2.7) jeweils die Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie
für den jeweiligen Druck berechnet und in Abbildung 2.11 grafisch dargestellt. Auf-
grund gezeigter Studien, dass der Einsatz von Denaturierungsmitteln keinen Einfluss
auf das Entfaltungsvolumen nimmt, kann aus dieser Auftragung das Entfaltungsvo-
lumen mithilfe einer linearen Regression bestimmt werden.[57,226,228,229]
Hierbei wird das Entfaltungsvolumen ∆V ◦u anhand der Steigung der Ausgleichsge-
raden bestimmt und der Ordinatenabschnitt entspricht der Standard-Entfaltungs-
Gibbs-Energie ∆G◦u(p0) bei einem Druck von 1 bar. Der Entfaltungsdruck pu ent-
spricht dem Druck, an dem ∆G◦u = 0 ist. Beim Entfaltungsdruck liegen jeweils 50 %
der Proteine im gefalteten bzw. entfalteten Zustand vor.
Aus der linearen Anpassung ergab sich ein Wert für das Entfaltungsvolumen
von G-Actin von −98± 2 mL mol−1. Ein Vergleich der beiden auf unterschiedliche
Weise bestimmten Entfaltungsvolumina lässt erkennen, dass durch die Zugabe von
verschiedenen Harnstoff-Konzentrationen das Entfaltungsvolumen von G-Actin be-
stimmt werden kann und die jeweiligen Resultate miteinander verglichen werden
können. Die beiden, auf unterschiedliche Weise bestimmten, Entfaltungsvolumina
liegen im Rahmen des jeweiligen Fehlers und besitzen dieselbe Größenordnung wie
Entfaltungsvolumina von etwa gleich großen Proteinen.[58] In der Literatur lässt sich
ein Wert von −72 mL mol−1 für das Entfaltungsvolumen von G-Actin finden. [231] Im
Vergleich zu der gefunden Literatur ist das in dieser Studie ermittelte Entfaltungs-
volumen von G-Actin etwas größer. Ein Grund hierfür könnte sein, dass es sich um
zwei unterschiedliche Methoden zur Bestimmung des Entfaltungsvolumens handelt,
die eine unterschiedliche Sensitivität aufweisen.
Monomeres Actin besitzt ein Molekulargewicht von 42 348 Da und ein spezifisches
Volumen von 0.749 mL g−1.[227,232] Im Vergleich zu dem molaren Volumen beträgt
die Volumenänderung ∼0.3 %, was in etwa 5 Wassermolekülen pro Actin-Molekül
entspricht. Daraus lässt sich schließen, dass der gefaltete Zustand von G-Actin sehr
dicht gepackt ist und während des druckinduzierten Entfaltungsprozesses nur wenige
Wassermoleküle ins Innere der Proteinstruktur diffundieren.
Die erhaltenen Werte für die Entfaltungsdrücke sowie der Standard-Entfaltungs-
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Tabelle 2.1 – Entfaltungsdrücke von 5µM G-Actin bei 25 ◦C in verschiedenen Harnstoff-
Konzentrationen, sowie die aus Abbildung 2.12 extrapolierten Entfaltungs-
drücke von reinem G-Actin in Abwesenheit von Harnstoff. Aufgelistet sind
die Entfaltungsdrücke die sowohl mithilfe von Gleichung (2.6) als auch mit-
hilfe von ∆G◦u = 0 bestimmt wurden.
cHarnstoff / mol L−1 pu, Fit / bar pu, ∆G◦u / bar ∆G
◦
u(p0) / kJ mol−1
1 2299± 22 2305± 46 21.8± 0.2
2 1838± 25 1842± 199 18.1± 0.7
3 1490± 84 1460± 87 14.6± 0.8
4 1073± 45 1060± 79 10.4± 0.7
G-Actin 2696± 37 2696± 33
Gibbs-Energie ∆G◦u(p0) von G-Actin in Anwesenheit von verschiedenen Harnstoff-
Konzentrationen sind in Tabelle 2.1 aufgelistet. Mit steigender Harnstoff-Konzentration
sinkt sowohl der Entfaltungsdruck pu als auch der aus dem Ordinatenabschnitt be-
stimmte Wert der Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie ∆G◦u(p0). Diese nimmt um
etwa 4 kJ pro Mol Harnstoff ab. Um nun den Entfaltungsdruck von G-Actin in
Abwesenheit des Cosolvens Harnstoff zu ermitteln, erfolgte eine Auftragung der
bestimmten Entfaltungsdrücke gegen die jeweilige Harnstoff-Konzentration in Ab-
bildung 2.12.
Bei beiden hier vorgestellten Methoden zur Bestimmung der Entfaltungsdrücke
von G-Actin in Anwesenheit von verschiedenen Harnstoff-Konzentrationen wird er-
sichtlich, dass ein linearer Zusammenhang zwischen dem Entfaltungsdruck und der
verwendetetn Harnstoff-Konzentration besteht. Mithilfe einer linearen Anpassung
erfolgte eine Bestimmung des Entfaltungsdrucks von reinem G-Actin in Abwesenheit
von Harnstoff, der dem Ordinatenabschnitt entspricht. Bei beiden Bestimmungsme-
thoden des Entfaltungsdrucks ergab sich für den Entfaltungsdruck von reinem G-
Actin mithilfe eine Extrapolation ein Wert von 2696± 33 bar, der relativ gut mit
Literaturdaten übereinstimmt.[227,231] Dadurch wird ersichtlich, dass die beiden Me-
thoden sich kaum unterscheiden und beide zur Bestimmung des Entfaltungsdrucks
herangezogen werden können.
Mit den bis hier hin ermittelten Ergebnissen für das Entfaltungsvolumen ∆V ◦u =
−97± 3 mL mol−1 und dem Entfaltungsdruck von G-Actin in Abwesenheit von Harn-
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Abbildung 2.12 – Bestimmung des Entfaltungsdrucks pu von 5 µM G-Actin bei 25 ◦C.
Auftragung der mithilfe von Gleichung (2.6) (schwarz) sowie mithilfe
von ∆G0u = 0 (rot) ermittelten Entfaltungsdrücke gegen die jeweilige
Harnstoff-Konzentration.
stoff pu = 2696± 33 bar ist es nun möglich, eine Simulation der Entfaltungskurven
durchzuführen. Dazu wurden die Computersoftware Microsoft Excel 2013 und Glei-
chung (2.6) verwendet, um die Entfaltungskurven als entfalteten Anteil xu zu be-
rechnen. Neben der Simulation für reines G-Actin, erfolgte die Simulation auch für
G-Actin in Anwesenheit von 1, 2, 3 und 4 M Harnstoff. Die simulierten Entfaltungs-
kurven sind in Abbildung 2.13 grafisch dargestellt.
Alle simulierten Kurven zeigen nun einen sigmoidalen Kurvenverlauf mit den je-
weiligen Plateaus des gefalteten bzw. entfalteten Zustandes. Die Steigung am Wen-
depunkt der sigmoidalen Kurve entspricht dem Entfaltungsvolumen und der Wen-
depunkt dem Entfaltungsdruck. Mit der hier durchgeführten Simulation lässt sich
der Kurvenverlauf der gemessenen Entfaltungskurve von G-Actin in Anwesenheit
von 4 M Harnstoff erklären. Diese eingesetzte Menge an Harnstoff reicht schon bei
dem Startdruck von 1 bar aus, um den Entfaltungsprozess einzuleiten. Dadurch kann
erklärt werden, dass in Abbildung 2.10 die Entfaltungskurve von G-Actin in Anwe-
senheit von 4 M Harnstoff kein Plateau des gefalteten Zustandes aufzeigt, da die
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Abbildung 2.13 – Simulierte Entfaltungskurven von 5 µM G-Actin bei 25 ◦C. Die Simula-
tion erfolgte mithilfe der Software Microsoft Excel 2013 und Gleichung
(2.6). Die Werte der Entfaltungsdrücke pu wurden aus der Tabelle 2.1
entnommen, das Entfaltungsvolumen ∆V ◦u ergab sich aus dem Mittel-
wert der Harnstoffmessungen.
Entfaltung bereits begonnen hat und die gemessene Fluoreszenzintensität bereits
abnimmt.
2.3.1.5 Einfluss von TMAO-Harnstoff-Gemischen auf die Druckstabilität
von G-Actin
Es ist bekannt, dass in Tiefsee-Organismen durch die Präsenz von chaotropen und
kosmotropen Cosolvens-Gemischen Zellen vor einem Aufplatzen oder Schrumpfen
geschützt werden.[90] Aus diesem Grund wurde im Nachfolgenden die druckabhängige
Denaturierung von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von TMAO-Harnstoff-Gemischen
untersucht. Dafür wurden Emissionsspektren in einemWellenlängenbereich von 305–
425 nm in einem Druckbereich von 1–3000 bar in Anwesenheit von den in Tabelle
2.2 aufgelisteten TMAO-Harnstoff-Gemischen bei 25 ◦C aufgenommen. Um nur die
Tryptophanreste anzuregen, erfolgte die Anregung bei einer Wellenlänge von λex =
295 nm.
Die aufgenommenen Emissionsspektren zeigen keine signifikanten Abweichungen
54
2.3 Ergebnisse und Diskussion
Tabelle 2.2 – Aufzählung der benutzten TMAO/Harnstoff-Mischungen zur Untersuchung
des Einflusses dieser Gemische auf das Entfaltungsverhalten von 5 µM G-
Actin unter Druck bei einer Temperatur von 25 ◦C.




zu den zuvor gezeigten Emissionsspektren, weshalb darauf verzichtet wird, diese hier
zu zeigen, sondern der Abbildung 2.28 im Anhang (Kapitel 2.5.1) entnommen werden
können. Die einzeln aufgenommenen, druckabhängigen Emissionsspektren wurden
mithilfe von Gleichung (2.1) auf ihre jeweilige Fläche normiert. Im Anschluss erfolg-
te eine Auftragung der flächennormierten Fluoreszenzintensitäten bei der konstant
gehaltenen Wellenlänge von 323 nm gegen den jeweiligen hydrostatischen Druck, wo-
bei die flächennormierten Fluoreszenzintensitäten zuvor mithilfe von Gleichung (2.5)
um den intrinsischen Druckeffekt von Tryptophan korrigiert wurden. Die erhaltenen
Entfaltungskurven für die einzelnen TMAO:Harnstoff-Gemische sind in Abbildung
2.14 im Vergleich zur Entfaltungskurve von reinem G-Actin dargestellt.
Es lässt sich erkennen, dass bei allen gezeigten Entfaltungskurven die flächennor-
mierten und um den intrinsischen Druckeffekt von Tryptophan korrigierten Fluores-
zenzintensitäten bei geringen hydrostatischen Drücken nahezu konstant verlaufen
und somit den gefalteten Zustand von G-Actin widerspiegeln. Bei allen vermessenen
TMAO-Harnstoff-Gemischen lässt sich allerdings kein sigmoidaler Kurvenverlauf er-
kennen, was darauf schließen lässt, dass der an dieser Hochdruckanlage maximal
mögliche Druck von 3000 bar nicht ausreicht, um G-Actin vollständig in den entfal-
teten Zustand zu überführen. Bei einem TMAO:Harnstoff Verhätnis von 2:1 verläuft
die Fluoreszenzintensität nahezu konstant über den gesamten Druckbereich. Dem-
zufolge stabilisieren 2 M TMAO die Proteinstruktur von G-Actin so stark, dass es
in dem angelegten Druckbereich nicht zur Entfaltung kommt, obwohl 1 M Harnstoff
anwesend ist, was eine genügend hohe Konzentration an Harnstoff darstellt, um G-
Actin zu denaturieren (siehe Abbildung 2.10). Die Entfaltungskurve von G-Actin in
Anwesenheit eines TMAO:Harnstoff Verhältnis von 1:1 folgt weitestgehend der Ent-
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Abbildung 2.14 – Entfaltungskurven von 5 µM G-Actin sowie in Anwesenheit von verschie-
denen TMAO-Harnstoff-Gemischen bei einer Temperatur von 25 ◦C.
Aufgetragen ist die mit NATA korrigierte, flächennormierte Fluores-
zenzintensität bei der konstanten Wellenlänge λ = 323 nm gegen den
jeweiligen hydrostatischen Druck p.
faltungskurve von G-Actin in Abwesenheit von Cosolventien. 1 M TMAO reicht dem-
zufolge bereits aus, um die vollständige Denaturierung von G-Actin zu verhindern
und wirkt der denaturierenden Wirkung von 1 M Harnstoff entgegen. Des Weite-
ren ist noch die Entfaltungskurve von G-Actin in Anwesenheit des TMAO:Harnstoff
Verhältnis von 1:2 gezeigt. Es lässt sich sowohl der destabilisierende Effekt von Harn-
stoff als auch der stabilisierende Effekt von TMAO erkennen. Die Konzentration von
Harnstoff ist in diesem Gemisch doppelt so hoch als die von TMAO, jedoch reichen
2 M Harnstoff nicht aus, um G-Actin in dem untersuchten Druckbereich zum Ent-
falten zu bringen. Demzufolge stabilisiert schon 1 M TMAO die Proteinstruktur so
stark, dass selbst die eingesetzte Menge an Harnstoff nicht ausreicht, um G-Actin in
den entfalteten Zustand zu überführen.
Aus den hier gezeigten Entfaltungskurven wird ersichtlich, dass TMAO eine sehr
stabilisierende Wirkung auf die Proteinstabilität von G-Actin aufweist und sogar der
denaturierenden Wirkung von Harnstoff entgegenwirken kann. Mit deutlich höheren
Konzentrationen an Harnstoff kann allerdings G-Actin in den entfalteten Zustand
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überführt werden.
2.3.1.6 Einfluss von Makrocrowdern auf die Druckstabilität von G-Actin
Die bis hier hin durchgeführten in vitro Experimente entsprechen nicht ganz densel-
ben realen Umweltbedingungen von zellulärem G-Actin, also in vivo-Bedingungen.
Aus diesem Grund wurden im nachfolgenden Teil Makrocrowder verwendet, um die
natürliche Umgebung in der Zelle besser nachstellen zu können. Durch das Vor-
handensein solcher Crowdingmittel in der Zelle wird das zur Verfügung stehende
Volumen reduziert.
Zur Untersuchung des Einflusses von Makrocrowdern auf die Proteinstabilität
wurde in dieser Arbeit Ficoll® PM 70 verwendet. Dafür wurden Emissionsspektren
in einemWellenlängenbereich von 305–425 nm in einem Druckbereich von 1–3000 bar
bei 25 ◦C in Anwesenheit von 5, 10 und 20 Gew.% Ficoll® PM 70 aufgenommen. Als
Anregung wurde eine Wellenlänge von λex = 295 nm verwendet, um nur die Trypto-
phanreste anzuregen. Ficoll® PM 70 zeigt in dem vermessenen Wellenlängenbereich
keine eigenständige Emission, sodass eine fluoreszenzspektroskopische Untersuchung
der Proteinstabilität von G-Actin dadurch nicht beeinträchtigt wird.
Abbildung 2.15a zeigt beispielhaft für den Einfluss von Ficoll® PM 70 auf die
Proteinstabilität von G-Actin die aufgenommenen Emissionsspektren von 5 µM G-
Actin in Anwesenheit von 10Gew.-% Ficoll® PM 70 in einem Druckbereich von
1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit steigendem hydrostatischem Druck sind sowohl eine Ab-
nahme der Fluoreszenzintensität als auch eine Rotverschiebung der Emissionsbande
von Tryptophan zu erkennen. Auffallend ist die Fluoreszenzabnahme bis zu einer
Wellenlänge von ∼310 nm. Diese lässt sich vermutlich auf Lichtstreuung zurück-
führen, die aufgrund des vorhandenen Makrocrowders in der Lösung hervorgerufen
wird.
Im Vergleich zu den gemessenen Emissionsspektren von reinem G-Actin (Abbil-
dung 2.5a) sind auf den ersten Blick keine signifikanten Unterschiede im druckin-
duzierten Entfaltungsverhalten zu erkennen. Auch hier erfolgte eine Flächennormie-
rung der gemessenen Emissionsspektren mithilfe von Gleichung (2.1), die in Ab-
57
2 Proteinstabilität von globulärem Actin
3 0 0 3 2 0 3 4 0 3 6 0 3 8 0 4 0 0 4 2 00
1 x 1 0 5
2 x 1 0 5
3 x 1 0 5
4 x 1 0 5
       1  b a r 3 0 0 0  b a r
I / a
.u.
  /  n m
a) Gemessene Emissionsspektren
3 0 0 3 2 0 3 4 0 3 6 0 3 8 0 4 0 0 4 2 00 . 0 0 0
0 . 0 0 5
0 . 0 1 0
0 . 0 1 5
0 . 0 2 0
0 . 0 2 5




  /  n m
b) Flächennormierte Emissionsspektren
Abbildung 2.15 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Fläche nor-
mierte (b) Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von
10Gew.-% Ficoll® PM 70 in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei
25 ◦C. Mit steigendem Druck ist sowohl eine geringfügige Rotverschie-
bung als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der
Farbverlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten.
bildung 2.15b dargestellt sind. Zu erkennen ist eine deutliche Abnahme der Fluo-
reszenzintensität bei 323 nm, dem Emissionsmaximum von G-Actin im gefalteten
Zustand, sowie eine Rotverschiebung des Emissionsmaximums mit zunehmendem
hydrostatischem Druck. Diese Rotverschiebung indiziert den Eintritt in den Entfal-
tungsprozess von G-Actin. Die eingesetzten 10Gew.-% Ficoll® PM 70 entsprechen
einer Konzentration von 2.85 mmol L−1. Somit ist der Raum, der dem G-Actin zur
Verfügung steht, stark begrenzt.
Bei hohen hydrostatischen Drücken ist allerdings keine Überlagerung der flächen-
normierten Emissionsspektren zu erkennen, was darauf schließen lassen könnte, dass
der an dieser Hochdruckanlage maximal mögliche Druck von 3000 bar nicht ausreicht,
um G-Actin in den entfalteten Zustand überführen zu können.
Um nun den Einfluss von Ficoll® PM 70 auf die Volumenänderung während des
Entfaltungsprozesses zu untersuchen und mit G-Actin in Abwesenheit des Crow-
ders zu vergleichen, wurden bei den druckabhängigen Messungen von G-Actin in
Anwesenheit verschiedener Konzentrationen an Ficoll® PM 70 jeweils die flächen-
normierte Fluoreszenzintensität bei der konstant gehaltenen Wellenlänge 323 nm,
dem nativen Emissionsmaximum von G-Actin, mithilfe von Gleichung (2.5) um den
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Abbildung 2.16 – Entfaltungskurven von 5 µM G-Actin, sowie in Anwesenheit von 10 und
20Gew.-% Ficoll® PM 70 bei einer Temperatur von 25 ◦C. Aufgetra-
gen ist die mit NATA korrigierte, flächennormierte Fluoreszenzintensität
bei der konstanten Wellenlänge λ = 323 nm, die wegen der vorhanden
Lichtstreuung auf Imax normiert wurden, gegen den jeweiligen hydro-
statischen Druck p.
intrinsischen Druckeffekt von Tryptophan korrigiert. Das in den aufgenommen Emis-
sionsspektren vorhandene Streulicht wird bei der mithilfe von Gleichung (2.1) durch-
geführten Flächennormierung mit eingerechnet. Je mehr Streulicht in den Emissi-
onsspektren vorhanden ist, desto größer wird die Fläche unter den Emissionsspek-
tren, wodurch die Fluoreszenzintensität bei der gewählten Wellenlänge von 323 nm
kleiner wird. Um nun die erhaltenen Entfaltungskurven besser miteinander verglei-
chen zu können, erfolgte zusätzlich eine Normierung auf das jeweilige Emissionsma-
ximum. Die auf diese Weise erhaltenen Entfaltungskurven sind in Abbildung 2.16
dargestellt.
Anhand der dargestellten Entfaltungskurven wird ersichtlich, dass durch die Zu-
gabe von 10Gew.-% Ficoll® PM 70 der gefaltete Zustand von G-Actin stabili-
siert wird. Bei der druckinduzierten Entfaltung von reinem G-Actin startet der
Entfaltungsprozess bei ∼2100 bar, wohingegen bei der Anwesenheit von 10Gew.-%
Ficoll® PM 70 der Eintritt in den Entfaltungsprozess erst bei ∼2300 bar erfolgt, was
anhand der Abnahme der flächennormierten und um den intrinsischen Druckeffekt
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von Tryptophan korrigierten Fluoreszenzintensität ab diesen Drücken zu erkennen
ist. Bei der Entfaltungskurve von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 20Gew.-%
Ficoll® PM 70 wird ersichtlich, dass der gefaltete Zustand von G-Actin weiter stabi-
lisert wird, sodass der Eintritt in den Entfaltungsprozess erst bei einem noch höheren
Druck erfolgt. Die Entfaltungskurven von G-Actin, bei denen verschiedene Konzen-
trationen Ficoll® PM 70 beteiligt sind, zeigen allerdings kein zweites Plateau bei
hohen hydrostatischen Drücken, was den entfalteten Zustand widerspiegeln würde,
da der an dieser Hochdruckanlage maximal mögliche Druck von 3000 bar nicht aus-
reicht, um G-Actin vollständig in den entfalteten Zustand zu überführen. Dadurch ist
eine Kurvenanpassung mithilfe von Gleichung (2.6) nicht möglich, um die Volumen-
änderung während der druckinduzierten Entfaltung von G-Actin zu quantifizieren.
Es kann lediglich eine qualitative Aussage bezüglich des Einflusses von Ficoll® PM
70 auf das Entfaltungsverhalten von G-Actin getroffen werden: Je höher die Kon-
zentration des Crowdingmittels Ficoll® PM 70 ist, desto stabiler wird der gefaltete
Zustand von G-Actin.
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2.3.2 Thermostabilität von G-Actin
Ein weiterer Teil dieses Projektes war die Untersuchung der Thermostabilität von
G-Actin, sowie in Anwesenheit von verschiedenen Cosolventien und Crowdingmit-
teln mittels temperaturabhängigen fluoreszenzspektroskopischer Messungen. Dazu
sollten sowohl die Entfaltungstemperatur Tm, also die Temperatur, bei der je 50 %
G-Actin im gefalteten bzw. entfalteten Zustand vorliegen, als auch die resultierende
Van’t Hoffsche Umwandlungsenthalpie ∆H◦vH, die widerspiegelt, wie viel Ener-
gie benötigt wird, um G-Actin zu denaturieren, bestimmt werden. Des Weiteren
sollten aus der Van’t Hoffschen Umwandlungenthalpie die beiden thermodynami-
schen Größen Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie ∆G◦u und die Entropieänderung
der Entfaltung ∆S◦u abgeleitet werden.
2.3.2.1 Temperaturabhängige Entfaltung von G-Actin
Zur Untersuchung des Entfaltungsverhaltens von G-Actin wurden Emissionsspek-
tren in einem Wellenlängenbereich von 305–425 nm in einem Temperaturbereich
von 10–75 ◦C bei 1 bar aufgenommen, wobei die Anregung bei einer Wellenlänge von
295 nm erfolgte, um nur die Tryptophanreste anzuregen. In Abbildung 2.17a sind
die aufgenommenen temperaturabhängigen Emissionsspektren von 5 µM G-Actin bei
einem Druck von 1 bar dargestellt.
Es lassen sich sowohl eine deutliche Abnahme der Fluoreszenzintensität als auch
eine Rotverschiebung der Emissionsbande mit steigender Temperatur erkennen. Das
Emissionsmaximum von gefaltetem G-Actin bei einer Temperatur von 10 ◦C liegt bei
321 nm und verschiebt sich mit steigender Temperatur bis auf 333 nm. Im Vergleich
zu den durchgeführten druckabhängigen Messungen liegt das Emissionsmaximum
von gefaltetem G-Actin leicht blauverschoben. Ein Grund hierfür könnte sein, dass
die temperaturabhängigen Messungen in Quarzküvetten durchgeführt wurden, wo-
hingegen die druckabhängigen Messungen in dem in Abbildung 2.2 dargestellten
Hochdruckautoklav stattfanden. In diesem muss das einfallende Licht, bevor es die
Probe in den Quarzglasfläschchen erreicht, zuerst dickere Saphirglasscheiben passie-
ren. Das einfallende Licht wird dadurch öfters gebrochen und kann eine Verschiebung
61
2 Proteinstabilität von globulärem Actin
3 0 0 3 2 5 3 5 0 3 7 5 4 0 0 4 2 50 . 0
5 . 0 x 1 0 4
1 . 0 x 1 0 5
1 . 5 x 1 0 5
2 . 0 x 1 0 5
I / a
.u.
  /  n m
 1 0  ° C 7 5  ° C
a) Gemessene Emissionsspektren
3 0 0 3 2 5 3 5 0 3 7 5 4 0 0 4 2 50 . 0 0 0
0 . 0 0 5
0 . 0 1 0
0 . 0 1 5
0 . 0 2 0




   /  n m
b) Flächennormierte Emissionsspektren
Abbildung 2.17 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Fläche nor-
mierte (b) Emissionsspektren von 5µM G-Actin in einem Temperatur-
bereich von 10–75 ◦C bei einem Druck von 1 bar. Mit steigender Tem-
peratur ist sowohl eine Rotverschiebung als auch eine Abnahme der
Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf von lila (−) nach
rot (−) entspricht dem Temperaturgradienten.
der Emissionsbande hervorrufen.
Anschließend erfolgte, wie auch schon bei den druckabhängigen Messungen, eine
Flächennormierung der einzelnen Emissionsspektren mithilfe von Gleichung (2.1),
die in Abbildung 2.17b dargestellt sind. Mithilfe der Flächennormierung sind die
Abnahme der Fluoreszenzintensität und die Rotverschiebung mit steigender Tempe-
ratur deutlicher zu erkennen. Das Emissionsmaximum des gefalteten Zustandes liegt
bei 321 nm. Bei dieser Wellenlänge ist die größte temperaturabhängige Änderung der
Fluoreszenzintensität zu erkennen, welche die Entfaltung von G-Actin repräsentiert.
Ab einer Temperatur von etwa 58 ◦C zeigen die flächennormierten Emissionsspek-
tren von 5 µM G-Actin einen quasi identischen Verlauf und überlagern sich, was sich
durch den Abschluss des Entfaltungsprozesses erklären lässt.
Für die Untersuchung des temperaturabhängigen Entfaltungsprozesses erfolgte ei-
ne Auftragung der flächennormierten Fluoreszenzintensität bei der konstanten Wel-
lenlänge von λ = 321 nm gegen die jeweilige reziproke Kelvin-Temperatur in Abbil-
dung 2.18. Eine Korrektur um den intrinsischen Druckeffekt von Tryptophan mithil-
fe von Gleichung (2.5) erfolgte nicht, da alle temperaturabhängigen Messungen bei
einem konstanten Druck von 1 bar durchgeführt wurden. Bis zu einer Temperatur
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Abbildung 2.18 – Entfaltungskurve von 5 µM G-Actin bei einem Druck von 1 bar. Auf-
getragen ist die flächennormierte Fluoreszenzintensität bei der kon-
stanten Wellenlänge λ = 321 nm gegen die jeweilige reziproke Kelvin-
Temperatur. Die Kurvenanpassung erfolgte mithilfe von Gleichung
(2.9).
von ∼40 ◦C verläuft die flächennormierte Fluoreszenzintensität nahezu konstant, was
den gefalteten Zustand von G-Actin widerspiegelt. Die Proteinstruktur von G-Actin
ist in diesem Temperaturbereich stabil und der Entfaltungsprozess hat noch nicht
begonnen.
Zwischen 43 und 58 ◦C sinkt die flächennormierte Fluoreszenzintensität konstant
ab. Dabei entspricht die Steigung am Wendepunkt der sigmoidalen Kurve der Van’t
Hoffschen Umwandlungsenthalpie. Ab einer Temperatur von etwa 61 ◦C verläuft
die flächennormierte Fluoreszenzintensität nahezu konstant, was bei einem Zwei-
Zustands-Modell dem zweiten Plateau, das des entfalteten Zustandes, entspricht. Zur
Bestimmung der Entfaltungstemperatur Tm und der Van’t Hoffschen Umwand-
lungsenthalpie ∆H◦vH erfolgte eine Kurvenanpassung mithilfe der Computersoftware
Origin Pro 2015 und deren Boltzmann-Fit, der folgender Formel entspricht:[227]
I(T ) =
IF − IU




Hierbei entsprechen IU und IF den Plateauwerten der flächennormierten Fluo-
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reszenzintensitäten im entfalteten (U) und gefalteten Zustand (F), R der Univer-
sellen Gaskonstante, ∆H◦vH der Enthalpieänderung während des Entfaltungspro-
zesses, T der jeweiligen Temperatur und Tm der Entfaltungstemperatur, bei der
jeweils 50 % gefaltet und entfaltet vorliegen. Durch die Anwendung dieser Kurven-
anpassung ist eine direkte Bestimmung der Entfaltungstemperatur Tm sowie der
Van’t Hoffschen Umwandlungsenthalpie ∆H◦vH während des Entfaltungsprozes-
ses aus den gemessenen fluoreszenzspektroskopischen Daten möglich.[227]
Die Kurvenanpassung der Entfaltungskurve ergab für die Entfaltungstemperatur
einen Wert von 49.4± 0.3 ◦C und für die Van’t Hoffsche Umwandlungsenthalpie
einen Wert von 261.8± 19.3 kJ mol−1, die in denselben Größenordnungen liegen, wie
gefundene Literaturangaben.[233] Bei der Entfaltungstemperatur besitzt die Gleich-
gewichtskonstante den Wert 1, demzufolge ist laut Gleichung (2.7) ∆G◦u(Tm) = 0,
wobei der Standard-Zustand durch c◦ = 1 mol L−1 gegeben ist. Hieraus wird er-
sichtlich, dass G-Actin sich entfaltet, sobald die Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie
einen negativen Wert erreicht. Mithilfe der ermittelten Entfaltungstemperatur, so-
wie der Van’t Hoffschen Umwandlungsenthalpie lässt sich die Entropieänderung
während der Entfaltung ∆S◦u(Tm) bei der Entfaltungstemperatur mittels folgender





Die Temperaturabhängigkeit der Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie ergibt sich
aus folgender Gleichung:[234]








· (T − Tm)
= −∆S◦u(Tm) · (T − Tm) (2.11)
Diese Gleichung gilt allerdings nur unter der Voraussetzung, dass sich die Wärme-
kapazitätsänderung während der Entfaltung nicht ändert, sodass ∆C◦p = 0 ist.[227]
Unter dieser Annahme bleiben sowohl die Enthalpie- als auch die Entropieänderung
während der Entfaltung für jede beliebige Temperatur gleich.
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2 Proteinstabilität von globulärem Actin
Mithilfe von Gleichung (2.10) wurde zunächst die Entropieänderung während der
Entfaltung zu 812± 60 J mol−1 K−1 bestimmt, um anschließend mithilfe von Glei-
chung (2.11) die Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie von reinem G-Actin bei 25 ◦C
zu 19.8± 1.5 kJ mol−1 zu bestimmen. Die ermittelten thermodynamischen Größen
sind in Tabelle 2.3 aufgelistet.
Das hier verwendete Zwei-Zustands-Modell zur Bestimmung der thermodynami-
schen Parameter, beruht auf einer vollständigen Reversibilität des Entfaltungspro-
zesses. Während alle druckabhängigen Untersuchungen des Entfaltungsprozesses von
5 µM G-Actin vollständig reversibel sind, sind die temperaturabhängigen Entfal-
tungskurven nur teilweise reversibel, falls die höchsten Temperaturen erreicht wer-
den. Oftmals wird sich bei der Untersuchung des thermischen Entfaltungsprozesses
von einem einfachen Entfaltungsmodell mit nur zwei Zuständen distanziert.[233,235]
Daher müssen die temperaturabhängigen thermodynamischen Parameter mit ge-
wisser Vorsicht betrachtet werden. Diese Tatsache ist allerdings kein großer Nachteil
für diese Studie, da das Interesse im Wesentlichen den relativen Änderungen der
thermodynamischen Parameter durch die Zugabe von Cosolventien und Crowdern
gewidmet ist.
66
2.3 Ergebnisse und Diskussion
2.3.2.2 Einfluss von TMAO auf die Thermostabilität von G-Actin
Im folgenden Teil erfolgte eine Untersuchung des Entfaltungsverhaltens von G-Actin
in Anwesenheit von 1 and 2 M TMAO. Dafür wurden Emissionsspektren in einem
Wellenlängenberich von 305–425 nm in einem Temperaturbereich von 10–85 ◦C bei
1 bar aufgenommen. Auch hier erfolgte die Anregung bei einer Wellenlänge von
λex = 295 nm, um nur die Tryptophanreste anzuregen.
In Abbildung 2.19a sind beispielhaft für die Untersuchungen des Einflusses von
TMAO auf das temperaturabhängige Entfaltungsverhalten von G-Actin die aufge-
nommenen Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 2 M TMAO in
einem Temperaturbereich von 10–85 ◦C bei einem Druck von 1 bar dargestellt, wäh-
rend in Abbildung 2.19b die dazugehörigen mithilfe von Gleichung (2.1) auf ihre
Fläche normierten Emissionsspektren abgebildet sind. In beiden Darstellungen las-
sen sich sowohl eine Rotverschiebung der Emissionsbande von Tryptophan als auch
eine Abnahme der Fluoreszenzintensität mit steigender Temperatur erkennen. Die
gemessenen und auf die Fläche normierten Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in
Anwesenheit von 1 M TMAO sind in Abbildung 2.29 in Abschnitt 2.5.1 des Anhangs
abgebildet.
Zu Beginn der Messreihe (10 ◦C) liegt das Emissionsmaximum des gefalteten Zu-
standes von G-Actin bei 321 nm und verschiebt sich mit zunehmender Temperatur,
bis es bei 85 ◦C bei 333 nm liegt. Bei dem Emissionsmaximum im gefalteten Zustand
(321 nm) ist die größte temperaturabhängige Änderung der Fluoreszenzintensität
zu erkennen. Bei der Betrachtung der flächennormierten Emissionsspektren wird er-
sichtlich, dass zu Beginn der Messreihe die flächennormierten Emissionsspektren fast
übereinander liegen und so den temperaturstabilen gefalteten Zustand von G-Actin
widerspiegeln. Steigt nun die Temperatur an, so verschiebt sich die Emissionsban-
de ins Rötliche und die Fluoreszenzintensität nimmt ab. Ab einer Temperatur von
∼67 ◦C verlaufen die einzelnen Emissionsspektren wieder nahezu identisch und spie-
geln so den entfalteten Zustand wieder. Der beschriebene temperaturabhängige Ver-
lauf der Emissionsspektren lässt somit darauf schließen, dass der Entfaltungsprozess
von G-Actin einem Zwei-Zustands-Modell folgt.
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Abbildung 2.19 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Fläche nor-
mierte (b) Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von
2 M TMAO in einem Temperaturbereich von 10–85 ◦C bei einem Druck
von 1 bar. Mit steigender Temperatur ist sowohl eine Rotverschiebung
als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farb-
verlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Temperaturgradienten.
Um nun den Einfluss des Osmolyten TMAO auf das temperaturabhängige Ent-
faltungsverhalten von G-Actin zu untersuchen, erfolgte eine Auftragung der flächen-
normierten Fluoreszenzintensität sowohl der Messreihe von G-Actin in Anwesenheit
von 1 M TMAO als auch in Anwesenheit von 2 M TMAO bei der konstanten Wellen-
länge von λ = 321 m gegen die jeweilige reziproke Kelvin-Temperatur in Abbildung
2.20.
Die gezeigten Entfaltungskurven lassen annehmen, dass der Entfaltungsprozess
einem Zwei-Zustands-Modell folgt. Die drei gezeigten Entfaltungskurven zeigen zu
Beginn der temperaturabhängigen Messungen einen stationären Bereich auf, der
den gefalteten Zustand von G-Actin repräsentiert. Mit weiter ansteigender Tem-
peratur verlassen nun die flächennormierten Fluoreszenzintensitäten ihr jeweiliges
Plateau und sinken ab, bis sie gegen Ende der Temperaturerhöhung wieder kon-
stant verlaufen und so den entfalteten Zustand von G-Actin wiedergeben. Die Stei-
gung am Wendepunkt der sigmoidalen Kurve, der die Entfaltungstemperatur an-
gibt, entspricht der Van’t Hoffschen Umwandlungsenthalpie. Beide thermodyna-
mischen Parameter wurden mithilfe von Gleichung (2.9) direkt aus den Entfaltungs-
kurven ermittelt und sind in Tabelle 2.3 aufgelistet. Durch die Kurvenanpassung
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Abbildung 2.20 – Entfaltungskurven von 5 µM G-Actin in Abwesenheit sowie in Anwesen-
heit von 1 und 2 M TMAO bei einem Druck von 1 bar. Aufgetragen ist
die flächennormierte Fluoreszenzintensität bei der konstanten Wellen-
länge λ = 321 nm gegen die jeweilige reziproke Kelvin-Temperatur. Die
Kurvenanpassung erfolgte mithilfe von Gleichung (2.9).
wird ersichtlich, dass die Entfaltungstemperatur von 5µM G-Actin um ∼4 ◦C mol−1
TMAO zunimmt. Die ermittelten Entfaltungstemperaturen zeigen einen sehr klei-
nen Fehler, wodurch sich sagen lässt, dass diese Methode zur Bestimmung der Ent-
faltungstemperatur sehr empfindlich ist und die durchgeführte Kurvenanpassung
sehr gut zu den experimentell bestimmten Daten passt. Die mithilfe von Glei-
chung (2.11) ermittelte Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie bei 25 ◦C steigt von
19.8± 1.5 kJ mol−1 in reiner Pufferlösung auf 26.5± 2.4 kJ mol−1 in Anwesenheit
von 1 M TMAO und weiter auf 31.5± 3.0 kJ mol−1 in Anwesenheit von 2 M TMAO
(Tabelle 2.3). Einige Studien haben gezeigt, dass TMAO in der Lage ist, die Prote-
instabilität ohne direkte Wechselwirkung mit Proteingruppen zu erhöhen, sondern
eher die Wasserstoffbrücken-Bindungen zwischen polaren Gruppen und dem um-
liegenden Wasser abschwächt,[104,116] was auch eine Erklärung für die ähnlich be-
stimmten Enthalpieänderungen während der Entfaltung von 5 µM G-Actin in An-
und Abwesenheit verschiedener Cosolventien sein könnte (Tabelle 2.3).
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2.3.2.3 Einfluss von Harnstoff auf die Thermostabilität von G-Actin
Neben der Erforschung des thermischen Entfaltungsverhaltens von G-Actin in An-
wesenheit des Osmolyten TMAO erfolgte auch eine Untersuchung des Entfaltungs-
verhaltens von G-Actin in Anwesenheit von 1 und 2 M Harnstoff. Dafür wurden
Emissionsspektren in einem Wellenlängenberich von 305–425 nm in einem Tempe-
raturbereich von 10–85 ◦C bei 1 bar aufgenommen. Auch hier erfolgte die Anregung
bei einer Wellenlänge von λex = 295 nm, um nur die Tryptophanreste anzuregen.
Abbildung 2.21a zeigt beispielhaft für die Untersuchungen des Einflusses von
Harnstoff auf das temperaturabhängige Entfaltungsverhalten von G-Actin die aufge-
nommenen Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 2 M Harnstoff
in einem Temperaturbereich von 10–75 ◦C bei einem Druck von 1 bar, während in
Abbildung 2.21b die dazugehörigen, mithilfe von Gleichung (2.1) auf ihre Fläche
normierten, Emissionsspektren abgebildet sind. In beiden Darstellungen lassen sich
sowohl eine signifikante Rotverschiebung der Emissionsbande von Tryptophan als
auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität mit steigender Temperatur erkennen.
Die gemessenen und auf die Fläche normierten Emissionsspektren von 5 µM G-Actin
in Anwesenheit von 1 M Harnstoff sind in Abbildung 2.30 in Abschnitt 2.5.1 des An-
hangs abgebildet.
Das Emissionsmaximum von G-Actin liegt zu Beginn der Messreihe (10 ◦C), im
gefalteten Zustand, bei 321 nm und verschiebt sich mit zunehmender Temperatur
auf einen Wert von 333 nm bei einer Temperatur von 75 ◦C. Bei dieser gewählten
Wellenlänge ist die größte temperaturabhängige Änderung der Fluoreszenzintensität
zu beobachten. Bei einer Betrachtung der flächennormierten Emissionsspektren von
5 µM G-Actin in Anwesenheit von 2 M Harnstoff wird ersichtlich, dass zu Beginn der
Messreihe die auf ihre Fläche normierten Emissionsspektren fast übereinander liegen
und somit den gefalteten Zustand widerspiegeln. Mit steigender Temperatur erfolgt
sowohl eine Rotverschiebung als auch eine Intensitätsabnahme der Emissionsbande
(Abbildung 2.21b). Auch hier lässt sich bei der Betrachtung der flächennormierten
Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 2 M Harnstoff erkennen,
dass der Entfaltungsprozess einem Zwei-Zustands-Modell folgt.
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Abbildung 2.21 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Fläche normier-
te (b) Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 2 M
Harnstoff in einem Temperaturbereich von 10–75 ◦C bei einem Druck
von 1 bar. Mit steigender Temperatur ist sowohl eine Rotverschiebung
als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farb-
verlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Temperaturgradienten.
Um den Einfluss von Harnstoff auf das thermische Entfaltungsverhalten von 5 µM
G-Actin zu untersuchen, erfolgte eine Auftragung der flächennormierten Fluores-
zenzintensität der Messreihe von 5 µM G-Actin sowohl in Anwesenheit von 1 M
Harnstoff als auch in Anwesenheit von 2 M Harnstoff bei der konstanten Wellen-
länge λ = 321 nm gegen die jeweilige reziproke Kelvin-Temperatur in Abbildung
2.22.
Auch hier lassen die gezeigten Entfaltungskurven darauf schließen, dass der Ent-
faltungsprozess von G-Actin in Anwesenheit von Harnstoff einem Zwei-Zustands-
Modell folgt. Zu Beginn der jeweiligen Messreihe zeigen die Entfaltungskurven von
G-Actin in Anwesenheit von Harnstoff jeweils einen stationären Bereich, der den
nativen, gefalteten Zustand widerspiegelt. Ab einer Temperatur von ∼35 ◦C ver-
lässt die Entfaltungskurve von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 2 M Harnstoff das
ersichtliche Plateau und geht über in den Entfaltungsprozess. In diesem sinkt die
flächennormierte Fluoreszenzintensität konstant bis zu einer Temperatur von ∼50 ◦C
ab, bevor der Kurvenverlauf wieder konstant ist und damit den entfalteten Zustand
widerspiegelt. Der Wendepunkt der jeweiligen Entfaltungskurve entspricht der Ent-
faltungstemperatur Tm, an welcher 50 % der vorhanden Actin-Moleküle im nativen
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Abbildung 2.22 – Thermische Entfaltungskurven von 5 µM G-Actin sowie in Anwesenheit
von 1 und 2 M Harnstoff bei einem Druck von 1 bar. Aufgetragen ist
die flächennormierte Fluoreszenzintensität bei der konstanten Wellen-
länge λ = 321 nm gegen die jeweilige reziproke Kelvin-Temperatur. Die
Kurvenanpassung erfolgte mithilfe von Gleichung (2.9).
und 50 % im denaturierten Zustand vorliegen. Die Steigung der Entfaltungskurve
an der Entfaltungstemperatur entspricht der Van’t Hoffschen Umwandlungsent-
halpie ∆H◦vH. Beide thermodynamischen Größen wurden direkt unter Verwendung
von Gleichung 2.9 bestimmt und sind in Tabelle 2.3 aufgelistet. Die Entfaltung-
stemperatur Tm von 5 µM G-Actin sinkt von 49.4± 0.3 ◦C in reiner Pufferlösung
auf 47.4± 0.3 ◦C in Anwesenheit von 1 M Harnstoff und weiter auf 43.6± 0.2 ◦C
in Anwesenheit von 2 M Harnstoff (Tabelle 2.3). Die mithilfe von Gleichung (2.11)
ermittelte Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie ∆G◦u bei 25 ◦C zeigt keine signifikan-
ten Änderungen im Vergleich zu der in reiner Pufferlösung bestimmten Standard-
Entfaltungs-Gibbs-Energie auf (Tabelle 2.3).
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2.3.2.4 Einfluss von TMAO-Harnstoff-Gemischen auf die Thermostabilität
von G-Actin
Zur Untersuchung des kombinierten Einflusses von chaotropen und kosmotropen Co-
solventien auf den thermischen Entfaltungsprozess von G-Actin erfolgten, wie schon
zuvor bei den druckabhängigen Untersuchungen durchgeführt, temperaturabhängige
Aufnahmen von Emissionsspektren von G-Actin in Anwesenheit von den in Tabelle
2.4 aufgelisteten TMAO/Harnstoff-Mischungen in einem Wellenlängenbereich von
305–425 nm in einem Temperaturbereich von 10–80 ◦C und einem Druck von 1 bar.
Die Anregung erfolgte ebenfalls bei einer Wellenlänge von λex = 295 nm, um nur die
Tryptophanreste anzuregen.
Tabelle 2.4 – Aufzählung der benutzten TMAO/Harnstoff-Mischungen zur Untersuchung
des Einflusses dieser Gemische auf das thermische Entfaltungsverhalten von
5µM G-Actin bei einem Druck von 1 bar.




Die aufgenommenen temperaturabhängigen Emissionsspektren zeigen keine signi-
fikanten Abweichungen zu den zuvor gezeigten Emissionsspektren und können der
Abbildung 2.31 im Anhang (Kapitel 2.5.1) entnommen werden. Die einzeln auf-
genommenen, temperaturabhängigen Emissionsspektren wurden mithilfe von Glei-
chung (2.1) auf ihre Fläche normiert, bevor eine Auftragung der flächennormierten
Fluoreszenzintensitäten bei der konstant gehaltenen Wellenlänge von 321 nm gegen
die jeweilige reziproke Kelvin Temperatur erfolgte. Die erhaltenen Entfaltungskurven
für die einzelnen TMAO/Harnstoff-Mischungen sind in Abbildung 2.23 im Vergleich
zur Entfaltungskurve von reinem G-Actin dargestellt.
Bei den gezeigten thermischen Entfaltungskurven lässt sich deutlich erkennen,
dass zu Beginn der jeweiligen Messreihe die flächennormierten Fluoreszenzintensitä-
ten bis zu einer Temperatur von ∼40 ◦C nahezu konstant verlaufen und somit den
nativen Zustand widerspiegeln. Bei weiterer Erhöhung der Temperatur sinken die
flächennormierten Fluoreszenzintensitäten kontinuierlich ab, bis sie ab einer Tempe-
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Abbildung 2.23 – Thermische Entfaltungskurven von 5µM G-Actin in Abwesenheit so-
wie in Anwesenheit von verschiedenen TMAO/Harnstoff-Gemischen bei
einem Druck von 1 bar. Aufgetragen ist die flächennormierte Fluores-
zenzintensität bei der konstanten Wellenlänge λ = 321 nm gegen die
jeweilige reziproke Kelvin-Temperatur. Die Kurvenanpassung erfolgte
mithilfe von Gleichung (2.9).
ratur von ∼60 ◦C wieder konstant verlaufen und somit den entfalteten Zustand von
G-Actin repräsentieren. Die Steigung am Wendepunkt, der die Entfaltungstempe-
ratur Tm angibt, entspricht der Van’t Hoffschen Umwandlungsenthalpie ∆H◦vH.
Beide thermodynamischen Parameter wurden mithilfe von Gleichung (2.9) direkt
aus den Entfaltungskurven ermittelt und sind in Tabelle 2.3 aufgelistet.
Es lässt sich deutlich erkennen, dass der destabilisierende Effekt von 2 M Harnstoff
fast vollständig durch die Anwesenheit von 1 M TMAO kompensiert wird. Daraus
lässt sich schließen, dass der stabilisierende Effekt von TMAO auf die Thermosta-
bilität von G-Actin größer ist als der destabilisierende Effekt des chaotropen Osmo-
lyten Harnstoff. Die verschiedenen TMAO/Harnstoff-Mischungen beeinflussen nicht
wesentlich die Van’t Hoffsche Umwandlungsenthalpie (Tabelle 2.3), was bereits
anhand der ähnlichen Steigungen an den jeweiligen Wendepunkten der Entfaltungs-
kurven ersichtlich wird.
Aus den abgebildeten Entfaltungskurven von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von
74
2.3 Ergebnisse und Diskussion
verschiedenen TMAO/Harnstoff-Mischungen wird ersichtlich, dass TMAO eine aus-
geprägte stabilisierende Wirkung auf die Proteinstabilität von G-Actin besitzt und
sogar der denaturierenden Wirkung von Harnstoff nicht nur entgegenwirken, sondern
diese auch zum Teil aufheben kann.
2.3.2.5 Einfluss von Makrocrowdern auf die Thermostabilität von G-Actin
Neben der Untersuchung des Einflusses von chaotropen und kosmotropen Cosol-
ventien auf die Thermostabilität von G-Actin erfolgten ebenfalls Untersuchungen
bezüglich des Einflusses von makromolekularen Crowdern auf die Proteinstabilität.
Um das zelluläre Milieu in vitro weiter zu imitieren, wurde Ficoll® PM 70 als ma-
kromolekulares Crowdingmittel in verschiedenen Konzentrationen der Proteinlösung
hinzugefügt. Anschließend wurden in einem Temperaturbereich von 10–90 ◦C Emis-
sionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von 5, 10 und 20Gew.-% Ficoll®
PM 70 in einem Wellenlängenbereich von 305–425 nm bei einem Druck von 1 bar
aufgenommen.
Abbildung 2.24 zeigt die thermischen Entfaltungskurven von 5 µM G-Actin sowie
in Anwesenheit von 5, 10 und 20Gew.-% Ficoll® PM 70 bei einem Druck von 1 bar.
Zwischen 10 und 43 ◦C sind keine signifikanten Änderungen des gefalteten Anteils
bei den Entfaltungskurven von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von verschiedenen
Konzentrationen Ficoll® PM 70 zu beobachten. Ab einer Temperatur von ∼43 ◦C
beginnt G-Actin zu entfalten und geht dabei in den Entfaltungsprozess über, der
durch eine Abnahme des gefalteten Anteils zu erkennen ist. Ab einer Temperatur
von ∼60 ◦C ist das Protein fast vollständig denaturiert. Die Entfaltungstemperatur
Tm steigt signifikant mit steigender Ficoll-Konzentration an (Tabelle 2.3), vergleich-
bar mit dem Effekt des kompatiblen Osmolyten TMAO. Studien haben gezeigt, dass
Ficoll in der Lage ist, indirekt den gefalteten Zustand aufgrund eines starken desta-
bilisierenden Effekts auf den entfalteten Zustand wegen des excluded volume Effects
zu stabilisieren.[176,236,237]
Dies deutet auch darauf hin, dass destabilisierende enthalpische Effekte aufgrund
schwacher Wechselwirkungen mit dem makromolekularen Crowder weitgehend feh-
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Abbildung 2.24 – Thermische Entfaltungskurven von 5µM G-Actin in Abwesenheit so-
wie in Anwesenheit von 5, 10 und 20Gew.-% Ficoll® PM 70 bei einem
Druck von 1 bar. Gemessen wurde die Fluoreszenzintensität von Tryp-
tophan bei der Wellenlänge λ = 321 nm, anschließend auf die Fläche
normiert und zum besseren Vergleich auf einer Skala von 0 bis 100 %
normiert und gegen die jeweilige reziproke Kelvin-Temperatur aufgetra-
gen. Die Kurvenanpassung erfolgte mithilfe von Gleichung (2.9).
len. In Anwesenheit von 20Gew.-% Ficoll® PM 70, was in vivo-Bedingungen in
Zellen simulieren soll, steigt die Entfaltungstemperatur um ∼10 ◦C im Vergleich zu
G-Actin in reiner Pufferlösung. Diese Zunahme entspricht in etwa dem Effekt, den
die Anwesenheit von 2 M TMAO hervorruft.
2.4 Zusammenfassung
In dieser Studie sollte mithilfe der Fluoreszenzspektroskopie die druck- und tem-
peraturinduzierte Entfaltungsreaktion von G-Actin in An- und Abwesenheit unter-
schiedlicher Konzentrationen des chaotropen Cosolvens Harnstoff, des kosmotropen
Osmolyten TMAO, Mischungen davon und des makromolekularen Crowders Ficoll®
PM 70 darauf hin untersucht werden, ob das zelluläre Milieu die schädlichen Auswir-
kungen extremer Umweltbedingungen lindern kann (Abbildung 2.25). Während des












































































Abbildung 2.25 – Entfaltungstemperaturen Tm von 5 µM G-Actin in An- und Abwesenheit
von Cosolventien und Ficoll® PM 70 bei einem Druck von 1 bar.
eine Entfaltungstemperatur Tm von ∼49 ◦C ermittelt, während bei Umgebungstem-
peratur (25 ◦C) bei dem druckinduzierten Entfaltungsprozess von G-Actin ein Ent-
faltungsdruck pu zu ∼2700 bar bestimmt wurde, der von einer Volumenänderung von
−97 mL mol−1 begleitet wird. Sowohl die Thermo- als auch die Druckstabilität von
G-Actin wird durch die Anwesenheit des Stoffwechselprodukts Harnstoff verringert
und in Anwesenheit des stabilisierenden Osmolyten TMAO signifikant gesteigert,
was anhand der ermittelten Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie bei 25 ◦C ersicht-
lich wird, die sich um ∼5 kJ mol−1 TMAO vergrößert.
In Anwesenheit von TMAO/Harnstoff-Gemischen wird ersichtlich, dass der Os-
molyt TMAO in der Lage ist, dem destabilisierenden Effekt von Harnstoff entge-
genzuwirken. Bei einem TMAO/Harnstoff-Verhältnis von 1:2 heben sich der stabili-
sierende Einfluss von TMAO und der destabilisierende Effekt von Harnstoff auf die
Proteinstabilität fast vollkommen auf. Ein solcher Effekt auf die Stabilität des Pro-
teins kann möglicherweise auf indirekte, d.h. durch das Lösungsmittel vermittelte
Wechselwirkungen der beiden Cosolventien zurückgeführt werden.[238,239]
Neben der Anwesenheit von chaotropen und kosmotropen Cosolventien, wie bei-
spielsweise TMAO und Harnstoff, erfolgten ebenfalls Messungen der Proteinsta-
77
2 Proteinstabilität von globulärem Actin
bilität von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von verschiedenen Konzentrationen des
makromolekularen Crowders Ficoll. Es wurde gezeigt, dass in Anwesenheit von
20Gew.-% Ficoll, was zellähnliche Bedingungen in vivo nachstellen sollte, die Pro-
teinstabilität von G-Actin in gleicher Weise gesteigert wird wie in Anwesenheit des
kosmotropen Osmolyten TMAO.
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass durch Anpassen des Niveaus kom-
patibler Osmolyte, wie beispielsweise TMAO, und der intrazellulären Crowding-
Bedingungen die schädlichen Auswirkungen extremer Umgebungen, einschließlich
hoher hydrostatischer Drücke, wie sie in der Tiefsee auftreten, auf die Stabilität
von G-Actin weitgehend aufgehoben werden können, ohne dass dies wesentlich das
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Abbildung 2.26 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Fläche nor-
mierte (b) Emissionsspektren von 5µM G-Actin in Anwesenheit von
1 M TMAO in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit stei-
gendem Druck ist sowohl eine geringfügige Rotverschiebung als auch
eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf
von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten.
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5 µM G-Actin + 1 M Harnstoff.
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5 µM G-Actin + 3 M Harnstoff.
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5 µM G-Actin + 4 M Harnstoff.
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Abbildung 2.27 – Gemessene (linke Spalte) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Flä-
che normierte (rechte Spalte) Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in
Anwesenheit von 1 M (a, b), 3 M (c, d) und 4 M (e, f) Harnstoff in
einem Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit steigendem Druck
ist sowohl eine Rotverschiebung als auch eine Abnahme der Fluores-
zenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf von lila (−) nach rot (−)
entspricht dem Druckgradienten.80
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5 µM G-Actin + 1 M Harnstoff + 1 M TMAO.
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d) Flächennormierte Emissionsspektren
5 µM G-Actin + 2 M Harnstoff + 1 M TMAO.
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Abbildung 2.28 – Gemessene (linke Spalte) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Flä-
che normierte (rechte Spalte) Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in
Anwesenheit von Harnstoff/TMAO-Mischungen von 1:1 (a, b), 1:2 (c,
d) und 2:1 (e, f) in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit
steigendem Druck ist sowohl eine Rotverschiebung als auch eine Abnah-
me der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf von lila (−)
nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten. 81
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Abbildung 2.29 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Fläche nor-
mierte (b) Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in Anwesenheit von
1 M TMAO in einem Temperaturbereich von 10–80 ◦C bei einem Druck
von 1 bar. Mit steigender Temperatur ist sowohl eine Rotverschiebung
als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farb-
verlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Temperaturgradienten.
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Abbildung 2.30 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Fläche normier-
te (b) Emissionsspektren von 5µM G-Actin in Anwesenheit von 1 M
Harnstoff in einem Temperaturbereich von 10–75 ◦C bei einem Druck
von 1 bar. Mit steigender Temperatur ist sowohl eine Rotverschiebung
als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farb-
verlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Temperaturgradienten.
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Abbildung 2.31 – Gemessene (linke Spalte) und mithilfe von Gleichung (2.1) auf die Flä-
che normierte (rechte Spalte) Emissionsspektren von 5 µM G-Actin in
Anwesenheit von Harnstoff/TMAO-Mischungen von 1:1 (a, b), 1:2 (c,
d) und 2:1 (e, f) in einem Temperaturbereich von 10–80 ◦C bei einem
Druck von 1 bar. Mit steigender Temperatur ist sowohl eine Rotverschie-
bung als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der
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3.1 Einleitung und Zielsetzung
Das α/β-Tubulin-Heterodimer ist eine Schlüsselkomponente des eukaryotischen Zy-
toskeletts, dessen Selbstassemblierungsreaktion einem molekularen Polymerisations-
motor entspricht, der für die Erzeugung der Zellbeweglichkeit, Polarität und Mor-
phogenese verantwortlich ist und weiterhin den intrazellulären Transport und die
Bildung der mitotischen Spindel während der Zellteilung steuert.[241–243]
Das α/β-Tubulin-Heterodimer polymerisiert zu hohlen Röhrchen mit einem Durch-
messer von ∼25 nm, die als Mikrotubuli bekannt sind,[244] wobei zuerst lineare Proto-
filamente mit einer Kopf-Schwanz-Orientierung gebildet werden und in vivo sich 13
davon lateral zu einem Zylinder verbinden.[245,246] Die Polymerisationsdynamik ist
an die Hydrolyse von Guanosintriphosphat (GTP) gebunden,[247] wobei jede Unter-
einheit von Tubulin ein Molekül GTP bindet, aber nur das an β-Tubulin gebundene
Nukleotid austauschbar ist und während der Polymerisation hydrolysiert wird.[248]
Aufgrund dieser Asymmetrie sind die Mikrotubuli polare Strukturen, die an den bei-
den Enden unterschiedliche Polymerisationsgeschwindigkeiten besitzen.[249,250] Das
langsam wachsende Ende ist in vivo an das Mikrotubuli-organisierende Zentrum
(engl.: microtubule-organizing center, MTOC) gebunden, welches als Keimbildungs-
stelle fungiert.[251]
Unter in vitro-Bedingungen benötigt es für die spontane Polymerisation ein stabi-
les Oligomer bzw. einen stabilen Nucleus, der aus 6-12 α/β-Tubulin-Heterodimeren
besteht.[252] Sobald solche Nuclei der Protofilamente gebildet sind, was dem zeit-
aufwändigsten Schritt während der Polymerisation der Mikrotubuli entspricht, ver-
längern sich diese sowohl in lateraler als auch longitudinaler Richtung.[253] Die Ki-
netik der Elongationsphase ist linear abhängig von der eingesetzten Tubulinkon-
zentration. Das Gleichgewicht der Selbstassemblierungsreaktion von Tubulin kann
durch die sogenannte kritische Konzentration cc beschrieben werden, die der Kon-
zentration an unpolymerisierten α/β-Tubulin-Heterodimeren in Lösung entspricht,
bei der die Assoziations- und Dissoziationsgeschwindigkeiten gleich groß sind.[254]
Liegt die Konzentration an unpolymerisierten α/β-Tubulin-Heterodimeren oberhalb
der kritischen Konzentration cc, erfolgt die spontane Selbstassemblierung, während
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bei einem Unterschreiten der kritischen Konzentration die gebildeten Mikrotubu-
li anfangen zu depolymerisieren.[248] Im Gleichgewicht erfolgen schnelle Zyklen des
Auf- und Abbaus der Mikrotubuli, ein Verhalten, das als dynamische Instabilität
bezeichnet und aufgrund der GTP-Hydrolyse verursacht wird, die an der Seite des
β-Tubulins auftritt sobald ein weiteres α/β-Tubulin-Heterodimer an ein Ende der
gebildeten Mikrotubuli angehangen wird.[255] Hierbei kann GTP als eine Art Kraft-
stoff angesehen werden, der die Polymerisation antreibt, und die Freisetzung mecha-
nischer Spannungen, die durch die GTP-Hydrolyse induziert wird, kann als eine Art
Kraftstoff angesehen werden, der die Depolymerisation antreibt,[256–258] wobei die
GTP-Hydrolyse und die Phosphatfreisetzung mit großen Konformationsänderungen
in den Untereinheiten einhergehen.[259]
Eine Vielzahl zusätzlicher Bindungsproteine, die sogenanntenmicrotubule-associa-
ted proteins, kurz MAPs, und Signalwege regulieren in vivo die Bildung und die
Dynamik des Nicht-Gleichgewichts der Mikrotubuli und tragen so zur Erfüllung
ihrer vielen zellulären Funktionen bei.[260] Zahlreiche Studien haben gezeigt, dass
physikochemische Parameter wie Druck, Temperatur, pH-Wert und Ionenstärke die
Selbstassemblierung von Tubulin signifikant beeinflussen können.[261–265] Neben den
zuvor genannten physikochemischen Parametern gibt es noch weitere Faktoren, wie
beispielsweise die Anwesenheit von Osmolyten oder makromolekulare Crowder, die
die Polymerisationsreaktion von Tubulin beeinflussen können und in dieser Studie
verwendet werden, um zu untersuchen, welchen Effekt deren Anwesenheit auf die
Polymerisationsreaktion von Tubulin besitzt. Eine detaillierte Erläuterung zu na-
türlichen Osmolyten kann dem Kapitel 1.3 entnommen werden.
In einer biologischen Zelle lassen sich häufig kleine chemische Verbindungen wie
Methylamine, Polyole, Kohlenhydrate und Aminosäuren finden, um den osmotischen
Druck innerhalb der Zelle auszugleichen und die Stabilität sowie die Funktionalität
der Biomoleküle aufrechtzuerhalten.[90] Diese kleinen organische Verbindungen wer-
den als Osmolyte oder chemische Chaperone bezeichnet.[112] Das bekannteste und
gleichzeitig effektivste Osmolyt ist Trimethylamin-N -oxid (TMAO), welches sogar
im Gewebe von verschiedenen, in der Tiefsee lebenden, Tieren gefunden werden kann
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und dessen Konzentration mit der Meerestiefe, d.h. mit dem hydrostatischen Druck,
in der diese Tiere leben, korreliert .[90,114] In einer von Yancey durchgeführten Stu-
die wurde gezeigt, dass TMAO als Piezolyt wirkt, um einem hohen hydrostatischen
Druck entgegenzuwirken.[90] Zahlreiche Studien haben gezeigt, dass TMAO in der
Lage ist, der destabilisierenden Wirkung des Stoffwechselprodukts Harnstoff entge-
genzuwirken.[87,101,107,116,197,266] Der Mechanismus der Gegenwirkung ist immer noch
nicht ganz erforscht. Eine mögliche Erklärung wäre die Ausbildung eines TMAO-
Harnstoff-Komplexes mittels Wasserstoffbrücken-Bindungen.[120,267,268] Im Allgemei-
nen wird die stabilisierende Wirkung solcher Osmolyte durch die Theorie der bevor-
zugten Hydratation erklärt, die darauf beruht, dass die Wechselwirkung zwischen
dem Lösungsmittel, meist Wasser, und dem Osmolyt im Vergleich zu der Wechsel-
wirkung zwischen der Proteinoberfläche und dem Osmolyt bevorzugt wird, was zu
einer zunehmend geordneten Hydratationsschicht führt und damit zu einer kom-
pakteren, weniger dynamischen Struktur des Biomoleküls mit einer geringeren, dem
Lösungsmittel zugänglichen, Oberfläche (engl.: solvent accessible surface area, SA-
SA).[87,100,269] Infolgedessen wird das Gleichgewicht der Proteinfaltung in Richtung
des nativen Zustandes verschoben.[102]
Im Gegensatz dazu erfolgt die denaturierende Wirkung von Cosolventien, wie bei-
spielweise Harnstoff, durch direkte Wechselwirkungen mit dem Proteinrückgrat und
polaren Seitenketten,[116] sodass der entfaltete Zustand mit einem größeren SASA
bevorzugt wird. Des Weiteren können Osmolyte Fluktuationen der Konformation be-
einflussen und damit die Population von „conformational substates“. Oftmals werden
bestimmte Konformationen für Assoziations- und Bindungsreaktionen von Proteinen
benötigt. So wurde beispielsweise gezeigt, dass stabilisierende Osmolyte eine Asso-
ziationsreaktion durch die Minimierung der gesamten SASA begünstigen.[107,108,266]
Es ist nur sehr wenig über den Einfluss von Cosolventien auf die Polymerisations-
dynamik von Tubulin bekannt und somit terra incognita.
Unter dem makromolekularen Crowding-Effekt wird im Allgemeinen die Aus-
wirkung hoher Konzentrationen von Makromolekülen innerhalb einer Zelle auf die
Gleichgewichte und Kinetiken biochemischer Prozesse verstanden. Solche Makromo-
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leküle können in der biologischen Zelle bis zu 30 % des Volumens einnehmen.[170,173]
Bei Crowding handelt es sich um einen entropischen Volumenausschluss, wodurch
das Gleichgewicht in Richtung kompakterer Zustände verschoben wird.[173,182] Eine
detaillierte Erläuterung zu dem Thema Crowding kann dem Kapitel 1.4 entnom-
men werden. Neben dem ausgeschlossenen Volumeneffekt (engl.: excluded volume
effect) können zusätzliche Faktoren des Crowding, wie beispielsweise eine veränder-
te Polarität des Lösungsmittels und Wasseraktivität, eine erhöhte Viskosität und
anziehende unspezifische Wechselwirkungen, die Eigenschaften von Biomolekülen
innerhalb ihrer physiologischen Umgebung beeinflussen.[270–272] Aus diesem Grund
kann der Nettoeffekt von makromolekularem Crowding auf die Gleichgewichte und
Kinetiken von Selbstassemblierungsreaktionen für verschiedene Proteine einen signi-
fikanten Unterschied aufweisen. Über den Crowding-Effekt auf die Polymerisations-
reaktion von Tubulin ist bisher nur wenig bekannt.[273] Um zellähnliche Bedingungen
in vitro nachzustellen, werden oftmals synthetische Polymere, wie Polyethylenglykol,
Dextran oder Ficoll, als makromolekulare Crowder verwendet.[182,274]
In dieser umfassenden Studie soll der Einfluss der natürlichen Osmolyte TMAO
und Harnstoff sowie der makromolekulare Crowding-Effekt auf die Kinetik der Po-
lymerisationsreaktion von Tubulin in vitro untersucht werden. Unter Verwendung
der biophysikalischen Methoden der Turbidimetrie, der Fluoreszenzanisotropie und
der Confocal Laser Scanning Microscopy soll gezeigt werden,[275–277] dass physiko-
chemische Merkmale der zytosolischen Umgebung das Polymerisationsverhalten von
Tubulin, einer molekularen Schlüsselreaktion, die für die Dynamik und Motilität ei-
ner jeden Zelle verantwortlich ist, beeinflussen können.
3.2 Material und Methoden
3.2.1 Materialien und Probenpräparation
α/β-Tubulin aus Kalbshirnen wurde vom Centre of Biological Research (CSIC)
(Madrid, Spanien) als lyophilisiertes Pulver erworben, wohingegen die Cosolventien
Harnstoff und Trimethylamin-N -oxid, der Fluoreszenzfarbstoff DAPI (4’,6-Diamidin-
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2-phenylindol), und die molekularen Crowder Saccharose und Ficoll® PM 70, mit
einem durchschnittlichen Molekulargewicht von 70 kDa, von Sigma-Aldrich (Seelze,
Deutschland) bezogen wurden. Zusätzlich stellte das Centre of Biological Research
(CSIC) (Madrid, Spanien) aus Lammhirnen extrahiertes α/β-Tubulin als lyophili-
siertes Pulver bereit, um vergleichbare Messreihen durchzuführen.
Vor den jeweiligen Experimenten wurde das lyophilisierte α/β-Tubulin in Polyme-
risationpuffer gelöst, der 3.26 M Glycerin, 80 mM PIPES (1,4-Piperazin-diethansulfon-
säure, pH6.8), 1 mM EGTA [Ethylenglycol-bis(aminoethylether)-N,N,N’,N’ -tetra-
essigsäure] und 1 mM DTT (1,4-Dithiothreitol) enthält, und anschließend für 10 min
auf Eis gestellt und daraufhin bei 11 000 min−1 und 2 ◦C für 2 min zentrifugiert, um
potentielle Proteinaggregate zu entfernen.
Die Proteinkonzentration wurde durch UV/Vis-Spektroskopie mit einer 1:200-
Verdünnung in einer Lösung, die 1 % SDS (Natriumdodecylsulfat) und 10 mM Na-
triumphosphat (pH6.8) beinhaltet, bei einer Wellenlänge von λ = 280 nm mit einem
Extinktionskoeffizient von ε280 = 1.15 mL mg−1 cm−1 bestimmt.[278]
3.2.2 Turbidimetrie-Messungen & Kinetikbestimmung der
Polymerisation von α/β-Tubulin
Zur Vorbereitung der Messreihen wurden jeweils 30 µM α/β-Tubulin in einem Po-
lymerisationspuffer inkubiert, der jeweils die entsprechende Menge an Cosolventi-
en bzw. makromolekularem Crowder enthielt, und anschließend auf Eis gestellt.
Vor dem jeweiligen Experiment wurden 6 mM MgCl2 und 1 mM GTP (Guanosin-5’-
triphosphat) hinzugegeben. Um den Polymerisationsprozess zu verfolgen, wurde die
Zunahme der Absorption bei einer Wellenlänge von λ = 340 nm in Zeitintervallen
von 30 s bei einer Temperatur von 37 ◦C gemessen, nachdem die Probe vorher je-
weils 3 s lang geschüttelt wurde. Die Messungen der Absorptionszunahme erfolgten
in einem TECAN Infinite M200 Mikrotiterplatten-Spektrometer. Die Induzierung
der Polymerisationsreaktion erfolgte durch die Platzierung der Proben in eine auf
37 ◦C vorgewärmte 96-well Mikrotiterplatte.
Eine Hintergrundkorrektur der gemessenen Turbidimetriedaten erfolgte durch Sub-
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traktion der Absorption des entsprechenden Puffers ohne Tubulin. Für einen besse-
ren Vergleich der Cosolvens- und Crowding-Effekte auf die Polymerisationsreaktion
von α/β-Tubulin wurden die hintergrundkorrigierten Daten auf einer Skala von 0 bis
100 skaliert. Zur Auswertung der Kinetik wurden die normierten Änderungen der
Absorption als Funktion der Zeit t aufgetragen. Der erhaltene Kurvenverlauf kann






] + Af (3.1)
Dabei entsprechen ∆ANorm der normierten Änderung in der Absorption bei einer
Wellenlänge von λ = 340 nm, Ai und Af der Anfangs- bzw. Endänderung der Ab-
sorption. Der Wendepunkt t1/2 beschreibt hierbei die Halbwertszeit, bei der 50 %
der Maximaländerung der Absorption erreicht sind und kann ebenfalls als Maß der
Polymerisationsgeschwindigkeit herangezogen werden. Zur Beschreibung der Wachs-
tumsrate der gebildeten Mikrotubuli wird die apparente Geschwindigkeitskonstante




Des Weiteren kann die Verzögerungszeit tlag, also jene Zeit, die verstreicht, bis der
Polymerisationsprozess in die Elongationsphase eintritt, als Maß zur Beschreibung
der Reaktionskinetik mithilfe folgender Gleichung ermittelt werden:[279]
tlag = t1/2 − 2 ·m (3.3)
3.2.3 Fluoreszenzanisoptopie-Messungen
Statische Fluoreszenzanisotropie-Messungen wurden in einem PerkinElmer LS 55
Fluoreszenzspektrometer bei einer Temperatur von 37 ◦C unter Verwendung einer
Anregungswellenlänge von λ = 350 nm durchgeführt, um das Emissionssignal bei
λ = 455 nm zu detektieren, welches der Emissionswellenlänge von DAPI entspricht,
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das spezifisch an α/β-Tubulin Untereinheiten der gebildeten Mikrotubuli bindet.[280]
Die Schlitze des Anregungs- und Emissionslichts wurden bei der Messung auf 5 nm
eingestellt.
3.2.4 Bestimmung der kritischen Konzentration von
α/β-Tubulin
Um die kritische Konzentration cc von α/β-Tubulin zu bestimmen, wurden jeweils
50 µM α/β-Tubulin vom Rind sowohl in reinem Polymerisationspuffer als auch in Po-
lymerisationspuffer, der 0.5 M TMAO bzw. 0.5 M Harnstoff enthielt, polymerisiert.
Der Polymerisationsprozess wurde, wie bereits zuvor beschrieben, spektroskopisch
mittels Messung der zunehmenden Absorption verfolgt, bis sich jeweils ein statio-
närer Zustand ausgebildet hat. Im Anschluss wurden Konzentrationsreihen erstellt,
um 30, 15, 10, 5, 2, 1, 0.5 und 0.05 µM α/β-Tubulin Proben im jeweiligen Puffer zu
erhalten, zum Einen in Abwesenheit von Cosolventien und zum Anderen in Anwe-
senheit der entsprechenden Mengen an TMAO bzw. Harnstoff. Anschießend wurde
die Absorption bei deiner Wellenlänge von λ = 340 nm der erstellten Proben in ei-
nem TECAN M200 Mikrotiterplatten-Spektrometer bei 37 ◦C gemessen, bis keine
Änderung der Absorption mehr beobachtet werden konnte, was bedeutet, dass sich
ein Gleichgewichtszustand zwischen Polymerisations- und Depolymerisationsreakti-
on eingestellt hat.
Unter Verwendung von Gleichung 3.1 wurden die apparenten Geschwindigkeits-
konstanten für die Konzentrationsreihen reiner Tubulinlösungen sowie für die Tu-
bulinlösungen, die die entsprechenden Mengen an Harnstoff und TMAO enthielten,
bestimmt. Aus den grafischen Auftragungen der apparenten Geschwindigkeitskon-
stanten kapp gegen die jeweiligen Tubulinkonzentrationen cTubulin konnten die kriti-
schen Tubulinkonzentration cc durch die Schnittpunkte der sich ergebenen Geraden
unterschiedlicher Steigungen sowohl in reinem Puffer als auch in Anwesenheit von
0.5 M TMAO bzw. 0.5 M Harnstoff bestimmt werden.
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3.2.5 Confocal Laser Scanning Microscopy
30 µM α/β-Tubulin vom Rind wurden in reinem Polymerisationspuffer, sowie in
Polymerisationspuffer, der 0.5 M TMAO bzw. 0.5 M Harnstoff enthielt, polymeri-
siert. Der Polymerisationsprozess wurde in einem TECAN M200 Mikrotiterplatten-
Spektrometer bei 37 ◦C verfolgt, bis sich die Absorption nicht mehr änderte und sich
ein Plateau gebildet hatte. Die gebildeten Mikrotubuli wurden dann im Anschluss
durch die Zugabe von 28 µM Taxol und 2 µM mit Oregon Green 488 markiertem
Taxol (Flutax-2) stabilisiert und fluoreszenzmarkiert.[281]
Zur Bildgebung wurden die Proben in einem Verhältnis von 1:40 mit Polymeri-
sationspuffer in Abwesenheit von Glycerin verdünnt. Die Bilder wurden unter Ver-
wendung eines invertierten Nikon Eclipse TE300 Mikroskops aufgenommen, dem als
Detektor ein Bio-Rad MRC-1024 (Hercules, CA, USA) diente. Die mit Flutax-2 mar-
kierten Proben wurden mithilfe eines Krypton-Argon-Lasers bei einer Wellenlänge
von λ = 488 nm angeregt und das Laserlicht mit einem 100x Öl-Immersionsobjektiv
(Nikon CFI P-Apo λ NA 1.45) in die Probe fokussiert.
Ein Emissionsbandpassfilter mit λ = 522 nm und einer vollen Breite bei halbem
Maximum von λ = 35 nm wurde vor den PMT platziert. Im Anschluss wurden die
aufgenommen Bilder hintergrundkorrigiert und der Kontrast verbessert.
3.3 Ergebnisse und Diskussion
Die in vitro-Polymerisationsreaktion von α/β-Tubulin, bei der die zylinderförmi-
gen Mikrotubuli gebildet werden, kann durch ein Keimbildungs-Modell beschrieben
werden, das drei kinetisch unterschiedliche Schritte aufweist, und die gesamte Poly-
merisationskinetik einem sigmoidalen Verlauf folgt (Abbildung 3.1).[282]
Die anfängliche Nukleation, die sogenannte lag-Phase, verläuft relativ langsam.
In dieser erfolgt die Assoziation von kleinen elongationsfähigen Nuklei, die durch
die Verzögerungszeit tlag beschrieben werden kann und die zu verstreichende Zeit
wiedergibt, bis die Polymerisation von der Nukleationsphase in die Elongationsphase
wechselt. In dem Elongationsschritt wachsen und verlängern sich die Nuklei sowohl
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Abbildung 3.1 – Schematische Darstellung der sigmoidalen Absorptionszunahme während
der Bildung von Mikrotubuli. Gleichung 3.1 ist an das kinetische Pro-
fil angepasst, um die Verzögerungszeit tlag, Halbwertszeit t1/2 und die
apparente Wachstumsrate kapp zu bestimmen.
in longitudinaler als auch in lateraler Richtung sehr schnell, um Mikrotubuli zu
bilden.
Diese Elongationsphase kann durch die apparente Wachstumsrate kapp quantifi-
ziert werden, die sich aus der Steigung am Wendepunkt, also der Halbwertszeit t1/2,
die die Zeit angibt an der die Polymerisation zu 50 % abgeschlossen ist, des sigmoi-
dalen Kurvenverlaufs ermitteln lässt. Der Elongationsschritt wird beendet, sobald
die Konzentration an freien α/β-Tubulin-Heterodimeren in Lösung auf den Wert der
kritischen Konzentration cc abgesunken ist und somit die Polymerisationsreaktion
in die Steady-State-Phase eintritt, in welcher die Assoziation von weiteren α/β-
Tubulin-Heterodimeren gleich schnell abläuft wie der Dissoziationsprozess, sodass
kein Nettowachstum der Mikrotubuli mehr erfolgt.
Die Polymerisation von 30 µM α/β-Tubulin wurde mithilfe von Turbidimetrie-
Messungen untersucht, die bei einer Wellenlänge von 340 nm und einer Tempera-
tur von 37 ◦C durchgeführt wurden.[282] Dabei wurde eine Verweilzeit von tlag =
583.6± 5.9 s, eine Halbwertszeit von t1/2 = 795.7± 2.9 s und eine apparente Wachs-
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tumsrate von kapp = 9.43± 0.23× 10−3 s−1 für die Polymerisation von 30 µM α/β-
Tubulin in reinem Polymerisationspuffer in Abwesenheit jeglicher Cosolventien bzw.
makromolekularen Crowdern ermittelt, die gut mit Literaturwerten übereinstim-
men.[282]
Nachfolgend werden die Ergebnisse dargestellt und diskutiert, die bei den Unter-
suchungen der Polymerisationsreaktion von α/β-Tubulin in Anwesenheit von Cosol-
ventien wie TMAO und Harnstoff bzw. makromolekularen Crowdern wie Ficoll®
PM 70 und Saccharose erhalten wurden.
3.3.1 Einfluss von TMAO auf die Polymerisationskinetik
Zu Beginn der Studie wurde der Einfluss von TMAO auf die Polymerisationskinetik
von α/β-Tubulin untersucht. Dabei wurden 30 µM α/β-Tubulin in Polymerisations-
puffer-Lösungen verwendet, die 0.1, 0.25, 0.5, 1 bzw. 1.5 M TMAO enthielten. Ab-
bildung 3.2 zeigt den Effekt von TMAO auf die Kinetik der Polymerisationsreaktion
von α/β-Tubulin bei einer Temperatur von 37 ◦C. Es lässt sich deutlich erkennen,
dass die Anwesenheit von TMAO die Polymerisationskinetik in konzentrationsab-
hängiger Art und Weise drastisch beschleunigt, d.h. je mehr TMAO in dem Poly-
merisationspuffer anwesend ist, desto schneller erfolgt die Bildung von Mikrotubuli,
was in einer verkürzten Nukleationsphase, einer erhöhten Steigung der Elongations-
phase und in einem früheren Eintritt in die Steady-State-Phase in Abbildung 3.2 zu
erkennen ist. Dabei erhöht sich ebenso die apparente Wachstumsrate kapp mit stei-
gender Konzentration an TMAO um einem Faktor von 1.09± 0.05× 10−2 s−1 M−1
pro Mol an anwesendem TMAO (Abbildung 3.3a und 3.4 und Tabelle 3.1), wohinge-
gen sich die Halbwertszeiten t1/2 in Anwesenheit des Osmolyten drastisch verkürzen
(Abbildung 3.3b). Des Weiteren wird die Verzögerungszeit tlag in Anwesenheit von
TMAO signifikant beeinflusst und verringert die Zeitspanne der Nukleationsphase
in einem Konzentrationsbereich von 0.5 bis 1.5 M um ≈4.5 min (Abbildung 3.3c).
Darüber hinaus nehmen die Plateauwerte der Steady-State-Phase der unnormier-
ten Turbidimetriedaten mit steigender TMAO-Konzentration zu (Abbildung 3.13 im
Anhang des Kapitels). Dieses Verhalten könnte darauf hindeuten, dass in Gegenwart
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Abbildung 3.2 – Normierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei einer Wellen-
länge von 340 nm) der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-Tubulin
in Anwesenheit von 0.1, 0.25, 0.5, 1 und 1.5 M TMAO bei einer Tempe-
ratur von 37 ◦C. Die Daten sind hintergrundkorrigiert und zum besseren
Vergleich auf einer Skala von 0–100 % normiert. Gleichung 3.1 ist jeweils
an das kinetische Profil angepasst, um die Verzögerungszeit tlag, Halb-
wertszeit t1/2 und die apparente Wachstumsrate kapp zu bestimmen.
von TMAO größere Mengen bzw. längere Mikrotubuli gebildet werden und durch ei-
ne reduzierte kritische Konzentration cc von α/β-Tubulin in Anwesenheit von TMAO
begründet werden. Um diese Annahme zu überprüfen, erfolgte eine Bestimmung der
kritischen Konzentration cc von α/β-Tubulin sowohl in reiner Polymerisationspuffer-
Lösung als auch in Gegenwart von 0.5 M TMAO.
So verringert sich die kritische Konzentration cc von 9.42± 0.36 µM in reiner Puf-
ferlösung auf 4.07± 0.08 µM in Anwesenheit von 0.5 M TMAO (Abbildung 3.5).
Um der Frage nachzugehen, ob durch die Anwesenheit von TMAO, welches be-
reits die kritische Konzentration cc abgesenkt hat, nun entweder die Menge oder
die Länge der gebildeten Mikrotubuli beeinflusst, wurden vergleichbare statische
Fluoreszenzanisotropie-Messungen sowie konfokale Laser-Scanning-Mikroskopie (engl.
Confocal Laser Scanning Microscopy, CLSM ) Experimente durchgeführt.
Da die Fluoreszenzanisotropie von der Rotationsdiffusionskonstanten abhängt, er-
laubt die statische Fluoreszenzanisotropie r die Detektion von Größenänderungen
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Abbildung 3.3 – Kinetik-Analyse der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-Tubulin in
An- und Abwesenheit von Cosolventien bei einer Temperatur von 37 ◦C.
TMAO: , Harnstoff: . Farbverlauf der Harnstoff/TMAO-Mischungen
entspricht der Zusammensetzung. a) Apparente Wachstumsrate kapp; b)
Halbwertszeiten t1/2; c) Verweilzeiten tlag.









Hierbei entsprechen r0 der intrinsischen Grenzanisotropie, kB der Boltzmann-
Konstanten, T der absoluten Temperatur, η der Mikroviskosität, τ der gemittelten
Fluoreszenzlebenszeit des angeregten Zustands von DAPI und Vh dem hydrodyna-
mischen Volumen von α/β-Tubulin .[225]
Unter der Annahme, dass die Mikroviskosität gleich der in der Bulk -Phase ist, und
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Abbildung 3.4 – Konzentrationsabhängie Entwicklung der apparenten Wachstumsrate
kapp von 30 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von TMAO (•) und Harn-
stoff ().
bei einer Temperatur von 37 ◦C einem Wert von 6.86× 10−4 kg m−1 s−1 entspricht,
kann die Fluoreszenzanisotropie r approximiert werden, durch die die Größenände-
rung der während der Polymerisation gebildeten Mikrotubuli bestimmt werden kann.
Die intrinsische Grenzanisotropie für Proteine ist gegeben durch r0 = 0.25,[225] und
DAPI weist die beiden Fluoreszenzlebenszeiten τF1 = 2.81 ns bzw. τF2 = 0.19 ns mit
den dazugehörenden präexponentiellen Faktoren α1 = 0.23 und α2 = 0.77 auf.[283,284]
Unter Verwendung dieser Parameter kann die mittlere Fluoreszenzlebenszeit des










Das α/β-Tubulin Heterodimer besitzt eine zylindrische Form mit einer Länge von
≈ 8 nm und einem Durchmesser von ≈ 4 nm,[285,286] sodass das hydrodynamische
Volumen Vh mithilfe der Gleichung Vh = pihr2 zu 100.5 nm3 bestimmt werden kann.
Mithilfe von Gleichung 3.4 kann nun unter Verwendung der zuvor bestimmten Mi-
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Abbildung 3.5 – Bestimmung der kritischen Konzentration cc von α/β-Tubulin in reinem
Polymerisationspuffer (), in Anwesenheit von 0.5 M TMAO (•) sowie in
0.5 M Harnstoff (N). 50 µM α/β-Tubulin wurden in dem jeweiligen Po-
lymerisationspuffer polymerisiert. Nach Beendigung der Polymerisation
wurden die Proben in dem jeweils entsprechenden Polymerisationspuffer
zu Lösungen verdünnt, die 30, 20, 10, 5, 2, 1, 0.5 und 0.05 µM Tubulin
enthielten. Die Schnittpunkte der sich ergebenen Geraden der Auftragung
der apparenten Wachstumsrate kapp gegen die Tubulin-Konzentration mit
der Abszisse erlauben die Bestimmung der kritischen Konzentration cc in
An- und Abwesenheit von Cosolventien.
kroviskosität η, der mittleren Fluoreszenzlebenszeit τ und dem hydrodynamischen
Volumen Vh die Fluoreszenzanisotropie bei einer Temperatur von 37 ◦C zu 0.218
berechnet werden. Dieser theoretisch bestimmte Wert der Fluoreszenzanisotropie
stimmt gut mit dem experimentell bestimmten Wert der Fluoreszenzanisotropie
(r = 0.225± 0.002) von α/β-Tubulin überein, der vor dem Start der Polymerisa-
tion gemessen wurde.
Aufgrund der Tatsache, dass Tubulin eine hohe Polydispersität bei der Bildung
von Mikrotubuli aufweist, ist eine quantitative Strukturanalyse der gebildeten Spe-
zies jedoch nicht möglich und es erachtet sich als sinnvoll, diese theoretische Be-
rechnung der Fluoreszenzanisotropie von α/β-Tubulin lediglich als monodisperses
System durchzuführen.
Die Polymerisation von 30 µM α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung geht einher mit
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Abbildung 3.6 – Zeitabhängige statische Fluoreszenzanisotropie-Daten von 30 µM α/β-
Tubulin (aus Kalbshirn) bei 37 ◦C, erhalten durch die Fluoreszenz des
extrinsichen Fluorophors DAPI während der Polymerisation von Tubu-
lin in Abwesenheit von Cosolventien () sowie in Gegenwart von 0.5 M
TMAO (•) und 0.5 M Harnstoff (N).
einer Erhöhung des Anisotropiewertes mit fortschreitender Zeit und erreicht in der
Steady-State-Phase einen Wert von r = 0.2890± 0.0005, wohingegen in Anwesenheit
von 0.5 M TMAO der Plateauwert lediglich einen Wert von r = 0.2760± 0.0004
erreicht, was dafür sprechen könnte, dass kürzere Mikrotubuli gebildet werden.
Entsprechende CLSM-Bilder zeigen, dass die Anwesenheit von 0.5 M TMAO zu
einer Abnahme der durchschnittlichen Länge der gebildeten Mikrotubuli führt, aber
mehr Mikrotubuli gebildet werden (Abbildung 3.7). Zusammenfassend stützen diese
Daten die Hypothese, dass TMAO den de novo Nukleations- und Elongationsprozess
der Mikrotubulibildung thermodynamisch und kinetisch begünstigt. Aufgrund der
reduzierten kritischen Konzentration cc in Anwesenheit von 0.5 M TMAO führt die
erhöhte Anzahl an Keimbildungsstellen zur Bildung von verkürzten Mikrotubuli.
Der natürliche Osmolyt TMAO wird vor allem in Organismen gefunden, die äu-
ßerem Stress ausgesetzt sind, um deren Struktur zu stabilsieren und wird dement-
sprechend auch als „chemisches Chaperon“ bezeichnet.[104,116] Des Weiteren ist es
bekannt, dass TMAO bevorzugt von der Proteinoberfläche ausgeschlossen wird und
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Tubulin + 0.5 M TMAO + 0.5 M Harnstoﬀ
Abbildung 3.7 – Repräsentative CLSM-Bilder von mit Flutax-2 angefärbten Mikrotubuli,
die in reiner Pufferlösung sowie in Anwesenheit von 0.5 M TMAO bzw.
0.5 M Harnstoff gebildet wurden. Der Maßstabsbalken entspricht 10 µm.
stattdessen das Wasserstoffbrücken-Netzwerk der umgebenden Wassermoleküle ver-
stärkt und dadurch oligomere und polymere Proteine entropisch stabilisiert, was
als „preferential hydration effect“,[109,112] zu deutsch: bevorzugter Hydratationsef-
fekt, bezeichnet wird, und somit eine niedrige lösungsmittel-zugängliche Oberfläche
(engl.: solvent accessible surface area, SASA) begünstigt.[87,100,269] Um nun die ge-
samte SASA zu minimieren und damit auf den Nukleationsprozess einzuwirken, ist
es sehr wahrscheinlich, dass TMAO die Bildung von Tubulin-Oligomeren begüns-
tigt, indem es das Monomer-Oligomer-Gleichgewicht auf die Seite des Oligomers,
der Nuklei, verschiebt. Anhand der Daten wird ersichtlich, dass TMAO in der La-
ge ist, die konformationelle Population von Tubulin-Heterodimeren zu einer mehr
elongationsfähigen Spezies zu verschieben, was anhand der verringerten kritischen
Konzentration und der erhöhten apparenten Wachstumsrate zu erkennen ist. An die-
ser Stelle sei zu erwähnen, dass in der Fachliteratur darüber berichtet wurde, dass
TMAO Mikrotubuli vor einer kälteinduzierten Depolymerisation schützt.[287]
In vielen Studien wurde gezeigt, dass TMAO in der Lage ist, Protein-Fibrillierungs-
und Polymerisationsreaktionen zu begünstigen und zu beschleunigen.[288–290] Aller-
dings können der detaillierte Arbeitsmechanismus von TMAO und die morpholo-
gischen Ergebnisse der Biopolymere sehr unterschiedlich sein. Beispielsweise zeigt
eine kürzlich durchgeführte Studie zur Bildung von Actinfilamenten, einer weiteren
Schlüsselkomponente des eukaryotischen Zytoskeletts, dass TMAO den Nukleations-
prozess beschleunigt und die kritische Konzentration durch Erhöhung der Assoziati-
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3 Modulation der Polymerisationskinetik von α/β-Tubulin
onsrate während des Elongationsprozesses reduziert,[291] was zu der morphologischen
Konsequenz führt, dass ausgedehnte Actinfilamente gebildet werden.[291]
Daher zeigen diese Daten, dass zusätzliche Interaktionen neben dem „preferenti-
al hydration effect“ auch beteiligt sein können, die die Population von „conforma-
tional (sub)states“ und damit die Gesamtpolymerisationsreaktion modulieren. Das
Endergebnis scheint in hohem Maße von den strukturellen Eigenschaften und der
chemischen Zusammensetzung des verwendeten Biomoleküls abhängig zu sein.
3.3.2 Einfluss von Harnstoff auf die Polymerisationskinetik
Als nächstes wurde der Einfluss von Harnstoff, als repräsentativen chaotropen Os-
molyten auf die Polymerisationreaktion von α/β-Tubulin untersucht. Dafür wurden
Polymerisationspuffer-Lösungen, die 0.1, 0.25 und 0.5 M Harnstoff enthielten, her-
gestellt. Abbildung 3.8 zeigt den Effekt von Harnstoff auf die Kinetik der Polymeri-
sationsreaktion von α/β-Tubulin bei einer Temperatur von 37 ◦C.
Die Zugabe von Harnstoff führt zu einer drastischen und konzentrationsabhängi-
gen Zunahme der Halbwertszeit t1/2 (Abbildung 3.3b) sowie der Verzögerungszeit
tlag (Abbildung 3.3c) der Polymerisation von 30 µM α/β-Tubulin bei einer Tempe-
ratur von 37 ◦C. In Anwesenheit von 0.5 M Harnstoff verlängert sich die Halbwerts-
zeit t1/2 der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-Tubulin um etwa 12 min und
die Verzögerungszeit tlag verdoppelt sich in etwa im Vergleich zur Polymerisation
von 30 µM α/β-Tubulin in reinem Polymerisationspuffer. Die apparente Wachstums-
rate kapp verringert sich um etwa 8.14± 0.41× 10−3 s−1 pro Mol an anwesendem
Harnstoff (Abbildung 3.3a und 3.4, Tabelle 3.1). Des Weiteren erfolgte die Unter-
suchung der Polymerisationsreaktion von 30µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 1
und 1.5 M Harnstoff. Allerdings verlangsamt sich die Polymerisation in Anwesen-
heit dieser beiden Konzentrationen so stark, dass in dem betrachteten Zeitraum
keine Änderung der Absorption beobachtet werden konnte und demzufolge keine
Polymerisation stattfand. Die Plateauwerte der unnormierten Turbidimetriedaten
(Steady-State-Phase) verringern sich mit steigender Harnstoff-Konzentration, was
darauf hindeuten könnte, dass während der Polymerisation weniger bzw. kürzere
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Abbildung 3.8 – Normierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei einer Wellen-
länge von 340 nm) der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-Tubulin in
Anwesenheit von 0.1, 0.25 und 0.5 M Harnstoff bei einer Temperatur von
37 ◦C. Die Daten sind hintergrundkorrigiert und zum besseren Vergleich
auf einer Skala von 0–100 % normiert. Gleichung 3.1 ist jeweils an das
kinetische Profil angepasst, um die Verzögerungszeit tlag, Halbwertszeit
t1/2 und die apparente Wachstumsrate kapp zu bestimmen.
Mikrotubuli gebildet werden (Abbildung 3.14 im Anhang des Kapitels). Die kri-
tische Konzentration von Tubulin verdoppelt sich fast in Anwesenheit von 0.5 M
Harnstoff von 9.42± 0.66 µM in reinem Polymerisationspuffer, auf 17.54± 5.73 µM
(Abbildung 3.5).
Wie schon zuvor bei den Untersuchungen der Polymerisationsreaktion von 30 µM
α/β-Tubulin in Anwesenheit von 0.5 M TMAO erfolgte auch hier eine zeitabhängige
Messung der statischen Fluoreszenzanisotropie, um die Polymerisation von 30 µM
α/β-Tubulin in Anwesenheit von 0.5 M Harnstoff zu untersuchen (Abbildung 3.6).
Im Vergleich zur Polymerisation in Abwesenheit von Coslventien lässt sich hier-
bei eine Retardierung der Polymerisationsreaktion erkennen, was gut mit den zuvor
durchgeführten Turbidimetrie-Messungen übereinstimmt. In der Steady-State-Phase
ergibt sich ein Plateauwert von r = 0.2680± 0.0003 und ist demzufolge signifikant
kleiner als bei den in reinem Polymerisationspuffer gebildeten Mikrotubuli, was dar-
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auf schließen lässt, dass weniger Mikrotubuli in Anwesenheit von Harnstoff gebildet
werden. Dies wird ebenso durch die aufgenommenen CLSM-Bilder bestätigt (Ab-
bildung 3.7), in denen sich erkennen lässt, dass zwar weniger Mikrotubuli gebildet
wurden, diese aber im Vergleich zu den in reinem Polymerisationspuffer gebildeten
Mikrotubuli nicht kürzer sind.
Da Harnstoff stärkere Wasserstoffbrücken-Bindungen mit dem Proteinrückgrat
bildet als mit dem Bulk -Wasser,[292] kann die beobachtete Retardierung und Inhibi-
tion, die in Anwesenheit von Harnstoff auftreten, evtl. durch eine partielle Entfaltung
der α/β-Tubulin-Heterodimere erklärt werden, wodurch die effektive Konzentration
der polymerisationsfähigen Tubulin-Konformationen verringert wird. Des Weiteren
induziert Harnstoff den Bruch von Wasserstoffbrücken-Bindungen und begünstigt
so Konformationen mit einer ausgedehnten, dem Lösungsmittel zugänglichen, Ober-
fläche (SASA).[116]
Der destabilisierenden Wirkung von Harnstoff, ein hochkonzentriertes Abfallpro-
dukt in Säugetiernieren, wird in vivo durch den Osmolyten TMAO, oftmals in ei-
nem physiologischen TMAO/Harnstoff-Verhältnis von 1:2, entgegengewirkt.[90,110,114]
Um zu testen, ob auch bei der Polymerisation von α/β-Tubulin ein kompensie-
render Effekt der beiden zuvor verwendeten Cosolventien vorliegt, erfolgte eine
Untersuchung der Polymerisationskinetik von 30 µM α/β-Tubulin in verschiedenen
TMAO/Harnstoff-Mischungen, die in Abbildung 3.9 abgebildet sind.
Durch die Zugabe von 0.25 M Harnstoff zu 0.25 M oder 0.5 M TMAO-Lösungen
wird der beschleunigende Effekt des Osmolyts TMAO verringert (Abbildung 3.3a).
Bei einem TMAO/Harnstoff Verhältnis von 1:2 erfolgt keine vollständige Kompensie-
rung der beiden gegenläufigen Effekte der verwendeten Cosolventien. Erst bei einem
TMAO/Harnstoff-Verhältnis von 2:1 wird die retardierende Wirkung von Harnstoff
auf die Polymerisationskinetik durch den Osmolyt TMAO kompensiert, was durch
ähnliche Halbwertszeiten t1/2 (Abbildung 3.3b) und Verzögerungszeiten tlag (Abbil-
dung 3.3c) ersichtlich wird (Tabelle 3.1). Im Gegensatz hierzu wurde herausgefun-
den, dass bei der Polymerisation von Actin ein TMAO/Harnstoff-Verhältnis von
etwa 1:2 benötigt wird, damit die beiden durch die Cosloventien induzierten Effek-
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Abbildung 3.9 – Normierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei einer Wellen-
länge von 340 nm)der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-Tubulin in
Anwesenheit von verschiedenen TMAO/Harnstoff-Mischungen bei einer
Temperatur von 37 ◦C. Die Daten sind hintergrundkorrigiert und zum
besseren Vergleich auf einer Skala von 0–100 % normiert. Gleichung 3.1
ist jeweils an das kinetische Profil angepasst, um die Verzögerungszeit tlag,
Halbwertszeit t1/2 und die apparente Wachstumsrate kapp zu bestimmen.
te kompensiert werden,[291] was im Einklang mit Ergebnissen aus weiteren Studien
zur Proteinstabilität steht.[197,238,239,268] Einige Molekül-Dynamik-Simulationen und
Neutronen-Streuexperimente deuten darauf hin, dass der Mechanismus der Gegen-
wirkung des TMAO-Effekts eher eine bevorzugte Solvatisierung von TMAO ist als
des Proteins durch Wasser und Harnstoff.[268,293] Die hier beobachteten kombinierten
Effekte der beiden Cosolventien auf die Polymerisation von α/β-Tubulin legen nahe,
dass die entgegen gerichtete Wirkung von TMAO auf Harnstoff nicht einfach durch
direkte Wechselwirkungen zwischen den beiden Cosolventien erklärt werden kann,
sondern eher das vollständige quarternäre System, bestehend aus TMAO, Harnstoff,
Wasser und Protein, betrachtet werden muss,[268] welches sensitiv von der Struktur,
der Hydrophobizität, Polarität bzw. Ladungsverteilung des Biomoleküls abhängt,
sowie von den Hydratationseigenschaften und der Art der beteiligten Reaktion.
Das TMAO/Harnstoff-Verhältnis für eine vollständige Kompensation des beschleu-
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nigenden Effekts von TMAO durch den retardierenden Effekt von Harnstoff auf die
Polymerisation von α/β-Tubulin variiert je nach Herkunft des Proteins. So reicht
beispielsweise bei der Polymerisation von α/β-Tubulin, welches aus Lammhirnen
extrahiert wurde, bereits ein TMAO/Harnstoff-Verhältnis von etwa 1:1 aus, um ei-
ne vollständige Kompensation der beiden beobachteten Effekte der Cosolventien
hervorzurufen (Abbildungen 3.18 und 3.20 und Tabelle 3.2). Die beiden Tubulin-
Spezies wurden auf dieselbe Art und Weise aufgereinigt, um sicherzustellen, dass
die erhaltenen Ergebnisse miteinander vergleichbar sind. Einziger Unterschied ist
die Zusammensetzung des Puffers, in welchem das Protein vor der Induzierung der
Polymerisation gelöst wurde.
3.3.3 Einfluss von Crowdern auf die Polymerisationskinetik
Die hier durchgeführten in vitro-Experimente entsprechen nicht genau den realen
in vivo Umgebungsbedingungen von α/β-Tubulin in der Zelle, weshalb nun so-
wohl mikro- als auch makromolekulare Crowder verwendet wurden, um die natür-
liche Umgebung von α/β-Tubulin in der Zelle besser zu imitieren. Aufgrund der
in der Zelle sich befindenden Crowding-Reagenzien wird das zur Verfügung stehen-
de Volumen eingeschränkt. Als makromolekularen Crowder wurde an dieser Stelle
das synthetische Polymer Ficoll® PM 70 verwendet, während als Mikrocrowder
dessen Monomerbaustein Saccharose Verwendung fand. Die Polymerisationskinetik
von 30 µM α/β-Tubulin wurde in Gegenwart von 10− 20Gew.-% Saccharose bzw.
10 − 20Gew.-% Ficoll® PM 70 spektroskopisch mittels Turbidimetrie-Messungen
bei einer Wellenlänge von λ = 340 nm und einer Temperatur von 37 ◦C untersucht.
3.3.3.1 Ficoll® PM 70
Abbildung 3.10 zeigt die normierten zeitlichen Änderungen der Absorption ∆ANorm
der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-Tubulin bei einer Wellenlänge von 340 nm
in Anwesenheit von 10, 15 und 20Gew.-% Saccharose sowie in Anwesenheit von 10
und 20Gew.-% Ficoll® PM 70 bei einer Temperatur von 37 ◦C.
In Anwesenheit des makromolekularen Crowders Ficoll® PM 70 ist eine drastische
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Abbildung 3.10 – Normierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei einer Wellen-
länge von 340 nm) der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-Tubulin
in Anwesenheit von 10, 15 und 20Gew.-% Saccharose sowie in Anwe-
senheit von 10 und 20Gew.-% Ficoll® PM 70 bei einer Temperatur von
37 ◦C. Die Daten sind hintergrundkorrigiert und zum besseren Vergleich
auf einer Skala von 0–100 % normiert. Gleichung 3.1 ist jeweils an das
kinetische Profil angepasst, um die Verzögerungszeit tlag, Halbwertszeit
t1/2 und die apparente Wachstumsrate kapp zu bestimmen.
Beschleunigung der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-Tubulin bei einer Tem-
peratur von 37 ◦C deutlich zu erkennen. Durch die Zugabe von 10Gew.-% Ficoll®
PM 70 erfolgt eine Beschleunigung der Polymerisationskinetik, was zu einer Abnah-
me der Verzögerungszeit ∆tlag um etwa 2 min (Abbildung 3.11c) sowie der Halbwerts-
zeit ∆t1/2 (Abbildung 3.11b) um etwa 4 min im Vergleich zur Polymerisation von
α/β-Tubulin in Abwesenheit des makromolekularen Crowders führt. Die apparente
Wachstumsrate kapp verdoppelt sich fast von 9.43± 0.23× 10−3 s−1 in reinem Po-
lymerisationspuffer auf 22.30± 1.39× 10−3 s−1 in Anwesenheit von 10Gew.-% des
synthetischen Polymers (Abbildung 3.11a). Die Beschleunigung der Polymerisations-
kinetik in Anwesenheit des makromolekularen Crowders Ficoll® PM 70 verstärkt
sich mit steigender Konzentration. Demzufolge ist eine spektroskopische Verfolgung
der Polymerisationskinetik in Anwesenheit von 15 und 20Gew.-% Ficoll® PM 70
109


































































































































































Abbildung 3.11 – Kinetik-Analyse der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-Tubulin in
An- und Abwesenheit von Crowdern bei einer Temperatur von 37 ◦C.
Saccharose: , Ficoll® PM 70: . a) Apparente Wachstumsrate kapp;
b) Halbwertszeiten t1/2; c) Verweilzeiten tlag.
nicht mehr möglich, da die Polymerisation bereits vor Start der Messung die sta-
tionäre Phase erreicht hatte, was mit dem Abschluss der Polymerisationsreaktion
gleichzusetzen ist (Abbildung 3.10). Der Einfluss von 10Gew.-% Ficoll® PM 70
auf die Polymerisationskinetik entspricht in etwa dem Einfluss von hohen TMAO-
Konzentrationen (Tabelle 3.1).
Die Morphologien der gebildeten Mikrotubuli in Anwesenheit des makromoleku-
laren Crowders Ficoll® PM 70 sind vielfältig, was anhand von aufgenommenen
CLSM-Bildern ersichtlich wird (Abbildung 3.12).
Auf den CLSM-Bilder (Abbildung 3.12) lässt sich erkennen, dass die in Anwesen-
heit von 20Gew.-% Ficoll® PM 70 gebildeten Mikrotubuli in der Länge variieren
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Tubulin + 20 Gew.-% Ficoll 70
+ 20 Gew.-% 
Saccharose
Abbildung 3.12 – Representative CLSM-Bilder der gebildeten Mikrotubuli in reinem Po-
lymerisationspuffer sowie in Anwesenheit von 20Gew.-% Ficoll® PM 70
und 20Gew.-% Saccharose. Die Fluoreszenzmarkierung erfolgte mithilfe
von Flutax-2. Die gezeigten Maßstabsbalken entsprechen 10 µm.
und sich scheinbar mehrere zusammenlagern.
3.3.3.2 Saccharose
Neben der Verwendung von Ficoll® PM 70 als makromolekularen Crowder erfolgte
ebenfalls die Untersuchung des Einflusses von Saccharose, einem Monomerbaustein
des verwendeten synthetischen Polymers, auf die Polymerisationsreaktion von 30 µM
α/β-Tubulin bei einer Temperatur von 37 ◦C als mikromolekularen Crowder. Wie
in Abbildung 3.10 deutlich zu erkennen ist, führt die Zugabe des mikromolekula-
ren Crowders Saccharose zu einer Retardierung der Polymerisationskinetik. Durch
die Erhöhung der Saccharose-Konzentration nehmen die Halbwertszeit t1/2 (Abbil-
dung 3.11b) sowie die Verzögerungszeit tlag (Abbildung 3.11c) der Polymerisations-
reaktion zu, während die apparente Wachstumsrate kapp mit steigender Saccharose-
Konzentration abnimmt (Abbildung 3.11a und Tabelle 3.1).
Bei der Betrachtung der aufgenommenen CLSM-Bilder von den in 20Gew.-%
Saccharose gebildeten Mikrotubuli (Abbildung 3.12) lässt sich deutlich erkennen,
dass sich die Länge der gebildeten Mikrotubuli signifikant reduziert hat.
Ficoll® PM 70 und Saccharose beeinflussen die Polymerisationskinetik von α/β-
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Tubulin, das aus Kalbs- bzw. Lammhirn extrahiert wurde, in gleichem Maße, wie es
in Abbildungen 3.19 und 3.20 und Tabelle 3.2 im Anhang ersichtlich wird.
Die hier beobachtete Retardierung der Polymerisationskinetik von α/β-Tubulin
in Anwesenheit von Saccharose ist vermutlich auf die erhöhte Viskosität der verwen-
deten Lösung zurückzuführen.[294] Des Weiteren könnten zusätzliche enthalpische
Effekte schwacher Natur ebenfalls dafür sorgen, dass die Polymerisationsgeschwin-
digkeit verringert wird.[274] Beispielsweise wurde eine ähnliche Wirkung von Sac-
charose für die Polymerisationsreaktion von Actinfilamenten und die Fibrillierung
von humanem Insel-Amyloidpolypeptid (hIAPP) gefunden.[196,295] Die vergleichende
Verwendung von Ficoll® PM 70 und Saccharose zeigt, dass die beschleunigende Wir-
kung des makromolekularen Crowders vorwiegend durch den ausgeschlossenen Vo-
lumeneffekt (engl.: excluded volume effect) von Ficoll® PM 70 verursacht wird,[296]
wodurch sich die effektive Proteinkonzentration erhöht, und nicht durch Änderun-
gen der Viskosität oder durch Auswirkungen enthalpischer Natur, wie beispielsweise
schwache Protein-Crowder-Wechselwirkungen.[297]
3.4 Zusammenfassung
Zusammenfassend wurde gezeigt, dass die Kinetik der Polymerisationsreaktion von
α/β-Tubulin, einer für die Zelldynamik und Motilität essentiell wichtigen moleku-
laren Reaktion, durch die Anwesenheit von biologisch relevanten Osmolyten und
Crowdern signifikant moduliert werden kann. Zur Untersuchung des Einflusses der
Osmolyte Trimethylamin-N -oxid (TMAO) und Harnstoff sowie den makromoleku-
laren Crowding-Effekt, der durch die Zugabe von Ficoll® PM 70 und dessen Mo-
nomerbaustein Saccharose simuliert wurde, auf die Polymerisationskinetik von α/β-
Tubulin wurden die biophysikalischen Methoden der Turbidimetrie, der statischen
Fluoreszenzanisotropie und Confocal Laser Scanning Microscopy verwendet.
Lebende Organismen akkumulieren eine hohe Konzentration an Osmolyten als
Reaktion auf vorhandene Stresssituationen, die beispielsweise durch Chemikalien,
einen hohen Salzgehalt, die Temperatur oder den umgebenen Druck hervorgerufen
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werden.[90,114,298] Zahlreiche Studien belegen, dass stabilisierendes TMAO und das
Denaturierungsmittel Harnstoff in bestimmten Verhältnissen in biologischen Fluiden
koexistieren.[90,114] In dieser Studie wurde gezeigt, dass TMAO die Polymerisations-
reaktion von α/β-Tubulin durch die thermodynamische und kinetische Begünstigung
der de novo Nukleationsreaktion beschleunigt, was wahrscheinlich auf die bevorzugte
Wechselwirkung von TMAO mit dem Lösungsmittel und nicht mit der Proteinober-
fläche zurückzuführen ist. Infolgedessen werden oligomere und polymere Zustände
des Proteins bevorzugt, um so die gesamte, dem Lösungsmittel zugängliche Ober-
fläche von Tubulin zu minimieren. Die gebildeten Nuklei werden durch die Anwe-
senheit von TMAO stabilisiert, wodurch das Monomer-Oligomer-Gleichgewicht in
Richtung des oligomeren Zustandes verschoben wird. Als Resultat dessen wird die
Polymerisationsreaktion von α/β-Tubulin beschleunigt und sowohl die Halbwerts-
zeiten t1/2 als auch die Verzögerungszeiten tlag herabgesetzt. Des Weiteren wurde
gezeigt, dass TMAO die Konformationspopulation der α/β-Tubulin-Heterodimere
in Richtung der elongationsfähigen verschiebt, was eine verringerte kritische Kon-
zentration cc und eine erhöhte Wachstumsrate kapp widergespiegelt. CLSM-Bilder
haben weiterhin gezeigt, dass die in Anwesenheit von TMAO gebildeten Mikrotu-
buli kürzer sind als jene, die in reiner Pufferlösung polymerisiert wurden. Studien
haben gezeigt, dass Mikrotubuli, die in Anwesenheit von TMAO gebildet wurden,
gegen eine kälteinduzierte Depolymerisation unempfindlich sind.[287]
Im Gegensatz zu TMAO sammelt sich das Stoffwechselprodukt Harnstoff bevor-
zugt in der Nähe des Proteinrückgrats und polaren Seitenketten des Proteins an,
wodurch Proteine durch direkte Wechselwirkungen destabilisiert werden, ohne dass
die umgebende Wasserstruktur signifikant beeinflusst wird.[103,116,299–301] In dieser
Studie wurde gezeigt, dass bereits moderate Konzentrationen an Harnstoff, wie bei-
spielsweise 0.1 bis 0.5 M, ausreichen, um α/β-Tubulin partiell zu entfalten bzw. das
Heterodimer in eine polymerisations-inkompetenten Konformation überführen, so-
dass die Polymerisationskinetik verlangsamt wird und das Gleichgewicht in Rich-
tung der Heterodimere, also dem unpolymerisierten Zustand, zu verschieben, wie es
anhand der erhöhten kritischen Konzentration cc ersichtlich ist. Infolgedessen wer-
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den weniger Nuklei gebildet und somit weniger auspolymerisierte Mikrotubuli. Des
Weiteren wurde gezeigt, dass dem retardierenden und destabilisierenden Effekt von
Harnstoff durch die Zugabe von TMAO entgegengewirkt werden kann. Dieser entge-
genwirkende Effekt ist am effektivsten bei einem TMAO/Harnstoff-Verhältnis von
etwa 2:1 für Tubulin, welches aus Kalbshirnen extrahiert wurde, und etwa 1:1 für
Tubulin, welches aus Lammhirnen extrahiert wurde. Bei diesen TMAO/Harnstoff-
Verhältnissen wurde der retardierende Effekt von Harnstoff und der beschleunigende
Effekt von TMAO auf die Polymerisationskinetik fast vollständig aufgehoben.
Unter makromolekularen Crowding-Bedingungen, die durch die Zugabe von Ficoll®
PM 70 simuliert wurden, erfolgte eine signifikante Beschleunigung der Polymerisa-
tionsreaktion von Tubulin, die auf das verringerte verfügbare Volumen in der dicht
gepackten Umgebung zurückzuführen ist. Aufgrund des ausgeschlossenen Volumen-
effekts werden kompaktere Konformationen von Tubulinspezies, wie beispielsweise
oligomere und polymere Zustände, begünstigt. Wieczorek et al. haben gezeigt, dass
andere makromolekulare Crowder, wie beispielsweise das Protein Bovine Serumalbu-
min (BSA), das Polysaccharid Dextran und das Polymer Polyethylenglycol (PEG),
eine ähnliche Wirkung auf die Polymerisationskinetik von Tubulin besitzen.[273] Ex-
perimente mit Saccharose zeigten in dieser Studie, dass zusätzliche Eigenschaften
einer dicht gepackten Zelle, wie beispielsweise eine erhöhte Viskosität oder schwache
nicht spezifische Wechselwirkungen, bei der Modulation der Polymerisationskinetik
von Tubulin eine untergeordnete Rolle spielen.
Zusammenfassend zeigen die Ergebnisse dieser Studie eindeutig, dass die generel-
len physikochemischen Eigenschaften der zytosolischen Umgebung selbst, wie bei-
spielsweise die Anwesenheit von Osmolyten oder makromolekularen Crowdern, das
Polymerisationsverhalten von Tubulin, einer essentiell wichtigen molekularen Re-
aktion, die die Dynamik und Motilität der Zelle steuert, signifikant beeinflussen
können, sodass diese Effekte bei einer Betrachtung von biomolekularen Assoziati-
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Abbildung 3.13 – Unnormierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei einer
Wellenlänge von 340 nm) der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-
Tubulin in Anwesenheit von 0.1, 0.25, 0.5, 1 und 1.5 M TMAO bei einer
Temperatur von 37 ◦C. Die Daten sind lediglich hintergrundkorrigiert.
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Abbildung 3.14 – Unnormierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei einer
Wellenlänge von 340 nm) der Polymerisationsreaktion von 30 µM α/β-
Tubulin in Anwesenheit von 0.1, 0.25 und 0.5 M Harnstoff bei einer
Temperatur von 37 ◦C. Die Daten sind lediglich hintergrundkorrigiert.
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Abbildung 3.15 – Unnormierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei ei-
ner Wellenlänge von 340 nm) der Polymerisationsreaktion von 30 µM
α/β-Tubulin in Anwesenheit von verschiedenen TMAO/Harnstoff-
Mischungen bei einer Temperatur von 37 ◦C. Die Daten sind lediglich
hintergrundkorrigiert.
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Abbildung 3.16 – Normierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei einer Wel-
lenlänge von 340 nm) der Polymerisationsreaktion von 30 µM Tubulin,
extrahiert aus Lammhirnen, in Anwesenheit von 0.25 and 0.5 M TMAO
bei einer Temperatur von 37 ◦C. Die Daten sind hintergrundkorrigiert
und zum besseren Vergleich normiert auf einer Skala von 0–100 %. Glei-
chung 3.1 ist jeweils an das kinetische Profil angepasst, um die Verzö-
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Abbildung 3.17 – Normierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei einer Wel-
lenlänge von 340 nm) der Polymerisationsreaktion von 30 µM Tubulin,
extrahiert aus Lammhirnen, in Anwesenheit von 0.25 and 0.5 M Harn-
stoff bei einer Temperatur von 37 ◦C. Die Daten sind hintergrundkorri-
giert und zum besseren Vergleich auf einer Skala von 0–100 % normiert.
Gleichung 3.1 ist jeweils an das kinetische Profil angepasst, um die Ver-
zögerungszeit tlag, Halbwertszeit t1/2 und die apparente Wachstumsrate
kapp zu bestimmen.
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Abbildung 3.18 – Normierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei einer Wel-
lenlänge von 340 nm) der Polymerisationsreaktion von 30 µM Tubu-
lin, extrahiert aus Lammhirnen, in Anwesenheit von verschiedenen
TMAO/Harnstoff-Mischungen bei einer Temperatur von 37 ◦C. Die Da-
ten sind hintergrundkorrigiert und zum besseren Vergleich auf einer Ska-
la von 0–100 % normiert. Gleichung 3.1 ist jeweils an das kinetische Pro-
fil angepasst, um die Verzögerungszeit tlag, Halbwertszeit t1/2 und die
apparente Wachstumsrate kapp zu bestimmen.
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Abbildung 3.19 – Normierte zeitliche Änderung der Absorption ∆ANorm (bei einer Wel-
lenlänge von 340 nm) der Polymerisationsreaktion von 30 µM Tubulin,
extrahiert aus Lammhirnen, in Anwesenheit von 10Gew.-% Saccharose
sowie in Anwesenheit von 10Gew.-% Ficoll® PM 70 bei einer Tempera-
tur von 37 ◦C. Die Daten sind hintergrundkorrigiert und zum besseren
Vergleich auf einer Skala von 0–100 % normiert. Gleichung 3.1 ist jeweils
an das kinetische Profil angepasst, um die Verzögerungszeit tlag, Halb-















































































































































































































































































































Abbildung 3.20 – Kinetik-Analyse der Polymerisationsreaktion von Tubulin, extrahiert
aus Lammhirnen, in An- und Abwesenheit von Cosolventien und Crow-
dern bei einer Temperatur von 37 ◦C. Harnstoff:, TMAO:, Saccharo-
se: , Ficoll® PM 70: . Farbverlauf der Harnstoff/TMAO-Mischungen
entspricht der Zusammensetzung. a) Apparente Wachstumsrate kapp;
b) Halbwertszeiten t1/2; c) Verweilzeiten tlag.
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4 Untersuchung des Einflusses
natürlicher Cosolventien auf
Mikrotubuli
Teile dieser Studie wurden in folgender Referenz veröffentlicht:
Schummel, P. H.; Jaworek, M. W.; Rosin, C.; Högg, J.; Winter, R. Exploring the Influence of
Natural Cosolvents on the Free Energy and Conformational Landscape of Filamentous Actin
and Microtubules. Phys. Chem. Chem. Phys., 2018, 20, 28400–28411.[302] Die gezeigten Daten
sind teilweise Bestandteil der Masterarbeit von Michel W. Jaworek. Die Durchführung der





Tubulin ist neben Actin ein weiteres essentielles Protein des Zytoskeletts, welches
in fast jeder eukaryotischen Zelle gefunden werden kann und ist verantwortlich für
die Morphogenese, die Polarität, die Generierung der Zellbeweglichkeit, die Bildung
des mitotischen Spindelapparats während der Zellteilung und für die Steuerung des
intrazellulären Transports.[241–243,303] Tubulin kann in vivo in mindestens zwei mor-
phologischen Zuständen gefunden werden, dem monomeren Zustand, der aus dem
α/β-Tubulin -Heterodimer besteht,[304] und dem polymeren Zustand, dem Mikrotu-
buli.[305] Das Heterodimer ist in der Lage, lineare Protofilamente mit einer Kopf-
Schwanz-Orientierung zu bilden, und 10-15 eben dieser Protofilamente können sich
seitlich anordnen, um einen Zylinder mit einem Durchmesser von etwa 25 nm zu
formen, das sogenannte Mikrotubuli.[244,256]
Die Proteinstabilität in wässrigen Lösungen und somit auch die Wechselwirkun-
gen und Reaktionen der Proteine können durch die Zugabe von Cosolventien oder
Osmolyten, die ebenfalls in biologischen Zellen vorkommen, verändert werden. Es ist
bekannt, dass biologisch relevante chemische Verbindungen, wie beispielsweise Koh-
lenhydrate, Polyole, Aminosäuren und Methylamine, den gefalteten Zustand eines
Proteins stabilisieren können, weshalb diese Verbindungen auch oftmals als che-
mische Chaperone bezeichnet werden, während chemische Verbindungen, wie bei-
spielsweise das Stoffwechselprodukt Harnstoff, als Denaturierungsmittel bezeichnet
werden, da diese den denaturierten Zustand begünstigen.[87,101,107,114,116]
Des Weiteren fanden Hatori et al. heraus, dass einige Osmolyte, wie beispielsweise
Trimethylamin-N -oxid (TMAO), das Gleichgewicht von polymerisierbaren Protei-
nen in Richtung des oligomeren Zustands verschieben können, während Harnstoff
den gegenteiligen Effekt besitzt.[107] Frühere Studien zur Untersuchung des Effekts
von TMAO und Harnstoff auf die Polymerisationsreaktion von Actin und Tubulin
haben gezeigt, dass Harnstoff die Kinetik von sowohl der Polymerisation von Actin
als auch der Bildung von Mikrotubuli verlangsamt, während die Anwesenheit des
Osmolyten TMAO die Kinetik beschleunigt.[107,108,240] Eine ausführliche Erläuterung
zu natürlichen Osmolyten kann dem Kapitel 1.3 und eine detaillierte Ausarbeitung
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Abbildung 4.1 – 3D-Bändermodell der Kristallstruktur von Mikrotubuli (PDB-Struktur:
5syg[306]). Das 3D-Bändermodell wurde mithilfe der Computersoftware
UCSF Chimera v.1.13.1 erstellt und modifiziert.[214]
der Studie über den Einfluss von Cosolventien auf die Polymerisationsreaktion von
Mikrotubuli kann dem Kapitel 3 entnommen werden.
Frühere Studien untersuchten oftmals eine Druckapplikation auf einfache biolo-
gisch relevante Systeme, wie Lipiddoppelschichten und monomere Proteine. [8,186,197,205,307,308]
Gross et al. zeigten beispielsweise, dass eine dicht gepackte Proteinstruktur, wel-
che nur wenige kleine Hohlräume aufgrund einer unvollständigen Packung aufweist,
eine minimale, dem hydrophoben Lösungsmittel zugängliche Oberfläche (engl. sol-
vent accessible surface area, SASA) und eine verringerte Menge an Ionenpaaren
innerhalb oder zwischen Seitenketten oder Untereinheiten zu einer erhöhten Druck-
stabilität führen.[60] Es gibt nur wenige Studien, die sich mit einer Druckappli-
kation auf komplexere biomolekulare Systeme und Reaktionen, wie beispielsweise
Stoffwechsel- und Signalprozesse oder Polymerisationsreaktionen, beschäftigen. Stu-
dien haben gezeigt, dass neben Druckeffekten auf Lipiddoppelschichten, die Poly-
merisationsreaktionen von Actin und Tubulin zu den druckempfindlichsten bioche-
mischen Prozessen zählen.[231,266,309–314] Ikkai und Ooi erforschten bereits im Jahr
1966 die Proteinstabilität von Actin bei erhöhtem Druck.[310] Dabei wurde gezeigt,
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dass Actin-Monomere (G-Actin) im Vergleich zu polymerisiertem, filamentösen Ac-
tin (F-Actin) wesentlich druckempfindlicher sind und der Druck das Gleichgewicht
der G-zu-F-Polymerisation in Richtung der Monomere verschiebt und F-Actin in
einem Druckbereich von 2500 bis 4000 bar denaturiert.[310]
In dieser Studie sollte die Struktur und Stabilität von Mikrotubuli, welches in
Abbildung 4.1 als 3D-Bändermodell dargestellt ist, in An- und Abwesenheit natür-
licher Osmolyte, wie TMAO, Harnstoff und Mischungen davon, über einen weiten
Temperatur- und Druckbereich mithilfe der Fourier-Transform-Infrarot (FTIR)-
Spektroskopie in Kombination mit dynamischer Differenzkalorimetrie (DSC) und
Druck-Perturbations-Kalorimetrie (PPC) untersucht werden, um ein tieferes, me-
chanistisches Verständnis der limitierten Temperatur- und Druckstabilität der Mi-
krotubuli in vivo zu erlangen.
4.2 Materialien und Methoden
4.2.1 Chemikalien und Probenpräparation
α/β-Tubulin wurde als aus Kalbshirnen extrahiertes Lyophilisat von dem Centre of
Biological Research (CSIS) (Madrid, Spanien) bezogen und bei einer Temperatur
von −80 ◦C gelagert. Im Vorfeld zu den eigentlichen Experimenten wurden jeweils
2 mg des Lyophilisats in Polymerisations-D2O-Puffer resuspendiert, welcher 80 mM
PIPES (1,4-Piperazin-diethansulfonsäure, pD 6.8), 6 mM MgCl2, 1 mM DTT (1,4-
Dithiothreitol), 1 mM EGTA [Ethylenglycol-bis(aminoethylether)-N,N,N’,N’ -tetra-
essigsäure] und 2.76 M Glycerin enthielt. Die Einstellung des pD-Wertes erfolgte
mittels Zugabe von NaOD bzw. DCl und wurde mithilfe einer herkömmlichen pH-
Elektrode bestimmt, wobei die Umrechnung des pH-Wertes in den pD-Wert mittels
der Gleichung pD = pH + 0.4 erfolgte.[315] Um den H/D-Austausch von Glycerin
gewährleisten zu können, wurde das Polyol in D2O gelöst und direkt im Anschluss
daran lyophilisiert. Nach dem Lösen des Tubulin-Lyophilisats in dem zuvor genann-
ten Polymerisations-D2O-Puffer wurden die jeweiligen Proben für 10 min auf Eis
gestellt, bevor diese bei 11 000 min−1 und 2 ◦C für 2 min zentrifugiert wurden, um
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potentielle Proteinaggregate zu entfernen.
Die Bestimmung der Tubulin-Konzentration erfolgte mithilfe der UV/Vis-Spektros-
kopie mit einer 1:200-Verdünnung in einer Lösung, die 1 % SDS (Natriumdodecylsul-
fat) und 10 mM Natriumphosphat (pH 6.8) beinhaltet. Dabei wurde die Absorption
bei einer Wellenlänge von λ = 280 nm bestimmt, um diese mit dem dazugehörenden
Extinktionskoeffizienten von ε280 = 1.15 mL mg−1 cm−1 in die vorliegende Protein-
konzentration umzurechnen.[278]
Um die Mikrotubuli-Bildung verfolgen zu können, wurde die Zunahme der Ab-
sorption in einem TECAN Infinite M200 Mikrotiterplatten-Spektrometer bei einer
Wellenlänge von λ = 340 nm und einer Temperatur von 37 ◦C in Zeitintervallen von
30 s gemessen, nachdem die Probe vorher jeweils 3 s lang geschüttelt wurde. Die
Induzierung der Polymerisationsreaktion erfolgte durch die Platzierung der Pro-
ben in eine auf 37 ◦C vorgewärmte 96-well Mikrotiterplatte nachdem 1 mM GTP
(Guanosin-5’-triphosphat) der Probenlösung hinzugegeben wurde. Nachdem der ge-
messene Absorptionswert für wenigstens 10 min sichtlich konstant schien, erfolgte
die Zugabe von 110µM Taxol zur Probenlösung in einem Verhältnis von 1:2 mit an-
schließender Inkubation bei einer Temperatur von 37 ◦C für 15 min, um das gebildete
Polymer zu stabilsieren und vor einer Depolymerisation zu schützen.
4.2.2 Temperatur- und druckabhängige
Fourier-Transform-Infrarot Spektroskopie
Temperaturabhängige Fourier-Transform Infrarot Spektroskopie (FTIR) Messungen
wurden in einem Nicolet 5700 der Firma Thermo Fisher Scientific (Waltham, MA,
USA) in einem Wellenzahlenbereich von 4000 bis 1100 cm−1 durchgeführt, welches
mit einem MCT-Detektor (HgCdTe, Quecksilber-Cadmium-Tellur) ausgerüstet ist
und eben dieser mithilfe von flüssigem Stickstoff gekühlt wird. Ein Probenvolumen
von ∼20 µL wurde zwischen zwei runden CaF2 (Calciumfluorid)-Fenstern mit den
Maßen 25 x 4 mm (Pike Technologies, Madison, WI, USA) platziert. Als Separator
diente ein 50 µm dicker Dichtungsring aus Mylar-Folie mit einem Innendurchmes-
ser von 10.5 mm, sodass sich ein effektives Probenvolumen von 4.3 µL ergibt. Die so
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assemblierte Probenzelle wurde anschließend in eine temperierbare Vorrichtung plat-
ziert. Die Temperatur, die in der Probenzelle vorliegt, wurde mithilfe eines digitalen
Thermometers gemessen und durch ein externes Wasserbad des Typs F32-HL der
Firma Julabo (Seelbach, Deutschland) mit einer Fehlertoleranz von ∆T = ±0.2 ◦C
geregelt.
Druckabhängige FTIR-Messungen wurden an einemMAGNA 550 der Firma Ther-
mo Fisher Scientific (Waltham, MA, USA), welches mit einem MCT-Detektor (Hg-
CdTe) ausgestattet ist, in einem Wellenzahlenbereich von 4000 bis 650 cm−1 und
einer Temperatur von 25 ◦C durchgeführt. Um die Proben einem Druck von bis zu
15 kbar (1.5 GPa) auszusetzen, fand eine membrangetriebene Diamantstempelzelle
(Diacell® VivoDAC) der Firma Almax easyLab (Diskmuide, Belgien) ihren Einsatz.
Zum kontrollierten Druckaufbau wurde ein automatisierter, pneumatisch geregelter
Druckregler der Firma GE (PACE 5000, vertrieben durch Almax easyLab, iGM Con-
troller) verwendet. Als Probenraum sowie Abstandshalter der beiden Diamantfenster
diente ein 50 µm dicker, aus Messing gestanzter Dichtungsring mit einem Außen-
durchmesser von 4 mm und einer zentrierten Bohrung mit einem Durchmesser von
0.5 mm, sodass sich ein effektives Probenvolumen von ∼9.8 nL ergibt. Dieser wurde
auf ein 730µm dickes Typ IIa Diamantfenster (Almax easyLab) gelegt und etwa
3 µL Probe auf die zentrierte Bohrung aufgebracht. Für eine akkurate Druckbestim-
mung wurde als interner Druckindikator die druckabhängige Bandenverschiebung
der SO 2–4 -Streckschwingung von Bariumsulfat (BaSO4) mit einer Absorptionsbande
bei ∼983 cm−1 (Atmosphärendruck) verwendet.[316]
Sowohl die druck- als auch die temperaturabhängigen FTIR-Experimente wur-
den mit einer Proteinkonzentration von 25 mg mL−1 durchgeführt. Die Temperatur
innerhalb der Probenzellen wurde mithilfe eines Digitalthermometers, dessen Genau-
igkeit bei ∆T = ±0.2 ◦C liegt, gemessen, während diese über ein externes Wasserbad
des Typs F32-HL der Firma Julabo (Seelbach, Deutschland) kontrolliert wurde, wo-
durch ein kontrollierbarer Temperaturbereich von 1 bis 98 ◦C geboten wurde. Zur
Gewährleistung eines guten Signal-Rausch-Verhältnisses wurde die Probenkammer
des Spektrometers kontinuierlich mit CO2-freier, trockener Luft gespült (Adsorpti-
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onstrockner Typ 15, Zander, Essen, Deutschland). Nachdem die Probenzelle in dem
jeweiligen FTIR-Spektrometer platziert wurde, erfolgte eine Wartezeit von bis zu
30 min um sicherzustellen, dass sich ein gutes Signal-Rausch-Verhältnis eingestellt
hat. Für jede eingestellte Temperatur bzw. jeden eingestellten Druck wurden mithilfe
der Spektralverarbeitungssoftware Omnic 7.2 (Thermo Fisher Scientific, Waltham,
MA, USA) 256 Spektren in Folge aufgenommen, diese jeweils zu einem resultieren-
den FTIR-Spektrum gemittelt und mit einer Happ-Genzel-Funktion angepasst.
Die aufgenommenen FTIR-Spektren wurden unter Zuhilfenahme des Softwarepakets
Thermo GRAMS / AI prozessiert und analysiert. Dazu erfolgte zunächst eine Sub-
traktion des Pufferspektrums und eine sich anschließende Glättung der Spektren. Im
Bereich der Amid-I’-Bande, die sich im Wellenzahlenbereich von 1700 bis 1600 cm−1
befindet, erfolgte eine Flächennormierung, damit druck- bzw. temperaturabhängige
Änderungen besser verglichen werden konnten. Dabei wurde jedes einzelne FTIR-
Spektrum in dem Amid-I’-Bandenbereich für sich integriert und anschließend jede








wobei das in Gleichung 4.1 auftretende x entweder für den Druck p oder die Tempe-




ANorm (ν˜, x) dν˜ = 1 (4.2)
Zur Identifikation einzelner Subbanden der Amid-I’-Bande, woraus eine Konfor-
mationsänderung des Proteins nachverfolgt werden kann, wurden im Anschluss an
die Flächennormierung der einzelnen Amid-I’-Banden jeweils die sogenannte Fou-
rier-Selbstentfaltung (engl.: Fourier Self-Deconvolution, FSD) durchgeführt, sowie
jeweils die 2. Ableitung gebildet und Differenzspektren herangezogen. Dabei können
128
4.2 Materialien und Methoden
Tabelle 4.1 – Sekundärstrukturelemente und Absorptionsbanden von Mikrotubuli im spek-
tralen Bereich der Amid-I’-Bande.[317]
Sekundärstrukturelement Absorptionsbereich / cm−1
Seitenketten < 1615
Intermolekulare β-Faltblätter ∼1615, ∼1684




Subbanden an den Positionen nachgewiesen werden, an denen sich ein Maximum im
FSD-Spektrum und zugleich ein Minimum im Spektrum der 2. Ableitung befindet.
Auf diese Art und Weise der Subbanden-Analyse konnten den vermessenen Mikro-
tubuli sieben Subbanden zugeordnet werden, deren Absorptionsbereiche in Tabelle
4.1 aufgelistet sind.
Die relativen Änderungen in der Population von Sekundärstrukturelementen kön-
nen unter Verwendung von sieben gemischter Gauß-Lorentz-Funktionen in einer Li-
nearkombination bestimmt werden. Da zuvor eine Flächennormierung der Amid-I’-
Bande stattgefunden hat, entspricht die Fläche unter der jeweils angepassten Kurve
dem Absorptionsbeitrag des jeweiligen Sekundärstrukturelements und gibt somit
dessen Population in der gerade vorliegenden Konformation an.[318]
Unter der Annahme, dass der beobachteten Proteinentfaltung bzw. der Proteindis-
soziation ein Zwei-Zustands-Modell zugrunde liegt, kann eine modifizierte Boltz-
mann-Funktion verwendet werden, um jeweils den druck- (Gleichung 4.3) bzw. tem-
peraturabhängigen (Gleichung 4.4) Verlauf der sigmoidalen Kurven der Populations-
änderung der Sekundärstrukturelemente mathematisch zu beschreiben. Die durch
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Bei diesem Zwei-Zustands-Modell entsprechen der native, also der gefaltete (F)
Zustand bzw. der entfaltete oder dissoziierte (U) Zustand des Proteins den Plateau-
werten der IR-Bandenintensitäten IF bzw. IU. Die Wendepunkte der sigmoidalen
Kurven entsprechen dem Übergangsdruck pm bzw. der Übergangstemperatur Tm,
bei denen jeweils 50 % native und entfaltete/dissoziierte Mikrotubuli vorliegen. Die
erhaltenen thermodynamischen Parameter ∆H und ∆V entsprechen der Änderung
der Standardreaktionsenthalpie (Van’t Hoffsche-Enthalpie, ∆H = ∆HvH) und
der Volumenänderung der Entfaltungsreaktion und können mithilfe der zuvor be-
schriebenen Gleichungen (4.3) und (4.4) direkt anhand einer Kurvenanpassung an
die experimentellen Daten bestimmt werden.[227]
Zur Bestimmung der druck- bzw. temperaturabhängigen thermodynamischen Pa-
rameter wurde jede Probe mindestens dreimal gemessen und wie zuvor beschrieben,
analysiert. Bei der Analyse der druck-induzierten Änderungen der Sekundärstruk-
turanteile wurde mithilfe einer globalen Funktionsanpassung der Gleichung (4.3)
an den jeweiligen Datensatz individuell angepasst. Dabei wurde ausschließlich der
Kurvenverlauf der α-Helices (∼1651 cm−1) berücksichtigt.
Bei der Analyse der thermisch-induzierten Änderungen der Sekundärstrukturan-
teile wurde mithilfe einer globalen Funktionsanpassung die Gleichung (4.4) an den je-
weiligen Datensatz individuell angepasst. Hierbei wurden ausschließlich die Kurven-
verläufe der α-Helices (∼1651 cm−1), der intramolekularen β-Faltblätter, die bei ei-
ner Wellenzahl von ∼1629 cm−1 absorbieren und der intermolekularen β-Faltblätter
(∼1618 und ∼1683 cm−1) verwendet. Zur thermodynamischen Analyse sowohl der
druck- als auch der temperaturabhängigen Messreihen wurden ausschließlich die
Änderungen der zuvor genannten Sekundärstrukturelemente verwendet, da diese
im Vergleich zu den Änderungen der restlichen Sekundärstrukturelemente, die zur
Kurvenanpassung an die Amid-I’-Bande verwendet wurden, eine hohe Druck- bzw.
Temperatursensitivität aufweisen. Die erhaltenen thermodynamischen Parameter
der einzelnen Datensätze wurden anschließend über die Anzahl der durchgeführten
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Experimente gemittelt, um sowohl qualitative als auch quantitative Rückschlüsse




Sowohl die dynamischen Differenzkalorimetrie- (engl. differential scanning calori-
metry, DSC) als auch die Druck-Perturbations-Kalorimetrie- (engl. pressure per-
turbation calorimetry, PPC) Experimente wurden an einem VP-DSC-System der
Firma MicroCal (Northampton, MA, USA) durchgeführt, welches mit dem benötig-
ten Zubehör für die Drucksprungtechnik ausgerüstet ist. Neben den Probenlösungen
wurden auch die Referenzlösungen mithilfe eines Vakuumentgasers entgast, damit
sich in den jeweiligen Zellen des Messsystems keine Luftblasen mehr bilden konn-
ten. Das Volumen der Proben- bzw. Referenzzelle beträgt jeweils etwa 0.5 mL. In
die Probenzelle wurde die zu untersuchende Proteinlösung und in die Referenzzelle
die jeweilige Pufferlösung eingefüllt. Für die DSC-Experimente wurde eine Prote-
inkonzentration von 1.2 g mL−1 verwendet, die in einem Temperaturbereich von 20
bis 90 ◦C bei einer Heizrate von 60 ◦C h−1 vermessen wurden. Aus den DSC-Kurven
kann die Änderung der Wärmekapazität ∆Cp während der Entfaltung erhalten wer-
den. Die Übergangstemperatur Tm und die kalorimetrische Enthalpieänderung ∆Hcal
des Entfaltungs- bzw. Dissoziationsprozesses von Mikrotubuli wurden mithilfe der
Auswertungssoftware MicroCal Origin 7 erhalten. Zur besseren Auswertung erfolgte
eine Basislinienkorrektur im Bereich des Übergangs der erhaltenen Thermogramme.
Mithilfe einer Fourier-Selbstentfaltung der Thermogramme konnten einzelne
Subbanden, die die verschiedenen Prozesse während der thermischen Entfaltung des
Proteins darstellen, identifiziert werden, sodass im Anschluss eine entsprechende
Anzahl an Gauss-Funktionen an den Peak des Thermogramms angefittet werden
konnte. Die Software Origin 2017Pro beinhaltet die kleine Anwendung Fourier
Self-Deconvolution und die Funktion Differentiate, die zur Berechnung der
FSD-Spektren bzw. der 2. Ableitung der DSC-Thermogramme verwendet wurden.
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Existiert bei der FSD ein positiver Peak und gleichzeitig bei der 2. Ableitung ein ne-
gativen Peak bei der gleichen Temperatur, so kann eine darunter liegende Subbande
mit dem Zentrum bei eben dieser Temperatur identifiziert werden. Die auf diese Art
ermittelten Subbanden bei den einzelnen Temperaturen konnten dann mithilfe des
Programms Peak Analysis der Software Origin 2017Pro an das experimentelles
DSC-Thermogramm angepasst werden.
Bei den PPC-Experimenten wurde eine Proteinkonzentration von 4 mg mL−1 ver-
wendet, die in einem Temperaturbereich von 25 bis 90 ◦C in Temperaturschritten
von 5 ◦C vermessen wurden. Für die Drucksprünge mit einer Amplitude von ±5 bar
wurde als Druckmedium Stickstoffgas (N2) verwendet. Alle Proben wurden auf die
selbe Art und Weise wie für die DSC-Experimente vorbereitet.
Für die thermodynamische Analyse der erhaltenen PPC-Daten wurde zunächst
eine Reihe von Referenzmessungen des entsprechenden Puffer vs. Puffer, Puffer
vs. deuteriertem Wasser (D2O) und D2O vs. D2O durchgeführt und mithilfe der
MicroCal Origin 7 Verarbeitungssoftware analysiert. Aus den zuvor durchgeführ-
ten Referenzmessungen wurden anschließend mithilfe der quadratischen Gleichung
ax/x + bx/x · t + cx/x · t2 die Parameter ax/x, bx/x und cx/x ermittelt, die neben der
verwendeten Mikrotubuli-Konzentration und dessen spezifischen Volumen für die
Bestimmung des thermischen Expansionskoeffizienten α benötigt werden. Des Wei-
teren erfolgte eine Subtraktion des Puffer vs. D2O-Thermogramms von dem Proben-
Thermogramm, um daraus die Temperaturabhängigkeit des thermischen Expansi-
onskoeffizienten α(T ) zu erhalten. Nach anschließender Basislinienkorrektur kann
mittels Integration der Peakfläche in dem Temperaturintervall des Übergangs von







α(T ) dT (4.5)
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4.3 Ergebnisse und Diskussion
Um einen tieferen Einblick in das temperatur- und druckabhängige Struktur- und
Phasenverhalten von Mikrotubuli zu erhalten, wurden Untersuchungen mittels Four-
ier-Transform-Infrarotspektroskopie (FTIR-Spektroskopie), Dynamischer Differenz-
kalorimetrie (DSC) und Druck-Perturbations-Kalorimetrie (PPC) in einem Tempe-
raturbereich von 20 bis 90 ◦C und einem Druckbereich von 1 bar bis 15 kbar (1.5 GPa)
durchgeführt. Aus den erhaltenen FTIR-spektroskopischen Daten können Informa-
tionen über Änderungen der Bindungsmuster von Wasserstoff-Brückenbindungen
und somit Rückschlüsse auf Konformationsänderungen der Sekundärstruktur des
Proteins gewonnen und assozierte thermodynamische Parameter wie beispielsweise
Änderungen der Enthalpie, der Entropie und des Volumens, die aus dem Entfaltungs-
bzw. Dissoziationsprozess der Mikrotubuli resultieren, abgeleitet werden. Die ver-
wendeten kalorimetrischen Methoden DSC und PPC liefern zusätzliche thermodyna-
mische Informationen über die Proteinentfaltung bzw. -dissoziation sowie Hydratations-
und Volumenänderungen der untersuchten Mikrotubuli.
Wie in Kapitel 4.2.2 beschrieben, wurden die aufgenommenen FTIR-Spektren hin-
tergrundkorrigiert, d.h., dass das jeweils dazugehörende Pufferspektrum vom Pro-
benspektrum subtrahiert wurde. Anschließend erfolgte eine Glättung und Flächen-
normierung im Bereich der Amid-I’-Bande. Die auf diese Art und Weise prozessier-
ten FTIR-Spektren sind in Abbildung 4.2 für Mikrotubuli in reinem Puffer für den
Temperaturbereich von 25 bis 78 ◦C exemplarisch abgebildet.
Dabei ist deutlich zu erkennen, dass die Intensität im Bereich der α-Helices, die
bei einer Wellenzahl von ∼1651 cm−1 absorbieren, mit steigender Temperatur ab-
nimmt, während im Absorptionsbereich der intermolekularen β-Faltblätter, die bei
den Wellenzahlen ∼1683 und ∼1618 cm−1 absorbieren, die Intensität mit steigender
Temperatur zunimmt.
Um die Amid-I’-Bande der verwendeten Mikrotubuli hinsichtlich ihrer Temperatur-
Die hier gezeigten FTIR-spektroskopischen Daten sind Bestandteil der Masterarbeit von Michel
W. Jaworek. Die Durchführung der Messungen sowie die Auswertung der Daten erfolgte durch
Michel W. Jaworek unter Betreuung des Autors. Die Auswertung der kalorimetrischen Daten
erfolgte durch den Autor
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Abbildung 4.2 – Temperaturabhängigkeit der flächennormierten Amid-I’-Bande von Mi-
krotubuli bei Atmosphärendruck. Der Farbverlauf von lila nach rot ent-
spricht dem Temperaturgradienten und damit dem Übergang von dem
nativen in den entfalteten/dissoziierten Zustand bzw. in eine Form der
Aggregation.
und Druckabhängigkeit untersuchen zu können, erfolgte im Anschluss an deren Pro-
zessierung eine Subbandenanalyse eben dieser, damit die Zusammensetzung der Se-
kundärstruktur im nativen Zustand bestimmt werden kann. Mithilfe zweier ma-
thematischer Methoden, zum einen der Bildung der 2. Ableitung und zum ande-
ren die Anwendung einer Fourier-Selbstentfaltung-Funktion (FSD), erfolgte eine
Bestimmung bezüglich Anzahl und Lage der einzelnen Subbanden der einzelnen
Sekundärstrukturanteile unter der betrachteten Amid-I’-Bande, die spektral nicht
aufgelöst werden konnten. In Abbildung 4.3 sind zum einen die temperaturabhän-
gigen FSD-Spektren (4.3a) und zum anderen die temperaturabhängigen 2. Ablei-
tungen der flächennormierten Amid-I’-Bande (4.3b) der untersuchten Mikrotubuli
in reinem Puffer bei Atmosphärendruck abgebildet. Es lässt sich anhand der beiden
Graphen wiederum deutlich erkennen, dass der Anteil an α-Helices mit steigen-
der Temperatur abnimmt, erkennbar an der temperaturabhängigen Zunahme der
Intensität im FSD-Spektrum bzw. der temperaturabhängigen Abnahme der Inten-
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b) 2. Ableitungen
Abbildung 4.3 – Temperaturabhängige Änderung der Sekundärstruktur von Mikrotubuli.
a) Temperaturabhängige Selbstentfaltungsspektren der flächennormier-
ten Amid-I’-Bande von Mikrotubuli bei Atmosphärendruck. Subbanden
der einzelnen Sekundärstrukturelemente können bei vorhanden Maxima
gefunden werden. b) 2. Ableitung der flächennormierten Amid-I’-Bande
von Mikrotubuli. Die Anzahl und die Lage der einzelnen Subbanden der
Sekundärstruktrukturelemnte stimmt mit der Lage der vorhandenen Mi-
nima überein.
sität im Spektrum der 2. Ableitung bei einer Wellenzahl von ∼1651 cm−1, während
der Anteil an intermolekularen β-Faltblättern, welche bei Wellenzahlen von ∼1618
und ∼1683 cm−1 absorbieren, in dem betrachteten Temperaturintervall ansteigen,
was anhand des entgegengesetzten Verhaltens des temperaturabhängigen Intensi-
tätsverlaufs im FSD-Spektrum und in der 2. Ableitung an der jeweiligen Position
zu erkennen ist.
Befindet sich im Selbstentfaltungsspektrum ein positiver Peak und gleichzeitig an
der selben Position im Spektrum der 2. Ableitung ein Minimum, so kann an dieser
Position eine Subbande nachgewiesen werden. Bei dieser Subbandenanalyse wurde
die Publikation von de Pereda et al. herangezogen, um die Lage und Anzahl der
gefundenen Subbanden miteinander abgleichen zu können (vgl. Tabelle 4.1).[317] In
Abbildung 4.4 sind sowohl die experimentell bestimmte Amid-I’-Bande als auch die
zur Subbandenanalyse benötigten Spektren der Fourier-Selbstentfaltung und der
2. Ableitung zum besseren Vergleich gemeinsam abgebildet. Hierbei ist deutlich das
gegenläufige Verhalten der auftretenden Maxima im FSD-Spektrum im Vergleich zu
den an derselben Position in der 2. Ableitung auftretenden Minima zu erkennen. Aus
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Abbildung 4.4 – Experimentell bestimmte Amid-I’-Bande von Mikrotubuli (•) bei Atmo-
sphärendruck und 25 ◦C sowie die durch Subbanden gebildete Funktions-
anpassung (−). Die Bestimmung der Subbanden erfolgte durch Bildung
des FSD-Spektrums ( - -) und der 2. Ableitung (· · · ).
der Subbandenanalyse resultieren sieben Subbanden, die im Superpositionsprinzip
an die experimentell bestimmte Amid-I’-Bande angepasst wurden und ebenfalls zur
Verdeutlichung in Abbildung 4.4 abgebildet sind.
Wie bereits zuvor erwähnt, sind die am meisten betroffenen Sekundärstruktur-
elemente während einer Temperaturerhöhung α-Helices, welche bei einer Wellen-
zahl von ∼1651 cm−1 absorbieren, intramolekulare β-Faltblätter, die eine Absorp-
tionsbande bei ∼1629 cm−1 besitzen, sowie intermolekulare β-Faltblätter mit Ab-
sorptionsbanden bei ∼1618 und ∼1683 cm−1, die sich aufgrund einer Aggregation
bei höheren Temperaturen ausbilden. Neben diesen genannten Banden der Sekun-
därstrukturelemente wurden auch solche verwendet, die entweder erst bei höheren
Temperaturen auftreten oder zur Verbesserung der Qualität der Funktionsanpassung
beitragen, innerhalb der Kurvenanpassung allerdings konstant gehalten wurden, wie
beispielsweise Schleifen mit einem Absorptionsmaximum bei ∼1668 cm−1.
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Abbildung 4.5 – Temperaturabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Abwesenheit von
Cosolventien. a) FSD-Spektrum der Amid-I’-Bande von Mikrotubuli bei
einer Temperatur von 25 ◦C (−), bei der Übergangstemperatur Tm (−)
und bei einer Temperatur von 75 ◦C (−), sowie die dazugehörenden 2.
Ableitungen, dargestellt als gestrichelte Linien in den entsprechenden
Farben. b) Temperaturabhängige Änderung der Sekundärstrukturele-
mente von Mikrotubuli. Linien repräsentieren die Funktionsanpassung
des abgewandelten Boltzmann-Fits (4.4).  intermolekulare β-Faltblätter
(1683 cm−1), • Schleifen (1669 cm−1), N α-Helices (1651 cm−1), H Zufalls-
knäuel (1637 cm−1),  intramolekulare β-Faltblätter (1629 cm−1), J in-
termolekulare β-Faltblätter (1618 cm−1), I Seitenketten (<1615 cm−1).
In einer CryoEM Studie wurde herausgefunden, dass die Sekundärstruktur des
α/β-Tubulin Heterodimers ∼39 % α-Helices und ∼13 % β-Faltblättern enthält,[242]
was in guter Übereinstimmung mit den hier mittels FTIR-Spektroskopie bestimmten
Sekundärstrukturanteilen ist, wobei kleinere Unterschiede in der Zusammensetzung
auf die unterschiedlichen Absorptionskoeffizienten der verschiedenen Sekundärstruk-
turelemente zurückzuführen sind. Da in der folgenden Untersuchung lediglich relative
Änderungen des jeweiligen Sekundärstrukturelements betrachtet werden, kann der
absolut bestimmte Anteil des jeweiligen Sekundärstrukturelements vernachlässigt
werden.
In Abbildung 4.5a sind beispielhaft temperaturabhängige FSD-Spektren den da-
zugehörenden 2. Ableitungen der Amid-I’-Bande von Mikrotubuli bei Atmosphä-
rendruck und charakteristischen Temperaturen gegenübergestellt. Diese Gegenüber-
stellung dient, wie bereits zuvor beschrieben, zur genauen Bestimmung der Lage
der einzelnen Subbanden. Anhand dieser Abbildung ist bereits deutlich zu erken-
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nen, dass mit steigender Temperatur der Anteil an helikalen Strukturen, welche eine
Absorptionsbande bei ∼1651 cm−1 besitzen, abnimmt, während der Anteil an in-
termolekularen β-Faltblättern, mit Absorptionsbanden bei ∼1618 und ∼1683 cm−1,
mit steigender Temperatur zunimmt.
Im Anschluss an die Subbandenanalyse und die Bandenanpassung, kann der pro-
zentuale Anteil der einzelnen Sekundärstrukturelemente temperaturabhängig ermit-
telt werden, welcher in Abbildung 4.5b dargestellt ist. Hierbei ist wiederum deutlich
zu erkennen, dass mit steigender Temperatur der Anteil der vorhanden α-Helices und
intramolekularen β-Faltblättern abnimmt, während der Anteil der intermolekularen
β-Faltblätter zunimmt.
In dem Temperaturbereich zwischen 25 und 55 ◦C sind keine signifikanten Ver-
änderungen in den Anteilen der Sekundärstrukturelemente zu beobachten. Ab ei-
ner Temperatur von ∼55 ◦C beginnt der thermische Entfaltungsprozess, der von
einer geringen Abnahme des helikalen Anteils (∼− 5 %) und an intramolekularen
β-Faltblättern (∼− 4 %), deren Absorptionsbande bei ∼1629 cm−1 liegt, begleitet
wird. Während dieser partiellen thermischen Entfaltung der Mikrotubuli bilden sich
antiparallele intermolekulare β-Faltblätter aus, die bei Wellenzahlen von ∼1618 und
∼1683 cm−1 absorbieren. Die relative Zunahme dieser antiparallelen intermolekula-
ren β-Faltblätter während des temperaturinduzierten Entfaltungsprozess beträgt
∼10 % und ist ein Indiz dafür, dass die vorhanden Mikrotubuli bei höheren Tempe-
raturen aggregieren (Abbildung 4.5b). Somit beträgt die gesamte relative Änderung
der Zusammensetzung der Sekundärstrukturelemente etwa 19 %. Mithilfe der abge-
wandelten Boltzmann-Funktion in Gleichung (4.4) kann die Entfaltungstemperatur
Tm, an welcher 50 % der vorhanden Mikrotubuli im nativen und 50 % im entfalteten
Zustand vorliegen, zu 62.8± 0.4 ◦C und eine Van’t Hoffsche-Enthalpieänderung
∆HvH zu 456± 32 kJ mol−1 für den thermisch-induzierten strukturellen Übergang
bestimmt werden.
Zur Erforschung, ob der hier betrachte thermische Übergang von reversibler Na-
tur ist, wurde eine Probe von Mikrotubuli in Abwesenheit von Cosolventien bei At-
mosphärendruck und 25.7 ◦C spektroskopisch vermessen. Im Anschluss wurde diese
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Abbildung 4.6 – Temperaturabhängige Änderung der Sekundärstrukturelemente in reiner
Pufferlösung bei Atmosphärendruck und 25.7 ◦C (), nach Erwärmung
auf 77.5 ◦C () und nach erneuter Abkühlung auf 30.0 ◦C () zeigen eine
partielle Irreversibilität des thermischen Entfaltungsprozesses.
Probe auf eine Temperatur von 77.5 ◦C erwärmt, bevor jene dann wiederum auf eine
Temperatur von 30.0 ◦C abgekühlt und jeweils vermessen wurde. Bei dieser tempe-
raturabhängigen Messung ergaben sich die in Abbildung 4.6 dargestellten Anteile
der Sekundärstrukturelemente. Dabei ist deutlich zu erkennen, dass es sich bei dem
hier betrachteten thermischen Übergang der vermessen Mikrotubuli um einen parti-
ell irreversiblen Prozess handelt, was anhand der zumeist deutlich unterschiedlichen
Anteile der Sekundärstrukturelemente vor und nach Erwärmung zu erkennen ist.
Aufgrund dieser partiellen irreversiblen Natur des themisch-induzierten Über-
gangs von Mikrotubuli (Abbildung 4.6), die auch bei den meisten Proteinen vorliegt,
sollten die ∆HvH-Werte sorgfältig berücksichtigt und nicht als Absolutwerte betrach-
tet werden, können jedoch zum Vergleich mit den Ergebnissen dienen, die aus den
temperaturabhängigen Messungen von Mikrotubuli in Anwesenheit verschiedener
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Abbildung 4.7 – Experimentell bestimmtes Thermogramm von Mikrotubuli in Abwesen-
heit von Cosolventien. Die experimentellen Daten (•) wurden durch An-
wendung einer Fourier-Selbstentfaltung (FSD) analysiert, um die zu-
grunde liegenden Teilprozesse des gesamten thermischen Entfaltungspro-
zesses von Mikrotubuli aufzudecken. Dabei wurden drei Peaks gefunden,
die mithilfe von Gauss-Funktionen (−−) an die experimentellen Daten
angepasst wurden (−).
Cosolventien erhalten werden.[35,320,321]
Abbildung 4.7 zeigt das DSC-Thermogramm von Mikrotubuli in reiner Pufferlö-
sung in einem Temperaturbereich von 59 bis 75 ◦C, das einen breiten Peak zwischen
60 ◦C und 73 ◦C aufweist.[322] Die Analyse der DSC-Peakform durch Anwendung
einer Fourier-Selbstentfaltung (FSD) legt nahe, dass der Entfaltungsprozess von
Mikrotubuli zweiphasig ist, wobei Übergangstemperaturen bei 63.2 ◦C (Peak 1) bzw.
67.1 ◦C (Peak 2) auftreten (Tabelle 4.2).
Das et al. fanden heraus, dass der thermische Entfaltungsprozess des α/β-Tubulin-
Heterodimers, dem Baustein der Mikrotubuli, ebenfalls auf einem zweiphasigen Pro-
zess basiert, der wahrscheinlich auf einem sequentiellen Entfaltungs- oder Dissozia-
tionsprozess der beiden Untereinheiten der Heterodimere beruht.[323]
Bei den hier untersuchten Mikrotubuli können die DSC-Peaks 1 und 2 daher der
partiellen Entfaltung und/oder Dissoziation der α/β-Tubulin-Untereinheiten zu-
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Tabelle 4.2 – Durch DSC bestimmte sequentielle Übergangstemperaturen Tm,i und appa-
rente Gesamtenthalpieänderungen ∆H◦cal von Mikrotubuli in reiner Pufferlö-
sung und in Anwesenheit von 0.5 M Harnstoff und 1 M TMAO.
Cosolvens Tm,1, Tm,2, Tm,3 / ◦C ∆Hcal / kJ mol−1
Keins 63.2, 67.1, 70.2± 0.1 751± 43
0.5 M Harnstoff 59.6, 63.5, 65.6± 0.1 570± 49
1 M TMAO 68.3, 71.6, 85.0± 0.1 798± 56
geschrieben werden, worauf eine exotherm irreversible Aggregation folgt, die sich
anhand von Peak 3 bei einer Temperatur von 70.2 ◦C erkennen lässt. Die DSC-
Daten stimmen gut mit den in dieser Studie durchgeführten temperaturabhängi-
gen FTIR-Messungen überein, d.h. die entsprechenden Änderungen der Sekundär-
strukturelemente treten im gleichen Temperaturbereich auf, in dem Änderungen im
DSC-Thermogramm auftreten. Die Gesamtintegration über den Übergangspeak des
DSC-Thermogramms führt zu einer apparenten kalorimetrischen Enthalpieänderung
∆H◦cal von 751 kJ mol−1. Diese ist fast doppelt so groß wie die spektroskopisch be-
stimmte Van’t Hoffsche-Enthalpieänderung ∆H◦vH, die auf einem vereinfachten
Zwei-Zustands-Übergangsmodell beruht und wiederum aufgrund der partiellen Ir-
reversibilität des Entfaltungsprozesses keine echten thermodynamischen Daten dar-
stellt und lediglich zum Vergleich untereinander herangezogen werden kann.
Im Anschluss erfolgte die Untersuchung des Einflusses natürlicher Osmolyte auf
die thermische Proteinstabilität von Mikrotubuli. In Abbildung 4.8 sind die tem-
peraturabhängigen FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit von 1 M TMAO,
in Abbildung 4.9 in Anwesenheit von 2 M TMAO, in Abbildung 4.10 in Anwesen-
heit von 0.5 M Harnstoff und in Abbildung 4.11 in Anwesenheit von 1 M Harnstoff
abgebildet.
Jede Abbildung besteht aus vier Teilgraphen. Neben der temperaturabhängigen
Entwicklung der flächennormierten Amid-I’-Bande (Abbildungen 4.8a, 4.9a, 4.10a
und 4.11a) sind die prozessierten FSD-Spektren (Abbildungen 4.8b, 4.9b, 4.10b und
4.11b), die aus den Amid-I’-Banden gebildeten 2. Ableitungen (Abbildungen 4.8c,
4.9c, 4.10c und 4.11c) und die aus der Subbandenanalyse resultierenden Anteile der
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d) Population der Sekundärstrukturelemente
Abbildung 4.8 – Temperaturabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit von
1 M TMAO in einem Temperaturbereich von 25 bis 76 ◦C. a) Tempe-
raturabhängige Amid-I’-Bande. b) Temperaturabhängige FSD-Spektren
der Amid-I’-Bande. c) Temperaturabhängige 2. Ableitungen der Amid-
I’-Bande. d) Temperaturabhängige Änderung der Sekundärstrukturele-
mente von Mikrotubuli in Anwesenheit von 1 M TMAO. Linien repräsen-
tieren die Funktionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (4.4).
 intermolekulare β-Faltblätter (1683 cm−1), • Schleifen (1669 cm−1), N
α-Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel (1637 cm−1),  intramolekulare
β-Faltblätter (1629 cm−1), J intermolekulare β-Faltblätter (1618 cm−1),
I Seitenketten (<1615 cm−1).
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Abbildung 4.9 – Temperaturabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit von
2 M TMAO in einem Temperaturbereich von 25 bis 75 ◦C. a) Tempe-
raturabhängige Amid-I’-Bande. b) Temperaturabhängige FSD-Spektren
der Amid-I’-Bande. c) Temperaturabhängige 2. Ableitungen der Amid-
I’-Bande. d) Temperaturabhängige Änderung der Sekundärstrukturele-
mente von Mikrotubuli in Anwesenheit von 2 M TMAO. Linien repräsen-
tieren die Funktionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (4.4).
 intermolekulare β-Faltblätter (1683 cm−1), • Schleifen (1669 cm−1), N
α-Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel (1637 cm−1),  intramolekulare
β-Faltblätter (1629 cm−1), J intermolekulare β-Faltblätter (1618 cm−1),
I Seitenketten (<1615 cm−1).
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Abbildung 4.10 – Temperaturabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit
von 0.5 M Harnstoff in einem Temperaturbereich von 25 bis 70 ◦C. a)
Temperaturabhängige Amid-I’-Bande. b) Temperaturabhängige FSD-
Spektren der Amid-I’-Bande. c) Temperaturabhängige 2. Ableitungen
der Amid-I’-Bande. d) Temperaturabhängige Änderung der Sekundär-
strukturelemente von Mikrotubuli in Anwesenheit von 0.5 M Harn-
stoff. Linien repräsentieren die Funktionsanpassung des abgewandel-
ten Boltzmann-Fits (4.4).  intermolekulare β-Faltblätter (1683 cm−1),
• Schleifen (1669 cm−1), N α-Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel
(1637 cm−1),  intramolekulare β-Faltblätter (1629 cm−1), J intermo-
lekulare β-Faltblätter (1618 cm−1), I Seitenketten (<1615 cm−1).
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Abbildung 4.11 – Temperaturabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit
von 1 M Harnstoff in einem Temperaturbereich von 25 bis 76 ◦C. a)
Temperaturabhängige Amid-I’-Bande. b) Temperaturabhängige FSD-
Spektren der Amid-I’-Bande. c) Temperaturabhängige 2. Ableitungen
der Amid-I’-Bande. d) Temperaturabhängige Änderung der Sekun-
därstrukturelemente von Mikrotubuli in Anwesenheit von 1 M Harn-
stoff. Linien repräsentieren die Funktionsanpassung des abgewandel-
ten Boltzmann-Fits (4.4).  intermolekulare β-Faltblätter (1683 cm−1),
• Schleifen (1669 cm−1), N α-Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel
(1637 cm−1),  intramolekulare β-Faltblätter (1629 cm−1), J intermo-
lekulare β-Faltblätter (1618 cm−1), I Seitenketten (<1615 cm−1).
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a) Mikrotubuli + 1 M TMAO
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b) Mikrotubuli + 0.5 M Harnstoff
Abbildung 4.12 – Experimentell bestimmte DSC-Thermogramme von Mikrotubuli in in
Anwesenheit von a) 1 M TMAO und b) 0.5 M Harnstoff. Die ex-
perimentellen Daten (•) wurden durch Anwendung einer Fourier-
Selbstentfaltung (FSD) analysiert, um die zugrunde liegenden Teilpro-
zesse des gesamten thermischen Entfaltungsprozesses von Mikrotubuli
in Anwesenheit von 1 M TMAO bzw. 0.5 M Harnstoff aufzudecken. Da-
bei wurden drei Peaks gefunden, die mithilfe von Gauss-Funktionen
(−−) an die experimentellen Daten angepasst wurden (−).
Sekundärstrukturelemente (Abbildungen 4.8d, 4.9d, 4.10d und 4.11d) als Funktion
der Temperatur grafisch dargestellt.
Die durchgeführten FTIR-spektroskopischen Messungen an Mikrotubuli in Anwe-
senheit von TMAO und Harnstoff wurden mit DSC-Messungen ergänzt, deren Ther-
mogramme in Abbildung 4.12 dargestellt sind. Es lässt sich anhand der Abbildungen
4.10, 4.11 und 4.12b deutlich erkennen, dass die Anwesenheit von Harnstoff die ther-
mische Stabilität der Mikrotubuli signifikant beeinflusst. Die FTIR-spektroskopisch
ermittelte Entfaltungstemperatur von Mikrotubuli in Anwesenheit von 0.5 M Harn-
stoff nimmt um ∼6 ◦C ab, während die ermittelte Änderung der Van’t Hoffschen
Enthalpie höher ist im Vergleich zu der Probe in reiner Pufferlösung.
In Anwesenheit von 1 und 2 M TMAO verschiebt sich der thermische Entfal-
tungsprozess hin zu höheren Temperaturen (Abbildung 4.8d und 4.9d). Dabei er-
höht sich die Entfaltungstemperatur von 62.8± 0.4 ◦C in reiner Pufferlösung um
∆T = 2.5 ◦C auf 65.3± 0.2 ◦C in Anwesenheit von 1 M TMAO und erhöht sich wei-
ter auf 66.6± 0.3 ◦C in Anwesenheit von 2 M TMAO (Tabelle 4.3). Die ermittelte
Änderung der Van’t Hoffschen Enthalpie ∆H◦vH von Mikrotubuli in Anwesenheit
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Tabelle 4.3 – Durch FTIR-Spektroskopie bestimmte Übergangstemperaturen Tm und Än-
derungen der Van’t Hoffschen Enthalpie ∆H◦vH von Mikrotubuli in rei-
ner Pufferlösung und in Anwesenheit von verschiedenen Konzentrationen an
Harnstoff, TMAO und Harnstoff-TMAO-Mischungen.
Cosolvens Tm / ◦C ∆H◦vH / kJ mol−1
Keins 62.8± 0.4 456± 32
0.5 M Harnstoff 56.4± 0.7 880± 144
1 M Harnstoff 52.9± 0.4 733± 60
1 M TMAO 65.3± 0.2 466± 30
2 M TMAO 66.6± 0.3 441± 47
0.5 M Harnstoff + 0.5 M TMAO 60.8± 0.6 688± 53
0.5 M Harnstoff + 1 M TMAO 63.4± 0.5 588± 92
von 1 und 2 M TMAO ändert sich nicht wesentlich im Vergleich zu der Probe in
reiner Pufferlösung, was darauf hinweist, dass der Entfaltungsmechanismus selbst
nicht beeinflusst wird. Diese Ergebnisse stimmen mit mehreren Studien überein, die
gezeigt haben, dass TMAO die Proteinstabilität aufgrund ungünstiger Wechselwir-
kungen zwischen dem Osmolyten und dem Proteinrückgrat verbessern kann, ohne in
direkter Wechselwirkung mit dem Protein zu treten (excluded volume effect).[104,116]
Um die kombinierte Wirkung der beiden verwendeten Cosolventien zu untersu-
chen, erfolgten temperaturabhängige FTIR-spektroskopische Messungen von Mikro-
tubuli in Anwesenheit von verschiedenen TMAO-Harnstoff-Gemischen, deren Ergeb-
nisse in Abbildungen 4.13 und 4.14 dargestellt sind. Wiederum ist die temperatur-
abhängige Entwicklung der Amid-I’-Bande (Abbildung 4.13a und 4.14a) den prozes-
sierten FSD-Spektren (Abbildung 4.13b und 4.14b) und den aus der Amid-I’-Bande
gebildeten 2. Ableitung (Abbildung 4.13c und 4.14c) gegenübergestellt, die zur Er-
mittlung der Anteile der Sekundärstrukturelemente (Abbildung 4.13d und 4.14d)
dienten.
Anhand der temperaturabhängigen Entwicklung der Amid-I’-Bande von Mikro-
tubuli in Anwesenheit von 0.5 M Harnstoff und 0.5 M TMAO (Abbildung 4.13a)
sowie in Anwesenheit von 0.5 M Harnstoff und 1 M TMAO (Abbildung 4.14a) lässt
sich mit steigender Temperatur deutlich eine Intensitätsabnahme der Amid-I’-Bande
und die Ausbildung von intermolekularen β-Faltblättern (∼1615 und ∼1684 cm−1)
erkennen.
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Abbildung 4.13 – Temperaturabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit von
0.5 M Harnstoff und 0.5 M TMAO in einem Temperaturbereich von
25 bis 72 ◦C. a) Temperaturabhängige Amid-I’-Bande. b) Temperatur-
abhängige FSD-Spektren der Amid-I’-Bande. c) Temperaturabhängi-
ge 2. Ableitungen der Amid-I’-Bande. d) Temperaturabhängige Än-
derung der Sekundärstrukturelemente von Mikrotubuli in Anwesen-
heit von 0.5 M Harnstoff und 0.5 M TMAO. Linien repräsentieren die
Funktionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (4.4).  inter-
molekulare β-Faltblätter (1683 cm−1), • Schleifen (1669 cm−1), N α-
Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel (1637 cm−1),  intramolekulare β-
Faltblätter (1629 cm−1), J intermolekulare β-Faltblätter (1618 cm−1),
I Seitenketten (<1615 cm−1).
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Abbildung 4.14 – Temperaturabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit von
0.5 M Harnstoff und 1 M TMAO in einem Temperaturbereich von 25
bis 75 ◦C. a) Temperaturabhängige Amid-I’-Bande. b) Temperatur-
abhängige FSD-Spektren der Amid-I’-Bande. c) Temperaturabhängi-
ge 2. Ableitungen der Amid-I’-Bande. d) Temperaturabhängige Än-
derung der Sekundärstrukturelemente von Mikrotubuli in Anwesen-
heit von 0.5 M Harnstoff und 1 M TMAO. Linien repräsentieren die
Funktionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (4.4).  inter-
molekulare β-Faltblätter (1683 cm−1), • Schleifen (1669 cm−1), N α-
Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel (1637 cm−1),  intramolekulare β-
Faltblätter (1629 cm−1), J intermolekulare β-Faltblätter (1618 cm−1),
I Seitenketten (<1615 cm−1).
149





















































































Abbildung 4.15 – Grafische Darstellung der FTIR-spektroskopisch bestimmten Übergang-
stemperaturen Tm von Mikrotubuli () in reiner Pufferlösung und in
Anwesenheit von unterschiedlichen Konzentrationen an Harnstoff (),
TMAO () und deren Mischungen in unterschiedlichen Verhältnissen
bei Atmosphärendruck.
Des Weiteren lässt sich anhand der Abbildungen 4.13d und 4.14d erkennen, dass
der destabilisierende Effekt von 0.5 M Harnstoff durch die Anwesenheit von 1 M
TMAO fast vollständig aufgehoben wird, was darauf schließen lässt, dass der desta-
bilisierende Effekt von Harnstoff auf die thermische Proteinstabilität von Mikrotu-
buli größeren Einfluss nimmt als der stabilisierende Effekt des Osmolyten TMAO.
Bei einem Vergleich der FTIR-spektroskopisch ermittelten Entfaltungstempera-
turen (Abbildung 4.15) mit den kalorimetrisch bestimmten lässt sich erkennen, dass
alle FTIR-spektroskopisch ermittelten Entfaltungstemperaturen Tm sehr nahe an
der Übergangstemperatur Tm,1 des 1. Peaks der DSC-Ergebnisse liegen, was dar-
auf hinweist, dass der Entfaltungs- und/oder Dissoziationsprozess des Heterodimers
innerhalb der Mikrotubuli von großen Änderungen der Zusammensetzung der Se-
kundärstruktur begleitet wird. Der temperaturabhängigen Dissoziations- und Ag-
gregationsprozesse, welche im DSC-Thermogramm durch die DSC-Peaks 2 und 3
beschrieben werden (Abbildungen 4.7 und 4.12), scheinen nicht mit signifikanten Än-
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Abbildung 4.16 – Vergleich der temperaturabhängigen spektroskopischen mit den ka-
lorimetrischen Ergebnissen von Mikrotubuli in Abwesenheit von Co-
solventien. Zum Vergleich der temperaturabhängigen Ergebnisse der
FTIR-Spektroskopie (J) mit den kalorimetrischen Ergebnissen sind zum
einen die Anteile intermolekularer β-Faltblätter (1618 cm−1), deren An-
teil aufgrund der thermisch-induzierten Proteinaggregation steigt, in-
klusive der durch den abgewandelten Boltzmann-Fit (Gleichung (4.4)
erhaltenen Kurvenanpassung und zum anderen das erhaltene DSC-
Thermogramm (•) mit den darunter liegenden Subbanden (−−) sowie
der thermische Expansionskoeffizient α (−), der durch die getätigten
PPC-Messungen bestimmt wurde, aufgetragen.
derungen der Zusammensetzung der Sekundärstrukturelemente verbunden zu sein.
Die Entfaltung des Heterodimers innerhalb der Mikrotubuli ist von Änderungen der
Zusammensetzung der Sekundärstrukturelemente und der Dissoziation des Polymers
begleitet, sodass die anschließende thermisch irreversible Aggregation direkt aus den
anfänglichen Konformationsänderungen resultiert.
Abbildung 4.16 zeigt die Temperaturabhängigkeit des durch PPC-Messungen be-
stimmten thermischen Expansionskoeffizienten α von Mikrotubuli in reiner Pufferlö-
sung. Unter Verwendung eines partiellen spezifischen Volumens von 0.735 mL g−1[324]
und des Molekulargewichts von 110 kDa für das α/β-Tubulin-Heterodimer[305] kann
die Volumenänderung während des thermischen Entfaltungsprozesses durch Integra-
tion von α (T ) über den Temperaturbereich der Entfaltung, welcher mittels DSC-
Messungen bestimmt wurde, ermittelt werden. Bei Anwendung von Gleichung (4.5)
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ergibt sich eine Volumenänderung von ∆Vu = 20.7± 4.3 mL mol−1, was ∼0.03 % des
gesamten Proteinvolumens entspricht.
Mehrere Studien haben gezeigt, dass der thermische Expansionskoeffizient sehr
abhängig ist von den Hydratationseigenschaften an der Grenzfläche zwischen Pro-
tein und Wasser sowie von der exponierten Oberfläche, die dem Lösungsmittel zu-
gänglich ist.[52,53,319,325] Oftmals besitzt der thermische Expansionskoeffizient α von
polaren globulären Proteinen eine negative Steigung des Temperaturverlaufs von
α (T ), die weitestgehend auf eine mit steigender Temperatur abnehmende robuste
Hydratationsschicht zurückzuführen ist.[325] Auf der anderen Seite deutet eine posi-
tive Steigung, oder ein breiter, positiver Peak, wie es im Übergangsbereich der PPC-
Messungen von Mikrotubuli in reiner Pufferlösung in Abbildung 4.16 zu sehen ist,
darauf hin, dass eine Anhäufung unpolarer Seitenketten während einer hydrophoben
Hydratation und/oder ein ausgedehntes Netzwerk interstitieller Hydratationsschich-
ten sich mit steigender Temperatur während der Entfaltung bzw. Dissoziation des
Proteins auflöst, wie es beispielsweise PPC-Messungen an F-Actin gezeigt haben.[227]
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Abbildung 4.17 – Druckabhängigkeit der flächennormierten Amid-I’-Bande von Mikrotu-
buli bei einer Temperatur von 25 ◦C. Der Farbverlauf von lila nach rot
entspricht dem Druckgradienten.
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Neben der temperaturabhängigen FTIR-spektroskopischen Untersuchung erfolg-
ten auch druckabhängige FTIR-Messungen von Mikrotubuli in An- und Abwesenheit
der beiden Osmolyte TMAO und Harnstoff. Abbildung 4.17 zeigt die druckabhängi-
ge Entwicklung der Amid-I’-Bande von Mikrotubuli in reiner Pufferlösung bei einer
Temperatur von 25 ◦C in einem Druckbereich von 1 bar bis 13 kbar. Es lässt sich
eine geringe Intensitätsabnahme im Bereich α-helikaler Strukturen, die bei einer
Wellenzahl von ∼1651 cm−1 absorbieren, mit steigendem Druck erkennen.
Im Anschluss an die Prozessierung der Amid-I’-Bande erfolgte eine Subbanden-
analyse um die Zusammensetzung der Sekundärstruktur und damit deren druckab-
hängige Entwicklung ermitteln zu können. Hierzu wurden zwei mathematische Me-
thoden verwendet. Zum einen wurde die 2. Ableitung der Amid-I’-Bande bestimmt
und zum anderen eine Fourier-Selbstentfaltungs-Funktion angewandt, damit eine
Bestimmung bezüglich Lage und Anzahl der einzelnen Subbanden der Sekundär-
strukturelemente unter der Amid-I’-Bande möglich ist, die spektral nicht aufgelöst
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Abbildung 4.18 – Druckabhängige Änderung der Sekundärstruktur von Mikrotubuli. a)
Druckabhängige Selbstentfaltungsspektren der flächennormierten Amid-
I’-Bande von Mikrotubuli bei einer Temperatur von 25 ◦C. Subbanden
der einzelnen Sekundärstrukturelemente können bei vorhanden Maxi-
ma gefunden werden. b) 2. Ableitung der flächennormierten Amid-I’-
Bande von Mikrotubuli. Die Anzahl und die Lage der einzelnen Sub-
banden der Sekundärstruktrukturelemnte stimmt mit der Lage der vor-
handenen Minima überein.  intermolekulare β-Faltblatt (1683 cm−1),
• Schleifen (1669 cm−1), N α-Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel
(1637 cm−1),  intramolekulare β-Faltblätter (1629 cm−1), J intermo-
lekulare β-Faltblätter (1618 cm−1), I Seitenketten (<1615 cm−1).
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werden können.
Abbildung 4.18a zeigt die druckabhängige Entwicklung der prozessierten FSD-
Spektren, während in Abbildung 4.18b die druckabhängige Entwicklung der gebil-
deten 2. Ableitung der flächennormierten Amid-I’-Banden der untersuchten Mikro-
tubuli in reiner Pufferlösung dargestellt ist. Anhand der beiden Graphen lässt sich
eine geringfügige Abnahme α-helikaler Strukturen, welche bei einer Wellenzahl von
∼1651 cm−1 absorbieren, mit steigendem Druck beobachten, was anhand der druck-
abhängigen Intensitätsabnahme im FSD-Spektrum bzw. der druckabhängigen Zu-
nahme der Intensität im Spektrum der 2. Ableitung jeweils zu erkennen ist. Durch
den Vergleich der gebildeten FSD-Spektren mit den 2. Ableitungen lässt sich die
Lage und Anzahl der einzelnen Subbanden unter der Amid-I’-Bande ermitteln. In
Abbildung 4.19 sind sowohl die experimentell bestimmte Amid-I’-Bande als auch
die zur Subbandenanalyse benötigten Spektren der Fourier-Selbstentfaltung und
der 2. Ableitung zum besseren Vergleich miteinander gemeinsam abgebildet.
Anhand dieser gemeinsamen Auftragung lässt sich deutlich das gegenläufige Ver-
halten der auftretenden Maxima im FSD-Spektrum im Vergleich zu den an selber
Position im Spektrum der 2. Ableitung auftretenden Minima erkennen. Die sieben
aus der Subbandenanalyse resultierenden Subbanden, die im Superpositionsprinzip
an die experimentell bestimmte Amid-I’-Bande angepasst wurden, sind ebenfalls in
Abbildung 4.19 abgebildet.
In Abbildung 4.20a sind beispielhaft druckabhängige FSD-Spektren den dazuge-
hörenden 2. Ableitungen der Amid-I’-Bande von Mikrotubuli bei einer Temperatur
von 25 ◦C und charakteristischen Drücken gegenübergestellt. Diese Gegenüberstel-
lung dient zur genaueren Bestimmung der Lage der einzelnen Subbanden unter der
Amid-I’-Bande. Anhand dieser Auftragung ist wiederum eine geringfügige Abnahme
α-helikaler Strukturen, die bei einer Wellenzahl von ∼1651 cm−1 absorbieren, mit
steigendem Druck zu erkennen.
Im Anschluss an die Subbandenanalyse inklusive der Bandenanpassung kann der
prozentuale Anteil der einzelnen Sekundärstrukturelemente druckabhängig ermit-
telt werden, der in Abbildung 6.26 abgebildet ist. Anhand dieser Auftragung lässt
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Abbildung 4.19 – Experimentell bestimmte Amid-I’-Bande von Mikrotubuli (•) bei 1 bar
und 25 ◦C in der Diamantstempelzelle sowie die durch Subbanden gebil-
dete Funktionsanpassung (−). Die Bestimmung der Subbanden erfolgte
durch Bildung des FSD-Spektrums ( - -) und der 2. Ableitung (· · · ).
sich deutlich erkennen, dass mit steigendem Druck der Anteil α-helikaler Struktu-
ren abnimmt, während der Anteil an intramolekularen β-Faltblättern geringfügig
zunimmt.
In dem Druckbereich zwischen 1 bis 2000 bar sind keine signifikanten Veränderun-
gen in den Anteilen der Sekundärstrukturelemente zu beobachten. Ab einem Druck
von 2 kbar treten geringfügige druckinduzierte Konformationsänderungen der mit-
hilfe von Taxol stabilisierten Mikrotubuli auf, was anhand der Abnahme des Anteils
α-helikaler Strukturen um ∼− 3 % zu erkennen ist. Der Anteil an intramolekula-
ren β-Faltblättern mit einer Absorptionsbande bei ∼1629 cm−1, die β-Faltblätter
mit stärkeren Wasserstoffbrücken repräsentieren, nimmt mit steigendem Druck um
∼2 % zu. Mithilfe der abgewandelten Boltzmann-Funktion in Gleichung (4.3) kann
der Entfaltungsdruck pm, an welchem 50 % der vorhandenen Mikrotubuli im nativen
und 50 % im entfalteten Zustand vorliegen, zu ∼4.5 kbar und eine Volumenände-
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Abbildung 4.20 – Druckabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Abwesenheit von
Cosolventien. a): FSD-Spektrum der Amid-I’-Bande von Mikrotu-
buli bei einem Druck von 1 bar (−), bei dem Übergangsdruck pm
(−) und bei einem Druck von 13 kbar (−), sowie die dazugehören-
den 2. Ableitungen, dargestellt als gestrichelte Linien in den ent-
sprechenden Farben. b): Temperaturabhängige Änderung der Sekun-
därstrukturelemente von Mikrotubuli. Linien repräsentieren die Funk-
tionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (4.3).  inter-
molekulare β-Faltblatt (1683 cm−1), • Schleifen (1669 cm−1), N α-
Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel (1637 cm−1),  intramolekulare β-
Faltblätter (1629 cm−1), J intermolekulare β-Faltblätter (1618 cm−1),
I Seitenketten (<1615 cm−1).
rung ∆Vu während der Entfaltung zu −15± 2 mL mol−1 für den druck-induzierten
Übergang der Mikrotubuli in reiner Pufferlösung bei einer Temperatur von 25 ◦C be-
stimmt werden. Diese hohe Druckstabilität der Mikrotubuli weist darauf hin, dass
eine dichte Packung der Monomerbausteine vorliegt, wodurch die Bildung von Hohl-
räumen weitestgehend vermieden wird.
Unter Verwendung eines partiellen spezifischen Volumens von 0.735 mL g−1[324]
und einem Molekulargewicht von 110 kDa des α/β-Tubulin-Heterodimers[305] ent-
spricht die zuvor bestimmte Volumenänderung während des Entfaltungsprozesses
∼0.02 %, was lediglich dem Volumen von ∼1 Wasser-Molekül entspricht.
Die negative Volumenänderung während der Entfaltung, die mittels FTIR-spektro-
skopischen Messungen an Mikrotubuli und einer Temperatur von 25 ◦C bestimmt
wurde, zeigt deutlich, dass die Volumenänderung ∆Vu während der Entfaltung stark
temperaturabhängig ist und mit steigender Temperatur positiver wird, wie es bei-
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Abbildung 4.21 – Druckabhängige Änderung der Sekundärstrukturelemente in reiner Puf-
ferlösung bei 25 ◦C und 1 bar (), nach Erhöhung des Drucks auf 12 kbar
() und nach erneuter Entspannung auf 1 bar () zeigen eine partielle
Irreversibilität des druck-induzierten Entfaltungsprozesses.
spielsweise auch für die Entfaltung des monomeren Proteins Staphylococcal nuclease
(SNase) ermittelt wurde.[319,326]
Zur Erforschung, ob der hier betrachte druck-induzierte Übergang von reversibler
Natur ist, wurde ein Probe von Mikrotubuli in Abwesenheit von Cosolventien bei
einer Temperatur von 25 ◦C spektroskopisch vermessen. Im Anschluss wurde die-
se Probe einem Druck von 12 kbar ausgesetzt, bevor sie dann wiederum auf einen
Druck von 1 bar entspannt und vermessen wurde. Bei dieser druckabhängigen Mes-
sung ergaben sich die in Abbildung 4.21 dargestellten Anteile der Sekundärstruk-
turelemente. Dabei ist deutlich zu erkennen, dass es sich bei dem hier betrachteten
druck-induzierten Übergang der vermessen Mikrotubuli um einen partiell irreversi-
blen Prozess handelt, was anhand des zumeist deutlich unterschiedlichen Anteils der
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Sekundärstrukturelemente vor und nach der Druckapplikation zu erkennen ist.
Druckabhängige FTIR-Messungen von Mikrotubuli in Anwesenheit von verschie-
denen Konzentrationen an TMAO, Harnstoff und Mischungen daraus zeigen keine
signifikanten druckabhängigen Änderungen der Sekundärstrukturelemente im un-
tersuchten Druckbereich. Die druckabhängigen FTIR-Ergebnisse von Mikrotubuli
in Anwesenheit der zuvor genannten Cosolventien können den Abbildungen 4.22,
4.23, 4.24 und 4.25 im Anhang (4.5) entnommen werden. Die hauptsächlich betrof-
fenen Sekundärstrukturelemente der Mikrotubuli in Anwesenheit der verschiedenen
Cosolventien sind α-Helices, die bei einer Wellenzahl von ∼1651 cm−1 absorbieren.
Ihr Anteil sinkt in allen Fällen um ∼− 3 % unter Anlegen eines Drucks von bis zu
10 kbar. Der ermittelte Entfaltungsdruck pm liegt bei ∼4.5 kbar und die Volumenän-
derung ∆Vu während des Entfaltungsprozesses bei −15± 2 mL mol−1. Diese Daten
implizieren, dass im Vergleich zu druckabhängigen FTIR-Messungen an filamentö-
sem Actin (F-Actin), Mikrotubuli eine viel höhere Druckstabilität besitzen als ihr
Begleiter im Zytoskelett.[227,302]
4.4 Zusammenfassung
In dieser Studie erfolgte die Untersuchung der temperatur- und druck-induzierten
Denaturierung von Mikrotubuli in An- und Abwesenheit unterschiedlicher Konzen-
trationen der natürlichen Osmolyte TMAO, Harnstoff und deren Mischungen, wie
sie auch in der Natur vorkommen. Zur Vermeidung einer Überstabilisierung und
Aggregation von Proteinen durch starke Stabilisatoren, wie beispielsweise TMAO,
wurde Harnstoff als primärer Osmolyt einiger Organismen gewählt, obwohl es einen
destabilisierenden Effekt auf die Stabilität von Proteinen und andere Biomoleküle
besitzt. Harnstoff, das die Ammoniak-Toxizität verringern kann, ist als metaboli-
sches Abfallprodukt des Proteinkatabolismus leicht zugänglich und es kann energe-
tisch günstiger sein als beispielsweise Aminosäuren als komplementäre Osmolyte,
die zur Energiegewinnung und Proteinsynthese benötigt werden. In dieser Studie
wurden sowohl spektroskopische Methoden wie die FTIR-Spektroskopie als auch
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kalorimetrische Methoden mit DSC- und PPC-Messungen verwendet, um Verände-
rungen der Sekundärstruktur und thermodynamischen Eigenschaften während der
druck- bzw. temperatur-induzierten Entfaltung von Mikrotubuli zu bestimmen.
Eine thermodynamische Analyse der Sekundärstrukturelemente von Mikrotubuli
in reiner Pufferlösung bei einer Temperatur von 25 ◦C ergibt einen partiellen Ent-
faltungsdruck pu von ∼4.5 kbar und eine Volumenänderung ∆Vu während der Ent-
faltung von −15± 2 mL mol−1, was dem Volumen von lediglich einem Wassermo-
lekül entspricht. Somit wurde gezeigt, dass die Sekundärstruktur von Mikrotubu-
li viel druckstabiler ist als die von filamentösem Actin (F-Actin), einem weiteren
Protein des Zytoskelettes.[227,302] Die hohe Druckstabilität der Mikrotubuli deutet
auf eine dichte Packung der dem Polymer zugrunde liegenden Monomerbausteine
hin, wodurch die Bildung von Hohlräumen weitestgehend vermieden wird. Während
Mikrotubuli druckstabiler sind als F-Actin, besitzt F-Actin eine höhere Thermo-
stabilität, welche wahrscheinlich aufgrund stärker ausgebildeter Wasserstoffbrücken
zurückzuführen ist.[227,302] Die hohe Druckempfindlichkeit der Polymerisation der
Zytoskelettproteine in vivo ist wahrscheinlich auf den druckempfindlichen Keimbil-
dungsschritt zurückzuführen, der die Polymerisation der Mikrotubuli und F-Actin
initiiert und nicht auf die limitierte Druckstabilität der gebildeten Polymere.[108,240]
Die Ergebnisse zeigen weiterhin, dass die Auswirkungen extremer Umweltbedingun-
gen, einschließlich eines hohen hydrostatischen Drucks, wie er in der Tiefsee vorliegt,
durch Anpassen des Osmolytgehalts, wie beispielsweise durch Erhöhung der TMAO-
Konzentration, weitestgehend vermieden werden können. Bei einigen Tiefseetieren,
wie beispielsweise Haien und Rochen, wurde ein Zusammenhang zwischen der Fang-
tiefe und dem Mischverhältnis von TMAO und Harnstoff gefunden.[327] Dabei ist es
diesen Tiefseetieren möglich, die Konzentration an TMAO mit zunehmender Tie-
fe zu erhöhen, während gleichzeitig die Konzentration an Harnstoff und anderen
Osmolyten reduziert wird, wodurch das Überleben in der Tiefsee unter hohen hy-
drostatischen Drücken erst möglich wird.[327]
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Abbildung 4.22 – Druckabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit von 1 M
TMAO in einem Druckbereich von 1 bar bis 10 kbar. a) Druckab-
hängige Amid-I’-Bande. b) Druckabhängige FSD-Spektren der Amid-
I’-Bande. c) Druckabhängige 2. Ableitungen der Amid-I’-Bande. d)
Druckabhängige Änderung der Sekundärstrukturelemente von Mikro-
tubuli in Anwesenheit von 1 M TMAO. Linien repräsentieren die
Funktionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (4.3).  inter-
molekulare β-Faltblätter (1683 cm−1), • Schleifen (1669 cm−1), N α-
Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel (1637 cm−1),  intramolekulare β-
Faltblätter (1629 cm−1), J intermolekulare β-Faltblätter (1618 cm−1),
I Seitenketten (<1615 cm−1).
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Abbildung 4.23 – Druckabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit von 0.5 M
Harnstoff in einem Druckbereich von 1 bar bis 10 kbar. a) Druckab-
hängige Amid-I’-Bande. b) Druckabhängige FSD-Spektren der Amid-
I’-Bande. c) Druckabhängige 2. Ableitungen der Amid-I’-Bande. d)
Druckabhängige Änderung der Sekundärstrukturelemente von Mikro-
tubuli in Anwesenheit von 0.5 M Harnstoff. Linien repräsentieren die
Funktionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (4.3).  inter-
molekulare β-Faltblätter (1683 cm−1), • Schleifen (1669 cm−1), N α-
Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel (1637 cm−1),  intramolekulare β-
Faltblätter (1629 cm−1), J intermolekulare β-Faltblätter (1618 cm−1),
I Seitenketten (<1615 cm−1).
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Abbildung 4.24 – Druckabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit von
2 M Harnstoff in einem Druckbereich von 1 bar bis 15 kbar.
a):Druckabhängige Amid-I’-Bande. b) Druckabhängige FSD-Spektren
der Amid-I’-Bande. c) Druckabhängige 2. Ableitungen der Amid-I’-
Bande. d) Druckabhängige Änderung der Sekundärstrukturelemente
von Mikrotubuli in Anwesenheit von 2 M Harnstoff. Linien repräsentie-
ren die Funktionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (4.3).
 intermolekulare β-Faltblätter (1683 cm−1), • Schleifen (1669 cm−1),
N α-Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel (1637 cm−1),  intramo-
lekulare β-Faltblätter (1629 cm−1), J intermolekulare β-Faltblätter
(1618 cm−1), I Seitenketten (<1615 cm−1).
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Abbildung 4.25 – Druckabhängige FTIR-Daten von Mikrotubuli in Anwesenheit von 0.5 M
Harnstoff und 0.5 M TMAO in einem Druckbereich von 1 bar bis
10 kbar. a) Druckabhängige Amid-I’-Bande. b) Druckabhängige FSD-
Spektren der Amid-I’-Bande. c) Druckabhängige 2. Ableitungen der
Amid-I’-Bande. d) Druckabhängige Änderung der Sekundärstrukturele-
mente von Mikrotubuli in Anwesenheit von 0.5 M Harnstoff und 0.5 M
TMAO. Linien repräsentieren die Funktionsanpassung des abgewandel-
ten Boltzmann-Fits (4.3).  intermolekulare β-Faltblätter (1683 cm−1),
• Schleifen (1669 cm−1), N α-Helices (1651 cm−1), H Zufallsknäuel
(1637 cm−1),  intramolekulare β-Faltblätter (1629 cm−1), J intermo-
lekulare β-Faltblätter (1618 cm−1), I Seitenketten (<1615 cm−1).
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5 Cosolvenseinfluss auf die
Struktur und Dynamik im
Subnanosekundenbereich von
Lysozym
Teile dieser Studie wurden in folgender Referenz veröffentlicht:
S. R. Al-Ayoubi, P. H. Schummel, M. Golub, J. Peters, R. Winter. Influence of cosolvents,
self-crowding, temperature and pressure on the sub-nanosecond dynamics and folding stability





Das Leben auf dem Planet Erde entwickelte sich möglicherweise unter extremen Be-
dingungen, wie beispielsweise einem erhöhten Druck in der Tiefsee.[205] Aus diesem
Grund ist die Erlangung eines tieferen Verständnisses des Einflusses eines erhöhten
hydrostatischen Drucks auf Biomoleküle von hoher wissenschaftlicher Relevanz. Der
Marianengraben, die tiefste Stelle der Erdoberfläche, besitzt eine Tiefe von etwa
11 km mit einem Druck von bis zu 100 MPa (1000 bar), der die dort lebenden Orga-
nismen während der Evolution dazu zwang, neue Strategien zur Bewältigung solch
harscher Bedingungen zu entwickeln.[49,205] Zum jetzigen Zeitpunkt konnten weder
genetische noch genomische Untersuchungen solche strukturellen Anpassungen an
extremste Bedingungen wie den Druck in den Organismen nachweisen, was eine wi-
dersprüchliche Situation darstellt im Vergleich zu anderen Umweltbedingungen wie
beispielsweise der Temperatur, für die die strukturellen Anpassungen von Proteinen
in den Genomen der Zellen identifiziert wurden.[329]
Eine mögliche und dabei weitverbreitete Strategie zur Stabilisierung von Proteinen
und anderen biologisch relevanten biomolekularen Systemen gegen extreme Drücke
und Temperaturen ist die metabolische Synthese von Osmolyten,[90] wie beispielswei-
se die Gruppe der Methylamine und darunter insbesondere Trimethylamin-N -oxid
(TMAO), von denen bekannt ist, dass diese Proteine gegen Umwelteinflüsse, insbe-
sondere gegen hohe Drücke vor einer Denaturierung schützen.[90] Des Weiteren ist
bekannt, dass TMAO in der Lage ist, die destabilisierende Wirkung des Stoffwechsel-
produkts Harnstoff, einem weiteren Osmolyten, zu kompensieren.[95] Studien haben
gezeigt, dass diese Kompensation in vivo bei einem Harnstoff:TMAO Verhältnis von
2:1 am effektivsten wirkt.[90] Im Gegensatz zu Harnstoff, welcher direkt mit dem Pro-
teinrückgrat interagiert,[98,99,101,116] wird TMAO oftmals von der Proteinoberfläche
ausgeschlossen und stärkt das Wasserstoffbrücken-Netzwerk des umliegenden Was-
sers.[110,116,293,330–332] Eine detaillierte Erläuterung zu natürlichen Osmolyten kann
dem Kapitel 1.3 entnommen werden.
Biomakromoleküle besetzen etwa 30 % des intrazellulären Volumens einer biolo-
gischen Zelle. Aus diesem Grund ist eine Erforschung des Crowding, worunter der
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Ausschluss von Volumina, verursacht durch andere Polymere oder des gleichen Po-
lymers (self-crowding), verstanden wird, von großer wissenschaftlicher Bedeutung,
um genauere Informationen über die Systematik des Crowding und seines Einflusses
auf die verwendeten Biomoleküle zu erlangen. Eine detaillierte Erläuterung zu dem
Thema Crowding kann dem Kapitel 1.4 entnommen werden. Studien haben gezeigt,
dass unter Crowding-Bedingungen sich die Konformationsdynamik, die Stabilität
und die Aktivität der Biomoleküle ändern können im Vergleich dazu, wenn sich das
Biomolekül in einer verdünnten Lösung befindet.[174,175,177,183,188,333–336] Während der
Einfluss von Cosolventien, self-crowding, Druck und Temperatur auf die Proteinsta-
bilität, die Proteinstruktur und das intermolekulare Interaktionspotential ausgiebig
untersucht worden ist,[105,178,197,238,239,337–340] ist der Einfluss eben dieser Faktoren auf
die Proteindynamik trotz der starken Korrelation zwischen Flexibilität und Funktion
von Proteinen kaum erforscht.[341] Martinez et al. haben vor kurzen gezeigt, dass die
Proteinflexibilität und die reduzierte Dynamik des Hydratationswassers im Wesent-
lichen zur Druckanpassung in Prokaryoten beitragen,[342] weshalb es nahe liegt, dass
ein Zusammenhang zwischen der Anwesenheit von Osmolyten und der Fähigkeit
zur Druckanpassung besteht. Die Proteinflexibilität kann durch Schwankungen der
Atompositionen im Protein charakterisiert und aus Molekulardynamik-Simulationen
abgeleitet werden.[343–353] Allerdings beschränken sich die meisten Neutronenstreu-
Experimente und Molekulardynamik-Simulationen zur Untersuchung der Protein-
dynamik auf verdünnte Lösungen oder hydratisierte Proteinpulver.[343,344,348–350] Der
Einfluss von Cosolventien auf die interne Proteindynamik, insbesondere unter self-
crowding-Bedingungen, ist kaum untersucht.
Bei der Durchführung von EINS-Messungen wird das Zeitfenster der untersuchten
internen Dynamik von der Energieauflösung des Instruments bestimmt, die im Fall
von IN13 (Institut Laue Langevin, Grenoble, France) bei 8 µeV liegt , was einem Zeit-
fenster von ∼100 ps entspricht.[354,355] Bei der Untersuchung der internen Dynamik
von Biomolekülen wird hauptsächlich die mittlere quadratische Verschiebung (engl.:
mean squared displacement, MSD) der Wasserstoffatome des Biomoleküls ermittelt,
da der inkohärente Streuquerschnitt von Wasserstoffatomen signifikant größer ist als
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der aller anderen Atomen in den untersuchten Proben.[356] Dabei ist die mittlere qua-
dratische Verschiebung abhängig von verschiedenen Faktoren, wie beispielsweise der
Diffusion, der Rotation und der Bewegung von einzelnen Seitenketten. In dem hier
untersuchten Zeitfenster auf der Subnanosekunden-Zeitskala spielt der Einfluss von
Diffusionsbewegungen auf die mittlere quadratische Verschiebung kaum eine Rolle.
Temperaturabhängige Messungen der elastischen inkohärenten Neutronenstreu-
ung (EINS) an hydratisierten Proteinen führten zu neuen Erkenntnissen über die
Dynamik von Proteinen bei sehr tiefen Temperaturen, insbesondere über den soge-
nannten Dynamischen Übergang.[351,352,357] Dabei ist ein Anstieg der mittleren qua-
dratischen Verschiebung (MSD) bei einer Temperatur von etwa 220 K (∼− 53 ◦C)
zu beobachten, der aus einer thermisch induzierten Flexibilität der Konformatio-
nen, wie beispielsweise durch Sprünge der Seitenketten des Proteins, resultiert und
darauf hinweist, dass die Hydratationseigenschaften des Proteins dessen interne Be-
wegungen mitbestimmen.[345,358]
Bei dieser Studie handelt es sich um eine Fortsetzung einer bereits im Jahr 2015
getätigten Studie von Erlkamp et al., in welcher zwei unterschiedliche Konzentra-
tionen von Lysozym (80 mg mL−1 und 160 mg mL−1) verwendet wurden, um zu un-
tersuchen, welchen Einfluss self crowding, d.h. hohe Proteinkonzentration, und eine
Druckapplikation auf die interne Proteindynamik innerhalb einer Subnanosekunden-
Zeitskala besitzen.[179] Erlkamp et al. fanden heraus, dass bei einer Proteinkonzen-
tration von 80 mg mL−1 die interne Proteindynamik eine ausgeprägte Druckabhän-
gigkeit aufweist, während bei einer Konzentration von 160 mg mL−1, bei der ein
sogenanntes self crowding vorliegt, der MSD um etwa 60 % reduziert ist und keine
Druckabhängigkeit mehr aufweist.[179] Für die geringere Proteinkonzentration wurde
gezeigt, dass der MSD mit steigendem Druck bis etwa 2000 bar abnimmt, bevor eine
weitere Druckerhöhung zu keiner Veränderung der MSD führt.[179]
In dieser fortführenden Studie sollte mithilfe der elastischen inkohärenten Neu-
tronenstreuung (EINS) der Einfluss von Druck auf die interne Proteindynamik auf
der Subnanosekunden-Zeitskala von Lysozym, dessen Struktur als 3D-Bändermodell
in Abbildung 5.1 dargestellt ist, in Anwesenheit von verschiedenen Konzentratio-
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Abbildung 5.1 – 3D-Bändermodell der Kristallstruktur von Lysozym (PDB-Struktur:
1dpx[359]). Das 3D-Bändermodell wurde mithilfe der Computersoftware
UCSF Chimera v.1.13.1 erstellt und modifiziert.[214]
nen der natürlichen Osmolyte TMAO, Harnstoff und Glycin, sowie der beiden Di-
saccharide Sucrose und Trehalose unter den bereits zuvor verwendeten self crow-
ding-Bedingungen untersucht werden. Des Weiteren sollten fortführende druck- und
temperaturabhängige Untersuchungen mithilfe der FTIR-Spektroskopie durchge-
führt werden, um die Faltungsstabilität des Proteins unter diesen self crowding-
Bedingungen in Anwesenheit der Osmolyte TMAO und Harnstoff sowie Mischungen
der beiden Cosolventien zu untersuchen. Diese Ergebnisse sollten weiterhin mit Er-
gebnissen aus DSC-Messungen verglichen werden.†
†Die in dieser Arbeit gezeigten elastischen inkohärenten Neutronenstreuungs (EINS) Messungen
von Lysozym unter Druck wurden in Zusammenarbeit mit Dr. Samy Rashad Al-Ayoubi durch-
geführt. Hierbei erfolgte die Auswertung der EINS-Messungen von Lysozym in Anwesenheit von
Trehalose, Sucrose und Glycin durch den Autor, während die Auswertung der EINS-Messungen
an Lysozym in Anwesenheit von TMAO, Harnstoff und Mischungen der beiden Cosolventien
durch Dr. Samy Rashad Al-Ayoubi erfolgten.
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5.2.1 Chemikalien und Probenpräparation
Lysozym und D2O wurden von Alpha Aesar (Karlsruhe, Germany) erworben, wäh-
rend Harnstoff, 13C-Harnstoff, TMAO und BisTris von Sigma Aldrich (Schnelldorf,
Germany) bezogen wurden. Alle Chemikalien wurden ohne weitere Aufreinigung
verwendet. Falls nicht anders angegeben, waren die Probenvorbereitung sowie -
zusammensetzung für die in dieser Studie durchgeführten FTIR, DSC- und EINS-
Messungen identisch. Für die FTIR-Experimente wurde 13C-Harnstoff verwendet, da
12C-Harnstoff eine starke Absorption in demWellenzahlenbereich der Amid-I’-Bande
des Proteins aufweist. Durch Verwendung des isotopmarkierten Harnstoffs verschiebt
sich die Absorptionsbande der 13C O Streckschwingung zu kleineren Wellenzahlen,
sodass dadurch eine korrekte Subtraktion des Pufferspektrums vom Probenspektrum
gewährleistet wird.[360] Die hier verwendeten Pufferlösungen besitzen eine D2O-Basis,
sodass bei den durchgeführten Messungen lediglich die H-Atome des vermessenen
Lysozyms für die Neutronen sichtbar sind. Bei den druckabhängigen Messungen
wurde ein 50 mM BisTris und bei den temperaturabhängigen Messungen ein 50 mM
Phosphatpuffer verwendet, um einen konstanten pH-Wert über den vermessenen
Druck- bzw. Temperaturbereich zu garantieren.[361] Mithilfe der Gleichung
pD = pH + 0.4 (5.1)
wurde der pD-Wert mit einer handelsüblichen pH-Elektrode auf 7.4 eingestellt.[315]
Da es für die FTIR-Messungen zwingend erforderlich ist, dass ein vollständiger
H/D-Austausch des Proteins stattgefunden hat, wurde vor der Durchführung der
eigentlichen Messungen das Protein in D2O gelöst und auf eine Temperatur von
etwa 60 ◦C erhitzt, bevor es über Nacht lyophilisiert wurde, um es anschließend in
dem entsprechenden D2O-Puffer für die eigentlichen Messungen zu lösen.
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5.2.2 Elastische Inkohärente Neutronenstreuung
Die elastisch inkohärenten Neutronenstreu-Experimnete (EINS) wurden an dem
thermischen backscattering-Spektrometer IN13 des Institus Laue Langevine (ILL) in
Grenoble durchgeführt,[362] an welchem in einem Q-Bereich von 0.2 bis 4.9Å mit ei-
ner Energieauflösung von 8 µeV gemessen werden kann. Bei den hier durchgeführten
elastischen Streuexperimenten wurde eine Wellenlänge von 2.23Å verwendet. Unter
diesen Bedingungen sind Bewegungen in einem Zeitfenster von bis zu 100 ps mög-
lich, in welchem besonders interne, lokale Diffusionsbewegungen vonstatten gehen.
Das verwendete Hochdruck-Equipment, wozu auch die in Abbildung 5.2 dargestell-
te Hochdruckzelle zählt, wurde vom ILL entwickelt und zur Verfügung gestellt.[354]
Als Drucküberträger wurde die Flüssigkeit Fluorinert verwendet, welche bei Neutro-
nenuntersuchungen oft als druckübertragendes Medium aufgrund der sehr geringen
inkohärenten Streuung von Neutronen Verwendung findet.[363] Alle Messungen er-
folgten bei Raumtemperatur und die Messzeit für jeden einzelnen Messpunkt betrug
mindestens 8 h, um ein ausreichendes Signal-Rausch-Verhältnis zu erhalten.
Zur Datenverarbeitung wurde sowohl die Streukurve der leeren Zelle als auch die
Streukurve der verwendeten Pufferlösung bei dem entsprechenden Druck unter Be-
rücksichtigung des Volumenanteils des vermessenen Proteins von der Streukurve der
Probe subtrahiert, bevor eine Normierung der Streuintensität I auf einen Vanadium-
Standard erfolgte.[365] Aufgrund der Tatsache, dass der inkohärente Streuquerschnitt
der Wasserstoffatome viel höher ist als bei allen anderen im Protein vorhanden
Atomen,[356] liefern die hier durchgeführten EINS-Experimente im Wesentlichen In-
Abbildung 5.2 – Explosionszeichnung der verwendeten EINS-Hochdruckzelle. Die Explo-
sionszeichnung wurde mithilfe der Computersoftware Autodesk Inven-
tor2018[224] erstellt und modifiziert nach Referenzen[354,364].
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formationen über die interne gemittelte Dynamik, wie beispielsweise Schwingungen
oder Rotationsdiffusion, der Wasserstoffatome innerhalb des Proteins auf einer Zeits-
kala von Piko- zu Nanosekunden.
Die mittlere quadratische Verschiebung der Bewegungen (engl.: mean-squared dis-
placement, MSD) 〈u2〉 wurde auf Grundlage der Gaußschen Näherung mittels fol-
gender Gleichung bestimmt:[366]







Hierbei entsprechen Q dem Impulsübertrag der Neutronen und ∆E der instrumen-
tellen Energieauflösung. Für die Datenverarbeitung wurde die vom ILL entwickelte
Computersoftware LAMP verwendet.[367]
5.2.3 Fourier-Transform-Infrarotspektroskopie
Temperaturabhängige Fourier-Transform-Infrarotspektroskopie (FTIR) Messun-
gen wurden an einem Nicolet 6700 der Firma Thermo Fisher Scientific (Waltham,
MA, USA) in einem Wellenzahlenbereich von 4000 bis 1100 cm−1 durchgeführt.
Dieses FTIR-Spektrometer ist mit einem MCT-Detektor (HgCdTe, Quecksilber-
Cadmium-Tellur) ausgerüstet, der mittels flüssigem Stickstoff gekühlt wird. Das Pro-
benvolumen betrug ∼20 µL und wurde zwischen zwei runde CaF2 (Calciumfluorid)-
Fenster der Größe 25 x 4 mm (Pike Technologies, Madison, WI, USA) platziert.
Ein 50 µm dicker Dichtungsring aus Mylar-Folie mit einem Innendurchmesser von
10.5 mm wurde als Separator verwendet, sodass ein effektives Probenvolumen von
4.3 µL resultiert. Die auf diese Art und Weise vorbereitete Probenzelle wurde dar-
aufhin in einer temperierbaren Vorrichtung platziert. Die Probentemperatur wur-
de durch ein externes Wasserbad des Typs F32-HL der Firma Julabo (Seelbach,
Deutschland) mit einer Fehlertoleranz von ∆T = ±0.2 ◦C reguliert und mithilfe
eines digitalen Thermometers gemessen.
Die druckabhängigen Fourier-Transform-Infrarotspektroskopie-Messungen wur-
den in einemMAGNA 550 der Firma Thermo Fisher Scientific (Waltham, MA, USA)
durchgeführt. Dieses Spektrometer ist ebenfalls mit einem MCT-Detektor (HgCdTe)
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ausgestattet ist, der mit flüssigem Stickstoff gekühlt wird. Die Messungen fanden in
einem Wellenzahlenbereich von 650 bis 4000 cm−1 und einer Temperatur von 25 ◦C
statt. Eine membrangetriebene Diamantstempelzelle (Diacell® VivoDAC) der Fir-
ma Almax easyLab (Diskmuide, Belgien) wurde verwendet, um die Proben einem
Druck von bis zu 15 kbar (1.5 GPa) aussetzen zu können. Für einen kontrollierbaren
Druckaufbau wurde ein automatisierter, pneumatisch geregelter Druckregler der Fir-
ma GE (PACE 5000, iGM Controller), der von der Firma Almax easyLab angeboten
wird, verwendet. Als Abstandshalter der beiden Diamantfenster, der zugleich den
Probenraum bildet, wurde ein 50 µm dicker Messingring mit einem Außendurchmes-
ser von 4 mm und einer zentrierten 0.5 mm Bohrung verwendet, sodass dementspre-
chend ein effektives Probenvolumen von ∼9.8 nL vorliegt. Der Messingring wurde
auf einen 730µm dickes Typ IIa Diamantfenster (Almax easyLab) gelegt und ∼3 µL
Probe auf die zentrierte Bohrung aufgebracht. Zur Druckbestimmung wurde Bari-
umsulfat (BaSO4) als interner Druckindikator verwendet, um die druckabhängige
Bandenverschiebung der SO 2–4 -Streckschwingung nachzuverfolgen, deren Absorpti-
onsbande bei ∼983 cm−1 (Atmosphärendruck) liegt.[316]
Sowohl die temperatur- als auch die druckabhängigen FTIR-spektroskopischen
Experimente wurden mit einer Lysozymkonzentration von 80 bzw. 160 mg mL−1
durchgeführt. Die temperaturabhängigen FTIR-spektroskopische Messungen wur-
den in einem Temperaturbereich von 25 bis 92 ◦C durchgeführt. Die Probenkammer
des Spektrometers wurde kontinuierlich mit CO2-freier, trockener Luft gespült (Ad-
sorptionstrockner Typ 15, Zander, Essen, Deutschland), um ein gutes Signal-Rausch-
Verhältnis zu gewährleisten. Nach dem Platzieren der vorbereiteten Probenzelle in
dem FTIR-Spektrometer wurde 30 min gewartet, damit die Probe sich equilibrieren
konnte.
Mithilfe der Spektralverarbeitungssoftware Omnic 7.2 (Thermo Fisher Scientific,
Waltham, MA, USA) wurden für jede zu messende Temperatur bzw. jeden zu mes-
senden Druck 256 Spektren mit einer Auflösung von 2 cm−1 in Folge aufgenommen,
um diese zu einem resultierenden FTIR-Spektrum zu mitteln und mit einer Happ-
Genzel-Funktion anzupassen. Mithilfe des Softwarepakets Thermo GRAMS / AI
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8 der Firma Thermo Fisher Scientific (Waltham, MA, USA) wurden die aufgenom-
menen FTIR-Spektren prozessiert und analysiert. Dies beinhaltete zum einen die
Subtraktion des Pufferspektrums und zum anderen eine Basislinienkorrektur sowie
eine Flächennormierung im Bereich der Amid-I’-Bande, die sich im Wellenzahlen-
bereich von 1700 bis 1600 cm−1 befindet. Diese Flächennormierung dient dazu, um
druck- bzw. temperaturabhängige Änderungen besser herauskristallisieren zu kön-
nen. Dazu wurde jedes einzelne hintergrundkorrigierte FTIR-Spektrum im Bereich
der Amid-I’ für sich integriert, um im Anschluss jede gemessene Absorption bei den







Hierbei entspricht in der Gleichung 5.3 das auftretende x entweder dem Druck p
oder der Temperatur T . Aus dieser Flächennormierung resultiert, dass die Fläche
unter jeder Amid-I’-Bande gleich Eins ist:
1700∫
1600
ANorm (ν˜, x) dν˜ = 1 (5.4)
Im Anschluss an die Flächennormierung der Amid-I’-Bande erfolgte die Bildung
der sogenannten Fourier-Selbstentfaltung (engl.: Fourier Self-Deconvolution, FSD),
sowie jeweils der 2. Ableitung. Aus diesen beiden gebildeten Spektren können die
Positionen einzelner Subbanden erhalten werden, sobald sich an Positionen ein Ma-
ximum im FSD-Spektrum und gleichzeitig ein Minimum im Spektrum der 2. Ablei-
tung befindet. Anhand dieser Subbandenanalyse konnten dem vermessenen Lysozym
sechs Subbanden zugeordnet werden, deren Absorptionsbereiche in Tabelle 5.1 auf-
gelistet sind.
Bei der Bildung einer Linearkombination unter Verwendung von sechs gemischten
Gauß-Lorentz-Funktionen können die relativen Änderungen in der Population von
Sekundärstrukturelementen bestimmt werden. Aufgrund der zuvor durchgeführten
Flächennormierung der FTIR-Spektren im Amid-I’-Bandenbereich entspricht die
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Tabelle 5.1 – Sekundärstrukturelemente und Absorptionsbanden von Lysozym im spektra-
len Bereich der Amid-I’-Bande.
Sekundärstrukturelement Absorptionsbereich / cm−1
Basislinie 1611




Fläche unter der jeweils resultierenden Gauß-Lorentz-Funktion dem Absorptions-
beitrag des jeweiligen Sekundärstrukturelements, der der Population in der gerade
vorliegenden Konformation entspricht.[318]
Unter Zuhilfenahme der Annahme, dass die beobachtete Proteinentfaltung einem
Zwei-Zustands-Modell folgt, kann eine modifizierte Boltzmann-Funktion verwen-
det werden, um jeweils den temperatur- (Gleichung 5.6) bzw. druckabhängigen (Glei-
chung 5.5) Verlauf der sigmoidalen Kurven der Populationsänderung der Sekundär-
strukturelemente mathematisch zu beschreiben. Die Änderungen der Absorption,
die durch Anlegen eines Drucks bzw. einer Temperatur induziert wurden, können

























)] + AU (5.6)
Hierbei entsprechen der native, d.h. der gefaltete (F) Zustand bzw. der entfaltete
(U) Zustand des Proteins den jeweiligen Plateauwerten der Absorptions-Intensitäten
AF bzw. AU und die dazugehörenden Wendepunkte dem Übergangsdruck pu bzw.
der Übergangstemperatur Tu. An diesen thermodynamischen Kenngrößen liegen je-
weils 50 % natives und entfaltetes Lysozym vor. Mithilfe der Gleichungen 5.5 und 5.6
können direkt die thermodynamischen Parameter ∆H◦u und ∆V ◦u , die der Änderung
der Standardreaktionsenthalpie (Van’t Hoffschen-Enthalpie, ∆H◦ = ∆HvH) und
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der Volumenänderung der Entfaltungsreaktion entsprechen, durch eine Kurvenan-
passung an die zuvor experimentell bestimmten Daten erhalten werden.[227]
Jede Probe wurde zur Bestimmung der druck- bzw. temperaturabhängigen ther-
modynamischen Parameter mindestens dreimal gemessen und entsprechend analy-
siert.
Zur Analyse der druckabhängigen Änderungen der Sekundärstrukturanteile fand
eine globale Funktionsanpassung mithilfe der Gleichung (5.5) an den jeweiligen Da-
tensatz statt, wohingegen bei den thermisch-induzierten Änderungen der Sekundär-
strukturanteile eine globale Funktionsanpassung der Gleichung (5.6) an den jeweili-
gen Datensatz durchgeführt wurde.
Die aus der jeweiligen Funktionsanpassung der Gleichungen (5.5) bzw. (5.6) an
die entsprechenden experimentellen Datensätze erhaltenen thermodynamischen Pa-
rameter wurden über die Anzahl der durchgeführten Experimente gemittelt, damit
sowohl quantitative als auch qualitative Rückschlüsse auf den Entfaltungsprozess
des untersuchten Lysozyms gezogen werden konnten.
5.2.4 Differentialthermoanalyse
Kalorimetrische Experimente wurden an einem Q20-DSC-System der Firma TA In-
struments (New Castle, DE, USA) durchgeführt. Das Volumen der Proben- und Re-
ferenzzelle beträgt jeweils 20 µL. Die Probenzelle beinhaltete die zu untersuchende
Proteinlösung, während in der Referenzzelle die jeweilige Pufferlösung eingefüllt wur-
de. Die DSC-Experimente wurden mit einer Proteinkonzentration von 80 mg mL−1
bzw. 160 mg mL−1 in einem Temperaturbereich von 30 bis 100 ◦C bei einer Heizrate
von 60 ◦C h−1 durchgeführt.
Aus den erhaltenen Thermogrammen können die Änderung der Wärmekapazität
∆Cp während der Entfaltung und die Übergangstemperatur Tu erhalten werden. Zur
besseren Auswertung erfolgte eine Basislinienkorrektur im Bereich des Übergangs
der erhaltenen Thermogramme.
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5.3 Ergebnisse und Diskussion
5.3.1 Einfluss von Cosolventien auf die Proteindynamik unter
Druck
Abbildung 5.3 zeigt die experimentellen Daten der durchgeführten EINS-Messungen
als semilogarithmische Auftragung bei Raumtemperatur und verschiedenen Drücken,
die zur Bestimmung der mittleren quadratischen Verschiebung (MSD) mithilfe der
Gauss-Näherung (Gleichung 5.2) verwendet wurden. Die Abbildungen 5.3a bis 5.3c
zeigen die Ergebnisse der Messungen von 80 mg mL−1 Lysozym, während in den Ab-
bildungen 5.3d und 5.3e die Messergebnisse von 160 mg mL−1 Lysozym dargestellt
sind. Beide Proteinkonzentrationen wurden sowohl in Anwesenheit von 2 M Harn-
stoff (Abbildung 5.3a und 5.3d) als auch in Anwesenheit von 2 M TMAO (Abbildung
5.3b und 5.3e) vermessen. Zusätzlich wurde bei einer Proteinkonzenztration von
80 mg mL−1 die gleichzeitige Anwesenheit von 2 M Harnstoff und 1 M TMAO (Ab-
bildung 5.3c) untersucht. Da die gemessenen Intensitäten bei einem Q2-Wert kleiner
1 der Wasserdynamik zugeordnet werden können,[368] wurden diese Datenpunkte
nicht zur Bestimmung der MSD verwendet und daher auch nicht eingezeichnet.
Die in Gleichung (5.2) dargestellte Gauss-Näherung behält ihre Gültigkeit bis zu
einem Wert von 〈u2〉Q2 ≈ 1. Da allerdings die hier gezeigten Datenpunkte bei höhe-
ren Q2-Werten immer noch ein lineares Verhalten aufweisen, wird diese Bedingung
hier überschritten.
Die mithilfe der Gauss-Näherung (Gleichung 5.2) bestimmten MSD-Werte von
Lysozym bei Raumtemperatur sind für eine Proteinkonzentration von 80 mg mL−1 in
Abbildung 5.4a und für eine Proteinkonzentration von 160 mg mL−1 in Abbildung
5.4b als Funktion des Druckes aufgetragen. Die eingezeichneten druckabhängigen
MSD-Werte von 80 bzw. 160 mg mL−1 Lysozym in reiner Pufferlösung sind zum
besseren Vergleich eingezeichnet und entstammen der Referenz[179].
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Abbildung 5.3 – Semilogarithmische EINS-Intensitäten von 80 und 160 mg mL−1 Lyso-
zym in Anwesenheit von Harnstoff und TMAO als Funktion von Q2
bei verschiedenen Drücken. 80 mg mL−1 Lysozym in Anwesenheit von a)
2 M Harnstoff, b) 2 M TMAO und c) 2 M Harnstoff und 1 M TMAO.
160 mg mL−1 Lysozym in Anwesenheit von d) 2 M Harnstoff und e) 2 M
TMAO. Eingezeichnete Linien repräsentieren die beste Kurvenanpassung
derGauss-Näherung (Gleichung 5.2) an die experimentellen Daten, deren
Steigung zur Berechnung des MSD benötigt wird. Die Verantwortlichkeit
der hier gezeigten Daten obliegt Dr. Samy Rashad Al-Ayoubi.
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Abbildung 5.4 – Mittlere quadratische Verschiebung (MSD) in An- und Abwesenheit von
TMAO und Harnstoff von a) 80 mg mL−1 und b) 160 mg mL−1 Lysozym
als Funktion des Drucks. Zum besseren Vergleich sind die MSD-Werte
von 80 bzw. 160 mg mL−1 Lysozym in Abwesenheit von Cosolventien, die
von Erlkamp et al. bestimmt wurden, als Referenz mit eingezeichnet.[179]
Die Verantwortlichkeit der hier gezeigten Daten obliegt Dr. Samy Rashad
Al-Ayoubi.
Wie Erlkamp et al. bereits zeigten, weist die MSD der Wasserstoffatome von Ly-
sozym bei einer Proteinkonzentration von 80 mg mL−1 eine deutliche Druckabhän-
gigkeit auf.[179] Bis zu einem Druck von 2 kbar sinkt diese um 0.4Å2 von anfängli-
chen 1.4Å2 auf 1.0Å2, bevor diese dann, im Rahmen des experimentellen Fehlers,
konstant bei diesem Wert bleibt (Abbildung 5.4a).[179] In Anwesenheit der beiden
Osmolyte TMAO und Harnstoff ist allerdings bei einer Proteinkonzentration von
80 mg mL−1 Lysozym, im Rahmen der experimentellen Genauigkeit, keine Druckab-
hängigkeit zu erkennen.
Die Anwesenheit des Osmolyten TMAO bewirkt eine insgesamt verringerte MSD
im Vergleich zu der von Erlkamp et al. bestimmten MSD von 80 mg mL−1 Lysozym
in reiner Pufferlösung. So ist diese bei Umgebungsdruck um etwa 70 % verringert.
Eine verringerte MSD ist gleichzusetzen mit einer geringeren inneren Beweglichkeit
der Wasserstoffatome des Proteins.
In Anwesenheit von 2 M Harnstoff ist die MSD bei Atmosphärendruck um et-
wa 35 % verringert im Vergleich zu der von Erlkamp et al. bestimmten MSD von
80 mg mL−1 Lysozym.[179] Ab einem Druck von etwa 2 kbar sind die bestimmten
MSD-Werte von 80 mg mL−1 Lysozym in An- und Abwesenheit von 2 M Harnstoff,
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im Rahmen des experimentellen Fehlers, in etwa gleich groß. Insgesamt gesehen
kann somit kein signifikanter Einfluss von 2 M Harnstoff auf die Proteindynamik
von Lysozym bei einer Konzentration von 80 mg mL−1 beobachtet werden.
Zur Untersuchung, ob die beiden verwendeten Osmolyte einen sich entgegenwir-
kenden Effekt auf die Proteindynamik besitzen, wurde zusätzlich zu den zuvor ge-
nannten Messungen, in denen die Effekte der beiden Cosolventien auf die Proteindy-
namik von Lysozym separat voneinander untersucht wurden, eine druckabhängige
Messreihe von 80 mg mL−1 Lysozym in Anwesenheit von sowohl 2 M Harnstoff als
auch von 1 M TMAO durchgeführt, deren daraus resultierenden MSD-Werte eben-
falls in Abbildung 5.4a abgebildet sind. Dieses Molverhältnis von 2:1 wurde gewählt,
da in vivo-Studien gezeigt haben, dass bei diesem Verhältnis die Effekte der beiden
Cosolventien sich aufheben sollen.[329] Anhand dieser Abbildung lässt sich deutlich
erkennen, dass der druckabhängige Verlauf der MSD-Werte des vermessenen Ge-
mischs in etwa gleich dem Verlauf der MSD-Werte von 80 mg mL−1 Lysozym in
Anwesenheit von 2 M TMAO entspricht, sodass an dieser Stelle davon ausgegan-
gen werden kann, dass die in diesem Zeitfenster beobachtete interne Proteindyna-
mik nicht durch Harnstoff, sondern lediglich durch die Anwesenheit des Osmolyten
TMAO beeinflusst wird.
Neben einer Proteinkonzentration von 80 mg mL−1 Lysozym wurde ebenfalls eine
Proteinkonzentration von 160 mg mL−1 in Anwesenheit von Harnstoff bzw. TMAO
vermessen, um den Einfluss der beiden Cosolventien auf die interne Proteindyna-
mik zu untersuchen. Die Abbildungen 5.3d und 5.3e zeigen die gemessenen und
hintergrundkorrigierten Intensitäten in einer semilogarithmischen Auftragung bei
verschiedenen Drücken. Mithilfe der Gauss-Näherung (Gleichung 5.2) erfolgte eine
Kurvenanpassung an die experimentellen Daten, um den MSD bei dem jeweiligen
Druck zu bestimmen, die in Abbildung 5.4b als Funktion des Drucks aufgetragen
sind. Zum besseren Vergleich sind auch hier die von Erlkamp et al. bestimmten
druckabhängigen MSD-Werte von 160 mg mL−1 Lysozym in reiner Pufferlösung ein-
gezeichnet, die der Referenz[179] entnommen wurden.
Die zuvor bei einer Proteinkonzentration von 80 mg mL−1 Lysozym anfänglich
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zu erkennende Druckabhängigkeit bis zu einem Druck von etwa 2 kbar ist bei der
doppelt so hohen Lysozym-Konzentration nicht mehr zu erkennen.[179] Insgesamt
gesehen sind die MSD-Werte bei der doppelt so großen Proteinkonzentration, bei
der nun sogenannte self-crowding-Bedingungen vorliegen, verringert auf einen Wert
von etwa 0.9Å2.[179]
Bei einer Betrachtung der MSD-Werte von 160 mg mL−1 Lysozym in Anwesenheit
von 2 M TMAO lässt sich wiederum erkennen, dass die Anwesenheit des Osmo-
lyts eine Verringerung der MSD-Werte induziert, sodass diese um etwa 40 % kleiner
sind als in Abwesenheit des Cosolvens. Des Weiteren lässt sich in Anwesenheit von
2 M TMAO eine leichte Druckabhängigkeit der MSD-Werte erkennen. So sinken die
Werte um etwa 0.1Å2/kbar mit steigendem Druck.
Die Anwesenheit von 2 M Harnstoff scheint keinen signifikanten Einfluss auf die
interne Proteindynamik zu nehmen, was anhand von ähnlichen MSD-Werten in An-
und Abwesenheit von Harnstoff zu erkennen ist. Auch hier ist wiederum lediglich
eine geringfügige Druckabhängigkeit der MSD-Werte angedeutet. So verringern sich
die MSD-Werte von 160 mg mL−1 Lysozym in Anwesenheit von 2 M Harnstoff, im
Rahmen des experimentellen Fehlers, nur minimal bis zu einem Druck von etwa 2
bis 3 kbar.
Insgesamt gesehen deuten die hier gezeigten Ergebnisse darauf hin, dass der Os-
molyt TMAO einen deutlichen Einfluss auf die interne Proteindynamik besitzt, was
sogar den self-crowding-Effekt um einen Faktor von zwei übertrifft. Diese These wird
durch die Betrachtung der MSD-Werte in der Harnstoff-TMAO-Mischung bestätigt,
da in in dem Gemisch ähnliche MSD-Werte bestimmt werden konnten wie in der
Probe, die lediglich 2 M enthielt. Des Weiteren kann in Anwesenheit der beiden Os-
molyte weder eine signifikante Druckabhängigkeit noch ein self-crowding-Effekt auf
die interne Proteindynamik erkannt werden, was möglicherweise auf den sehr gerin-
gen Bulk -Wasser-Anteil in Anwesenheit der hohen Osmolyt-Konzentration von 2 M
zurückzuführen ist. An dieser Stelle sei erwähnt, dass globale Bewegungen des Prote-
ins nicht für die hier beobachteten Änderungen der Proteindynamik verantwortlich
sind, da diese auf IN13 in dem hier betrachten Zeitfenster nicht wahrgenommen wer-
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den können und diese zusätzlich in dicht gepackten Lösungen gedämpft werden.[369]
Die unterschiedlichen Einflüsse von Harnstoff und TMAO können evtl. dadurch
erklärt werden, dass diesen unterschiedliche Wechselwirkungsmechanismen mit dem
Protein bzw. dem umliegenden Wasser zugrunde liegen. So interagiert Harnstoff
direkt mit dem Proteinrückgrat, während TMAO vorwiegend vom Protein ausge-
schlossen wird und mit dem umliegenden Wasser stark in Interaktion tritt, wodurch
das gesamte Wasserstoffbrücken-Netzwerk des Solvens verstärkt wird. Allgemein
betrachtet, wurde mehrfach ein Zusammenspiel zwischen der Wasser- und Prote-
indynamik postuliert, d.h. dass die Proteindynamik stark von der Wasserdynamik
der umliegenden Wassermoleküle beeinflusst wird. Während die internen Protein-
bewegungen vor allem durch die Dynamik der ersten Schale der Hydratationshül-
le beeinflusst werden, werden globale Bewegungen besonders durch die Dynamik
des Bulk -Wassers bestimmt.[370–372] Die Anwesenheit von TMAO, welches stark mit
dem Lösungsmittel Wasser interagiert und dadurch ein starkes Wasserstoffbrücken-
Netzwerk ausbildet, führt zu drastisch reduzierten MSD-Werten im beobachteten
Zeitfenster.
Im Gegensatz dazu interagiert Harnstoff bevorzugt mit dem Proteinrückgrat,
sodass die erste Schale der Hydratationshülle stark beeinflusst wird. Da nun die
beiden verwendeten Osmolyte unterschiedlich mit dem Protein in Interaktion tre-
ten,[90,95,98,99,101,110,116,293,330–332] verhalten sich die beiden Cosolventien wie erwartet
und beeinflussen dementsprechend die Proteindynamik.
Im Vergleich zu den von Erlkamp et al. ermittelten MSD-Werten von Lysozym
in reiner Pufferlösung, die unter self-crowding-Bedingungen stark verringert wer-
den,[179] führen die hier vorliegenden Konzentrationen von Lysozym zu keiner weite-
ren Verringerung der MSD-Werte. Die hier beobachteten Unterschiede in der Grö-
ßenordnung und der Cosolvens-Empfindlichkeit der ermittelten MSD-Werte bei den
zwei verschiedenen Konzentrationen an Lysozym können evtl. darauf zurückgeführt
werden, dass in der hochkonzentrierten Proteinlösung, in welcher 160 mg mL−1 Lyso-
zym vorliegen, praktisch kein Bulk -Wasser mehr vorhanden ist und somit die Prote-
ine nur durch wenige Wasser- bzw. Cosolvens-Schichten voneinander getrennt sind.
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Dies würde den Ergebnissen früherer SAXS-Hochdruckstudien an einem ähnlichen
System entsprechen, die das Ermitteln des druckabhängigen intermolekularen Inter-
aktionspotential ermöglichten.[238,239,337–340,373] So zeigt bei einer hochkonzentrierten
Lysozym-Lösung der anziehende Teil des Wechselwirkungspotentials J ein deutli-
ches Minimum bei etwa 1.5 kbar, welches mit zunehmender Proteinkonzentration
flacher wird.[340] Andererseits erhöht die Anwesenheit von TMAO die Druckabhän-
gigkeit des Wechselwirkungspotentials J , sodass die druckabhängige Abnahme des
Wechselwirkungspotentials viel schneller vonstatten geht und dessen Minimum auf
etwa 2.5 kbar verschoben wird.[238,239] Die Anwesenheit von Harnstoff bewirkt zwar
eine Abnahme des Wechselwirkungspotentials, nimmt allerdings keinen signifikanten
Einfluss auf die Lage des Minimums oder dessen Druckabhängigkeit.[238,239]
Da üblicherweise die abstoßenden Wechselwirkungen mit steigendem Druck zu-
nehmen, wird erwartet, dass die MSD-Werte leicht abnehmen. Während das Wech-
selwirkungspotential eine signifikante Druckabhängigkeit aufweist,[340] ist bei der
Betrachtung der ermittelten MSD-Werte entweder nur eine marginale oder sogar
vernachlässigbare Druckabhängigkeit der MSD-Werte zu beobachten. Aus diesem
Grund kann keine direkte Korrelation zwischen der Druckabhängigkeit des Wechsel-
wirkungspotentials J und der MSD-Werte im betrachteten Subnanosekundenbereich
vorliegen. Da die interne Proteindynamik hauptsächlich von der Dynamik der Hy-
dratationshülle und nicht von dem umliegenden Bulk -Wasser beeinflusst wird,[371,372]
kann ein unterschiedliches druckabhängiges Verhalten des Wechselwirkungspotenti-
als und der MSD erwartet werden, wobei das Wechselwirkungspotential scheinbar
empfindlicher auf das Vorhandensein von Cosolventien reagiert.
Neben den bisher gezeigten druckabhängigen Untersuchungen der Proteindyna-
mik von Lysozym in Anwesenheit der beiden Osmolyte TMAO und Harnstoff er-
folgten weitere druckabhängige EINS-Messungen von Lysozym in Anwesenheit von
Glycin und der beiden Disaccharide Sucrose und Trehalose.‡ Abbildung 5.5 zeigt
‡Die in dieser Arbeit gezeigten elastischen inkohärenten Neutronenstreuungs (EINS) Messungen
von Lysozym unter Druck wurden in Zusammenarbeit mit Dr. Samy Rashad Al-Ayoubi durch-
geführt. Hierbei erfolgte die Auswertung der EINS-Messungen von Lysozym in Anwesenheit von
Trehalose, Sucrose und Glycin durch den Autor, während die Auswertung der EINS-Messungen
an Lysozym in Anwesenheit von TMAO, Harnstoff und Mischungen der beiden Cosolventien
durch Dr. Samy Rashad Al-Ayoubi erfolgten.
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Abbildung 5.5 – Semilogarithmische EINS-Intensitäten von 114 mg mL−1 Lysozym als
Funktion von Q2 bei verschiedenen Drücken. Eingezeichnete Linien re-
präsentieren die beste Kurvenanpassung derGauss-Näherung (Gleichung
5.2) an die experimentellen Daten, deren Steigung zur Berechnung des
MSD benötigt wird.
die experimentellen Daten der durchgeführten EINS-Messungen von 114 mg mL−1
Lysozym (entspricht einer Massenkonzentration von 10 Gew.-%) als semilogarith-
mische Auftragung bei verschiedenen Drücken und Raumtemperatur, die zur Be-
stimmung der MSD-Werte mithilfe der Gauss-Näherung (Gleichung 5.2) verwen-
det wurden. In Abbildung 5.6 sind die experimentellen Daten der druckabhängigen
EINS-Messungen als semilogarithmische Auftragung von 114 mg mL−1 in Anwesen-
heit von 5 bis 30Gew.-% Trehalose (Abbildung 5.6a bis 5.6f) in einem Druckbereich
von 30 bis 4000 bar bei Raumtemperatur dargestellt.
Neben der Anwesenheit des Disaccharids Trehalose erfolgten weitere druckabhän-
gige EINS-Messungen an Lysozym in Anwesenheit von sowohl Sucrose als auch Gly-
cin, deren experimentellen Daten als semilogarithmische Auftragung in Abbildung
5.7 als Funktion vonQ2 aufgetragen sind. Bei den druckabhängigen EINS-Messungen
wurden Lysozymproben sowohl in Anwesenheit von 1 und 2 M Glycin (Abbildung
5.7a und 5.7b) als auch in Anwesenheit von 20Gew.-% Sucrose (Abbildung 5.7c) in
einem Druckbereich von 30 bis 4000 bar vermessen.
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a) Lysozym + 5Gew.-% Trehalose
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b) Lysozym + 10Gew.-% Trehalose
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c) Lysozym + 15Gew.-% Trehalose
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d) Lysozym + 17.5Gew.-% Trehalose
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e) Lysozym + 20Gew.-% Trehalose
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Abbildung 5.6 – Semilogarithmische EINS-Intensitäten von 114 mg mL−1 Lysozym in An-
wesenheit von a) 5Gew.-% Trehalose, b) 10Gew.-% Trehalose, c)
15Gew.-% Trehalose, d) 17.5Gew.-% Trehalose, e) 20Gew.-% Treha-
lose und f) 30Gew.-% Trehalose als Funktion von Q2 bei verschiedenen
Drücken. Eingezeichnete Linien repräsentieren die beste Kurvenanpas-
sung der Gauss-Näherung (Gleichung 5.2) an die experimentellen Daten,
deren Steigung zur Berechnung des MSD benötigt wird.
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c) Lysozym + 20Gew.-% Sucrose
Abbildung 5.7 – Semilogarithmische EINS-Intensitäten von 114 mg mL−1 Lysozym in An-
wesenheit von a) 1 M Glycin, b) 2 M Glycin und c) 20Gew.-% Sucrose
als Funktion von Q2 bei verschiedenen Drücken. Eingezeichnete Linien
repräsentieren die beste Kurvenanpassung der Gauss-Näherung (Glei-
chung 5.2) an die experimentellen Daten, deren Steigung zur Berechnung
des MSD benötigt wird.
Da die gemessenen Intensitäten bei einem Q2-Wert von kleiner 1 der Wasserdy-
namik zugeordnet werden können,[368] wurden diese Datenpunkte nicht zur Bestim-
mung der MSD-Werte verwendet und sind daher nur der Vollständigkeit halber mit
eingezeichnet.
Mithilfe der Gauss-Näherung aus Gleichung (5.2) erfolgte eine Kurvenanpassung
an die experimentellen Daten, um anschließend jeweils aus der ermittelten Stei-
gung den MSD-Wert bei dem entsprechenden Druck zu bestimmen. Die auf diese
Weise bestimmten MSD-Werte von Lysozym in Anwesenheit von Glycin und den
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Abbildung 5.8 – Mittlere quadratische Verschiebung (MSD) von 114 mg mL−1 Lysozym in
An- und Abwesenheit von a) 1 und 2 M Glycin und 20Gew.-% Sucrose
und b) 5 bis 30Gew.-% Trehalose (TDH) als Funktion des Drucks.
beiden Disacchariden Sucrose und Trehalose sind in Abbildung 5.8 als Funktion des
Drucks abgebildet. Hierbei stellt Abbildung 5.8a die ermittelten druckabhängigen
MSD-Werte von 114 mg mL−1 Lysozym in An- und Abwesenheit von 1 und 2 M
Glycin bzw. 20Gew.-% Sucrose dar, während in Abbildung 5.8b die ermittelten
MSD-Werte von Lysozym in Anwesenheit von 5 bis 30Gew.-% Trehalose abgebil-
det sind. Anhand von Abbildung 5.8a wird ersichtlich, dass durch die Anwesenheit
von 2 M Glycin die MSD-Werte drastisch erhöht werden, während die Anwesenheit
von 20Gew.-% Sucrose keinen signifikanten Einfluss auf die MSD-Werte nimmt.
Bei der Betrachtung der MSD-Werte von Lysozym in Anwesenheit von verschiede-
nen Konzentrationen Trehalose (Abbildung 5.8b) wird deutlich, dass mit steigender
Trehalose-Konzentration die MSD-Werte zu Beginn der jeweiligen Messreihen stei-
gen, sodass hier von einer konzentrationsabhängigen Steigerung der MSD-Werte ge-
sprochen werden kann. Dies bedeutet, dass mit steigender Trehalose-Konzentration
die Proteindynamik zunimmt.
Wie bereits erwähnt, wird die Proteindynamik in dem an IN13 möglichen Zeitfens-
ter größtenteils durch die Dynamik des umliegenden Lösungsmittels beeinflusst. Für
die Interaktion von Trehalose mit einem Protein gibt es mehrere mögliche Theorien.
Zum einen die Wasseraustausch-Theorie und zum anderen eine Theorie über das Ein-
bauen von Wassermolekülen in eine Zwischenschicht zwischen den Zuckermolekülen
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und der Oberfläche des Proteins. In FTIR-spektroskopischen Experimenten wurde
beobachtet,[374] dass eine Vielzahl direkter Wasserstoffbrücken zwischen Trehalose-
Molekülen und der Lysozym-Oberfläche ausgebildet werden, was für einen Austausch
von Wassermolekülen der Hydratationshülle des Proteins durch Trehalose-Moleküle
sprechen lässt.[162] Auf der anderen Seite gibt es zahlreiche experimentelle und theo-
retische Studien,[194,375–381] in denen beobachtet wurde, dass die vorliegenden Wech-
selwirkungen zwischen dem Protein und den Zuckermolekülen besser durch die Theo-
rie des Einbaus der Wassermoleküle in eine Zwischenschicht zwischen den Zucker-
molekülen und der Proteinoberfläche beschrieben werden kann.[162] Ein solcher Aus-
tausch von Wassermolekülen der Hydratationshülle durch Trehalose-Moleküle, wel-
cher bei dem Disaccharid Sucrose nicht beobachtet wurde, beeinflusst scheinbar die
Proteindynamik im Subnanosekundenbereich.
Des Weiteren wurde in einer experimentellen Studie herausgefunden, dass das
Disaccharid Sucrose, ebenfalls wie Harnstoff, mit dem Proteinrückgrat bzw. mit den
Seitenketten der Aminosäuren des Proteins interagiert,[122] sodass auch hier, wie bei
der Anwesenheit von Harnstoff ebenfalls erkennbar, kein signifikanter Einfluss auf
die Proteindynamik genommen wird.
5.3.2 Einfluss von Cosolventien auf die Proteinstabilität unter
Druck
Neben der Durchführung von EINS-Messungen zur Untersuchung der Proteindy-
namik von hochkonzentrierten Lysozym-Lösungen unter Druck in An- und Abwe-
senheit von Cosolventien wurde ebenfalls die Proteinstabilität von Lysozym unter
self-crowding-Bedingungen in An- und Abwesenheit der Cosolventien TMAO und
Harnstoff mithilfe von FTIR-spektroskopischen Messungen untersucht.
Wie in Kapitel 5.2.3 beschrieben, wurden die aufgenommenen FTIR-Spektren
durch Subtraktion des Pufferspektrums vom Probenspektrum hintergrundkorrigiert,
geglättet und im Bereich der Amid-I’-Bande flächennormiert. Die auf diese Weise
prozessierten FTIR-Spektren von 80 mg mL−1 Lysozym in reiner Pufferlösung sind in
Abbildung 5.9 in einem Druckbereich von 1 bar bis 12 kbar und einer Temperatur von
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Abbildung 5.9 – Druckabhängigkeit der flächennormierten Amid-I’-Bande von
80 mg mL−1 Lysozym in reiner Pufferlösung bei Atmosphärendruck und
einer Temperatur von 25 ◦C. Der Farbverlauf von lila (−) nach rot (−)
entspricht dem Druckgradienten und damit dem Übergang von dem
nativen in den entfalteten Zustand. Die Verantwortlichkeit der hier
gezeigten Daten obliegt Dr. Samy Rashad Al-Ayoubi.
25 ◦C abgebildet. Es lässt sich deutlich erkennen, dass die Intensität im Bereich der
α-Helices, die bei einer Wellenzahl von ∼1655 cm−1 eine Absorptionsbande besitzen,
mit steigendem Druck abnimmt.
Zur Bestimmung der Sekundärstruktur erfolgte nach der Prozessierung der Amid-
I’-Bande eine Subbandenanalyse. Dazu erfolgte die Bildung der zweiten Ableitung
sowie die Anwendung einer Fourier-Selbstentfaltungs-Funktion (FSD) zur Erzeu-
gung eines FSD-Spektrums, um anhand der beiden prozessierten Spektren die Lage
und Anzahl der unter der Amid-I’-Bande sich befindenden Subbanden zu bestim-
men. In Abbildung 5.10 sind sowohl die experimentell bestimmte Amid-I’-Bande als
auch die daraus gebildeten Spektren der Fourier-Selbstentfaltung und der zweiten
Ableitung von 80 mg mL−1 Lysozym in reiner Pufferlösung bei Atmosphärendruck
und einer Temperatur von 25 ◦C zum besseren Vergleich gemeinsam abgebildet. Hier-
bei ist deutlich das gegenläufige Verhalten des FSD-Spektrums und des Spektrums
der zweiten Ableitung zu erkennen. Befindet sich im FSD-Spektrum an einer Stelle
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Abbildung 5.10 – Experimentell bestimmte Amid-I’-Bande von Lysozym (•) bei Atmo-
sphärendruck und 25 ◦C sowie die durch Subbanden gebildete Funktions-
anpassung (−). Die Bestimmung der Subbanden erfolgte durch Bildung
des FSD-Spektrums ( - -) und der 2. Ableitung (· · · ). Die Verantwort-
lichkeit der hier gezeigten Daten obliegt Dr. Samy Rashad Al-Ayoubi.
ein Maximum und gleichzeitig im Spektrum der zweiten Ableitung ein Minimum an
der gleichen Position, so kann an dieser Position eine Subbande unter der Amid-I’-
Bande nachgewiesen werden, die sonst spektral nicht aufgelöst werden kann. Aus
der Subbandenanalyse resultieren sechs Subbanden, die im Superpositionsprinzip
an die experimentell bestimmte Amid-I’-Bande angepasst wurden und ebenfalls in
Abbildung 5.10 dargestellt sind. Die Zuordnung von Sekundärstrukturelementen zu
den bestimmten Subbanden erfolgte gemäß Tabelle 5.1.
In Abbildung 5.11 sind die druckabhängigen Amid-I’-Banden von 80 mg mL−1 Ly-
sozym (linke Spalte) den jeweils aus der Subbandenanalyse resultierenden Anteilen
der Sekundärstrukturelemente (rechte Spalte) gegenübergestellt. Neben der Untersu-
chung von 80 mg mL−1 Lysozym in reiner Pufferlösung (Abbildung 5.11a und 5.11b)
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80 mg mL−1 Lysozym.
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b) Population der Sekundärstrukturelemente
80 mg mL−1 Lysozym + 2 M TMAO.
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d) Population der Sekundärstrukturelemente
80 mg mL−1 Lysozym + 2 M Harnstoff.
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Abbildung 5.11 – Druckabhängige FTIR-Daten von 80 mg mL−1 (a,b) sowie in Anwesen-
heit von 2 M TMAO (c,d) und 2 M Harnstoff (e,f) in einem Druck-
bereich von 1 bar (−) bis 12 kbar (−). Linien repräsentieren die Funk-
tionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (5.5).  Schleifen
(1682 cm−1), • β-Faltblätter (1673 cm−1), N α-Helices (1655 cm−1), H
ungeordnete Strukturen (1640 cm−1),  β-Faltblätter (1621 cm−1), J
Basislinie (1611 cm−1). Die Verantwortlichkeit obliegt Dr. Samy Ras-
had Al-Ayoubi.192
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erfolgte die Untersuchung in Anwesenheit von 2 M TMAO (Abbildung 5.11c und
5.11d) und 2 M Harnstoff (Abbildung 5.11e und 5.11f) jeweils in einem Druckbe-
reich von 1 bar bis 12 kbar und einer Temperatur von 25 ◦C. Der Farbverlauf von lila
(−) nach rot (−) der Amid-I’-Banden entspricht dem Druckgradienten und damit
dem Übergang von dem nativen in den entfalteten Zustand.
Bei der Betrachtung der Amid-I’-Bande (Teile a,c,e der Abbildung 5.11) lässt
sich deutlich erkennen, dass durch Anlegen eines Drucks von bis zu 12 kbar eine
Rotverschiebung der Amid-I’-Bande von 1654 cm−1 nach 1644 cm−1 induziert wird.
Die Anwesenheit von 2 M Harnstoff (Abbildung 5.11e) führt zu einer Verringe-
rung der Intensität der Amid-I’-Bande sowie zu einer leichten Verbreiterung dieser,
was evtl. auf eine Überlagerung der 13C O-Streckschwingung des Harnstoffs oder
geringfügige strukturelle Änderungen zurückzuführen ist.
Im Anschluss an die Subbandenanalyse und die Bandenanpassung, kann der pro-
zentuale Anteil der einzelnen Sekundärstrukturelemente von 80 mg mL−1 Lysozym
in An- und Abwesenheit von Cosolventien druckabhängig bestimmt werden (Teile
b,d,f der Abbildung 5.11). Hierbei wird deutlich, dass in dem verwendeten Druck-
bereich der EINS-Messungen (max. 4 kbar), selbst in Anwesenheit von 2 M Harn-
stoff, kein Entfaltungsprozess stattgefunden hat und somit die Proteindynamik des
gefalteten Proteins in Kapitel 5.3.1 untersucht wurde. Ab einem Druck von etwa
5.5 kbar beginnt der druckinduzierte Entfaltungsprozess des Proteins, der von einer
Abnahme des helikalen Anteils (∼− 10 %) begleitet wird. Der geringfügige Anstieg
an β-Faltblättern, die bei einer Wellenzahl von ∼1621 cm−1 absorbieren, kann evtl.
auch auf etwaige intrinsiche Druckeffekte auf die Amid-I’-Bande zurückgeführt wer-
den.[36,382]
Neben einer Konzentration von 80 mg mL−1 Lysozym wurde ebenfalls eine Pro-
teinkonzentration von 160 mg mL−1 in An-und Abwesenheit von TMAO und Harn-
stoff FTIR-spektroskopisch unter Druckapplikation untersucht, deren Ergebnisse in
Abbildung 5.12 als Gegenüberstellung der prozessierten Amid-I’-Bande und der er-
haltenen Sekundärstrukturanteile nach Durchführung einer Subbandenanalyse dar-
gestellt sind. Neben der Untersuchung von 160 mg mL−1 Lysozym in reiner Puffer-
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160 mg mL−1 Lysozym.
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b) Population der Sekundärstrukturelemente
160 mg mL−1 Lysozym + 2 M TMAO.
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d) Population der Sekundärstrukturelemente
160 mg mL−1 Lysozym + 2 M Harnstoff.
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Abbildung 5.12 – Druckabhängige FTIR-Daten von 160 mg mL−1 (a,b) sowie in Anwe-
senheit von 2 M TMAO (c,d) und 2 M Harnstoff (e,f) in einem Druck-
bereich von 1 bar (−) bis 12 kbar (−). Linien repräsentieren die Funk-
tionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (5.5).  Schleifen
(1682 cm−1), • β-Faltblätter (1673 cm−1), N α-Helices (1655 cm−1), H
ungeordnete Strukturen (1640 cm−1),  β-Faltblätter (1621 cm−1), J
Basislinie (1611 cm−1). Die Verantwortlichkeit obliegt Dr. Samy Ras-
had Al-Ayoubi.194
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lösung (Abbildung 5.12a und 5.12b) erfolgte die Untersuchung in Anwesenheit von
2 M TMAO (Abbildung 5.12c und 5.12d) und 2 M Harnstoff (Abbildung 5.12e und
5.12f) jeweils in einem Druckbereich von 1 bar bis 12 kbar und einer Temperatur von
25 ◦C. Der Farbverlauf von lila (−) nach rot (−) der Amid-I’-Banden entspricht dem
Druckgradienten und damit dem Übergang von dem gefalteten in den entfalteten
Zustand.
Auch hier lässt sich wiederum eine induzierte Rotverschiebung der Amid-I’-Bande
während der Druckapplikation um etwa 10 cm−1erkennen (Teile a,c,e der Abbildung
5.12). Generell ist die Intensität der Amid-I’-Bande im Vergleich zur 80 mg mL−1-
Probe etwas geringer und verringert sich in Anwesenheit von 2 M Harnstoff weiter
(Abbildung 5.12e).
Nach der Subbandenanalyse und der dazugehörigen Bandenanpassung wurde der
prozentuale Anteil der einzelnen Sekundärstrukturelemente ermittelt und in den
Grafiken b,d und f der Abbildung 5.12 als Funktion des Drucks dargestellt. Es lässt
sich deutlich erkennen, dass sowohl in Abwesenheit von Cosolventien als auch in An-
wesenheit von 2 M Harnstoff bis zu einem Druck von 4 kbar, dies entspricht dem Ma-
ximaldruck der getätigten EINS-Messungen, kein Entfaltungsprozess stattgefunden
hat und somit auch bei der hochkonzentrierten Proteinprobe die Proteindynamik im
gefalteten Zustand untersucht wurde (vgl. Kapitel 5.3.1). Ab einem Druck von etwa
4.5 kbar beginnt der druckinduzierte Entfaltungsprozess des Proteins, der von einer
Abnahme des helikalen Anteils (∼− 10 %) begleitet wird. Auch hier kann der gering-
fügige Anstieg an β-Faltblättern (∼10 %), deren Absorptionsbande bei ∼1621 cm−1
liegt, evtl. auf etwaige intrinsische Druckeffekte, die auf die Amid-I’-Bande wirken,
zurückgeführt werden.[36,382]
Mithilfe der abgewandelten Boltzmann-Funktion (Gleichung 5.5) kann der Ent-
faltungsdruck pu, an welchem 50 % des vorhandenen Lysozyms im nativen und 50 %
im entfalteten Zustand vorliegen, durch Kurvenanpassung an den Anteil helika-
ler Strukturen, zu 6804± 367 bar bei einer Proteinkonzentration von 80 mg mL−1
und zu 6121± 231 bar bei einer Proteinkonzentration von 160 mg mL−1 bestimmt
werden. In Anwesenheit von 2 M TMAO vergrößert sich der Entfaltungsdruck um
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Abbildung 5.13 – Grafische Darstellung der FTIR-spektroskopisch bestimmten Entfal-
tungsdrücke pu von 80 mg mL−1 und 160 mg mL−1 Lysozym in reiner
Pufferlösung () sowie in Anwesenheit von 2 M Harnstoff () und 2 M
TMAO () bei einer Temperatur von 25 ◦C. Die Verantwortlichkeit ob-
liegt Dr. Samy Rashad Al-Ayoubi.
∼1750 bar, während dieser in Anwesenheit von 2 M Harnstoff um ∼500 bar sinkt
(Abbildung 5.13). Diese Ergebnisse stimmen gut mit vorherigen Studien überein,
wonach TMAO einen stabilisierenden Effekt auf die Proteinstabiltät besitzt, wohin-
gegen Harnstoff destabilisierend auf die Proteinstruktur wirkt.[105,197] Beim Vergleich
der Entfaltungsdrücke der beiden verwendeten Proteinkonzentrationen fällt auf, dass
generell der Entfaltungsdruck pu bei den höher konzentrierten Proben verringert ist,
was für eine Destabilisierung des Proteins unter self-crowding-Bedingungen spricht.
Des Weiteren kann durch die Kurvenanpassung der abgewandelten Boltzmann-
Funktion (Gleichung 5.5) an die experimentellen Daten die Volumenänderung wäh-
rend des Entfaltungsprozesses bestimmt werden. So ergibt sich beispielsweise für
die 160 mg mL−1 Probe in reiner Pufferlösung eine Volumenänderung von ∆V ◦u =
−31± 10 mL mol−1, die gut mit gefundenen Literaturwerten übereinstimmt. Sasa-
hara et al. ermittelten beispielsweise eine Volumenänderung von −55 mL mol−1,[229]
wohingegen Li et al. einen Wert von −26 mL mol−1 erhielten.[383] Aus der ermittelten
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Volumenänderung während der Entfaltung folgt, dass während des druckinduzierten
Entfaltungsprozess interne Kavitäten aufgefüllt werden, wodurch sich das Volumen
verringert. Dieser Wert liegt im experimentellen Fehlerraum aller durchgeführten
Experimente, woraus folgt, dass weder Cosolventien noch die Proteinkonzentration
einen signifikanten Einfluss auf die Volumenänderung während des Entfaltungspro-
zesses nehmen.
Unter Verwendung eines partiellen spezifischen Volumens von 0.734 mL g−1 und
eines Molekulargewichts von 14.3 kDa für Lysozym, [229,384] entspricht die zuvor be-
stimmte Volumenänderung während des partiellen Entfaltungsprozesses ∼0.3 %, was
lediglich dem Volumen von ∼2 Wasser-Molekülen entspricht.
5.3.3 Einfluss von Cosolventien auf die thermische
Proteinstabilität
Neben der Untersuchung des Einflusses von Cosolventien auf die druckabhängige
Entfaltung von Lysozym unter self-crowding-Bedingungen erfolgten auch tempera-
turabhängige FTIR-spektroskopische Messungen zur Untersuchung des Einflusses
von Cosolventien auf die thermische Proteinstabilität. Die linke Spalte der Abbil-
dung 5.14 zeigt die Amid-I’-Banden von 80 mg mL−1 Lysozym in reiner Pufferlösung
(Abbildung 5.14a) sowie in Anwesenheit von 2 M TMAO (Abbildung 5.14c) und 2 M
Harnstoff (Abbildung 5.14e) in einem Temperaturbereich von 25 bis 95 ◦C.
Bei der Betrachtung der Amid-I’-Banden während des thermischen Entfaltungs-
prozesses (Teilgrafik a,c,e der Abbildung 5.14) ist eine deutliche Abnahme der Ban-
denintensität zu erkennen, besonders im Bereich der α-helikalen Strukturen, die bei
einer Wellenzahl von∼1655 cm−1 absorbieren. Des Weiteren lässt sich erkennen, dass
in Anwesenheit sowohl von 2 M TMAO (Abbildung 5.14c) als auch von 2 M Harnstoff
(Abbildung 5.14e), jedoch nicht in Abwesenheit dieser Osmolyte (Abbildung 5.14a),
eine thermisch irreversible Entfaltung stattfindet, die durch die Ausbildung intermo-
lekularer β-Faltblätter gekennzeichnet ist, welche charakteristisch bei Wellenzahlen
von 1620 und 1680 cm−1 absorbieren und deren Intensitäten mit steigender Tem-
peratur zunehmen.[385,386] Dieser Effekt ist in Anwesenheit von 2 M TMAO stärker
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80 mg mL−1 Lysozym.
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Abbildung 5.14 – Temperaturabhängige FTIR-Daten von 80 mg mL−1 (a,b) sowie in An-
wesenheit von 2 M TMAO (c,d) und 2 M Harnstoff (e,f) in einem Tem-
peraturbereich von 25 ◦C (−) bis 95 ◦C (−). Linien repräsentieren die
Funktionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (5.6).  Schlei-
fen (1682 cm−1), • β-Faltblätter (1673 cm−1), N α-Helices (1655 cm−1),
H ungeordnete Strukturen (1640 cm−1),  β-Faltblätter (1621 cm−1), J
Basislinie (1611 cm−1). Die Verantwortlichkeit obliegt Dr. Samy Rashad
Al-Ayoubi.198
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ausgeprägt als in Anwesenheit von 2 M Harnstoff. Dies bedeutet, dass TMAO auf
der einen Seite das Protein gegenüber einer Denaturierung stabilisiert, aber auf der
anderen Seite auch eine thermische Aggregation fördert.[387]
Im Anschluss an die Subbandenanalyse und die dazugehörige Bandenanpassung
kann der prozentuale Anteil der einzelnen Sekundärstrukturelemente ermittelt und
grafisch dargestellt werden, wie es in den Graphen b,d und f der Abbildung 5.14
erfolgt ist. Im Temperaturbereich von 25 bis 60 ◦C sind keine signifikanten Verän-
derungen der Anteile an Sekundärstrukturelementen zu beobachten. Ab einer Tem-
peratur von 65 ◦C beginnt der thermische Entfaltungsprozess von Lysozym in reiner
Pufferlösung (Abbildung 5.14b). In Anwesenheit von 2 M beginnt der thermische
Entfaltungsprozess bereits ab einer Temperatur von ∼55 ◦C (Abbildung 5.14f) und
in Anwesenheit von 2 M TMAO (Abbildung 5.14d) verschiebt sich der Eintritt der
Entfaltung auf eine Temperatur von ∼75 ◦C.
Wie bereits zuvor erwähnt, sind die am meisten betroffenen Sekundärstrukturele-
mente während einer Temperaturerhöhung α-Helices, die bei einer Wellenzahl von
∼1655 cm−1 absorbieren, und sich aufgrund einer Aggregation bei höheren Tempe-
raturen bildende β-Faltblätter, deren Absorptionsbande bei ∼1621 cm−1 liegt. Der
Anteil an α-Helices sinkt um ∼− 8 % in reiner Pufferlösung, während er in Anwe-
senheit von 2 M Harnstoff um ∼− 10 % sinkt und in Anwesenheit von 2 M TMAO
um ∼− 13 % abnimmt. In Anwesenheit von 2 M Harnstoff beträgt die Zunahme der
sich bildenden intermolekularen β-Faltblätter ∼+ 10 % und in Anwesenheit von 2 M
TMAO ∼+ 18 %.
Neben einer Konzentration von 80 mg mL−1 Lysozym wurde ebenfalls eine Prote-
inkonzentration von 160 mg mL−1 in An- und Abwesenheit von Cosolventien FTIR-
spektroskopisch in Abhängigkeit der Temperatur in einem Temperaturbereich von
25 bis 95 ◦C vermessen, deren Ergebnisse in Abbildung 5.15 als Gegenüberstellung
der prozessierten Amid-I’-Banden und der erhaltenen Sekundärstrukturanteile nach
Durchführung einer Subbandenanalyse dargestellt sind. Dabei sind die Ergebnis-
se der temperaturabhängigen FTIR-spektroskopischen Messungen von 160 mg mL−1
Lysozym in reiner Pufferlösung in den Abbildungen 5.15a und 5.15b abgebildet,
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160 mg mL−1 Lysozym.
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Abbildung 5.15 – Temperaturabhängige FTIR-Daten von 160 mg mL−1 (a,b) sowie in An-
wesenheit von 2 M TMAO (c,d) und 2 M Harnstoff (e,f) in einem Tem-
peraturbereich von 25 ◦C (−) bis 95 ◦C (−). Linien repräsentieren die
Funktionsanpassung des abgewandelten Boltzmann-Fits (5.6).  Schlei-
fen (1682 cm−1), • β-Faltblätter (1673 cm−1), N α-Helices (1655 cm−1),
H ungeordnete Strukturen (1640 cm−1),  β-Faltblätter (1621 cm−1), J
Basislinie (1611 cm−1). Die Verantwortlichkeit obliegt Dr. Samy Rashad
Al-Ayoubi.200
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während die Ergebnisse der Untersuchungen in Anwesenheit von 2 M TMAO in den
Abbildungen 5.15c und 5.15d und in Anwesenheit von 2 M Harnstoff in den Abbil-
dungen 5.15e und 5.15f dargestellt sind.
Auch bei der hochkonzentrierten Lysozymprobe lässt sich bei der Betrachtung
der Amid-I’-Bande (Teilgraphen a,c und e der Abbildung 5.15) eine deutliche In-
tensitätsverringerung im Bereich α-helikaler Strukturen, die bei einer Wellenzahl
von ∼1655 cm−1 absorbieren, erkennen. Des Weiteren steigt die Intensität in Anwe-
senheit sowohl von 2 M TMAO (Abbildung 5.15c) als auch von 2 M Harnstoff im
Bereich der intermolekularen β-Faltblätter, mit Absorptionsbanden bei ∼1621 und
∼1673 cm−1, die sich aufgrund einer thermischen Aggregation bei höheren Tempera-
turen ausbilden.[385,386] Wiederum ist dieser Effekt in Anwesenheit von 2 M TMAO
stärker ausgeprägt als in Anwesenheit von 2 M Harnstoff und in Abwesenheit von Co-
solventien steigt lediglich die Intensität der intermolekularen β-Faltblätter, die bei
einer Wellenzahl von ∼1673 cm−1 absorbieren. Dies festigt die Aussage, dass TMAO
das Protein gegenüber einer Denaturierung stabilisiert, allerdings eine thermische
Aggregation fördert.[387]
Mithilfe der abgewandelten Boltzmann-Funktion (Gleichung 5.6) können die Ent-
faltungstemperatur Tm, an welcher 50 % des vorhandenen Lysozyms im gefalte-
ten und 50 % im entfalteten Zustand vorliegen, sowie die Änderung der Van’t
Hoffschen Enthalpie ∆H◦u,vH durch eine Kurvenanpassung an den Anteil α-helikaler
Strukturen bestimmt werden.
Für die 80 mg mL−1 Lysozym-Probe in reiner Pufferlösung ergaben sich hieraus
eine Änderung der Van’t Hoffschen Enthalpie ∆H◦u,vH von 298± 64 kJ mol−1 und
eine Entfaltungstemperatur von Tm = 77.9± 0.6 ◦C, während für die 160 mg mL−1
Probe eine Änderung derVan’t Hoffschen Enthalpie von ∆H◦u,vH = 241± 3 kJ mol−1
und eine Entfaltungstemperatur Tm zu 77.6± 1.5 ◦C bestimmt wurden. Cinar et
al. ermittelten beispielsweise eine Änderung der Van’t Hoffschen Enthalpie von
385 kJ mol−1 unter Verwendung einer Proteinkonzentration von 10 mg mL−1.[234] Da
in Anwesenheit sowohl von 2 M TMAO als auch von 2 M Harnstoff eine irreversible
Aggregation während der thermischen Entfaltung stattfindet, wurden keine Ände-
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Abbildung 5.16 – Grafische Darstellung der FTIR-spektroskopisch und kalorimetrisch
bestimmten Entfaltungstemperaturen Tm von 80 mg mL−1 und
160 mg mL−1 Lysozym in reiner Pufferlösung () sowie in Anwesen-
heit von 2 M Harnstoff () und 2 M TMAO () bei einer Temperatur
von 25 ◦C. Die Verantwortlichkeit obliegt Dr. Samy Rashad Al-Ayoubi.
rungen der Van’t Hoffschen Enthalpie bestimmt.
Abbildung 5.16 zeigt den Einfluss der verwendeten Cosolventien auf die Entfal-
tungstemperatur Tm in einer Gegenüberstellung der FTIR-spektroskopisch und kalo-
rimetrisch ermittelten Entfaltungstemperaturen. Die Ergebnisse der durchgeführten
DSC-Messungen stimmen gut mit den FTIR-spektroskopisch ermittelten Entfal-
tungstemperaturen überein. Wiederum lässt sich eine stabilisierende Wirkung von
TMAO auf die Proteinstabilität erkennen, während die Anwesenheit von Harnstoff
einen destabilisierenden Effekt auf die thermische Entfaltung von Lysozym aufweist.
Des Weiteren besitzt Lysozym in den niedrig konzentrierten Lösungen eine höhere
Stabilität gegenüber einer thermischen Entfaltung als in den höher konzentrierten
Proteinlösungen, was wiederum dafür spricht, dass self-crowding-Bedingungen einen
destabilisierenden Effekt besitzen.
Dies stimmt gut mit früheren kalorimetrischen Studien an Lysozym unter self-
crowding-Bedingungen überein. So fanden Suladze et al. beispielsweise heraus, dass
202
5.3 Ergebnisse und Diskussion
self-crowding-Bedingungen einen destabilisierenden Effekt auf die Temperaturbe-
ständigkeit von Lysozym besitzt und darauf hinweist, dass ein enthalpischer Effekt
vorliegt und kein Effekt aufgrund des ausgeschlossenen Volumens.[388] Bei SNase, ei-
nem anderen Protein, fanden Erlkamp et al. beispielsweise heraus, dass crowding und
self-crowding zu einer Erhöhung von sowohl der Druck- als auch der Temperatur-
stabilität führt, was darauf hinweist, dass die auftretenden Effekte besonders durch
die vorliegende Proteinkonzentration und Lösungsbedingungen beeinflusst werden,
wie beispielsweise dem pH-Wert, der Ionenstärke oder der Anwesenheit von Cosol-
ventien, sowie von der Oberflächenladung mitsamt dem pI-Wert und der Ladungs-
verteilung.[178]
Cinar et al. bestimmten bei einem ähnlichen pH-Wert für eine 10 mg mL−1 Lysozym-
Lösung, eine Konzentration bei der destabilisierende intermolekulare Wechselwir-
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Abbildung 5.17 – Druck-Temperatur-Phasendiagramm von 160 mg mL−1 Lysozym in rei-
ner Pufferlösung. Zur optischen Orientierung dient die durchgezogene
Linie. Die Werte für Lysozym in Anwesenheit von 2 M Harnstoff bzw.
2 M TMAO dienen der besseren Einordnung. Das 3D-Bändermodell von
Lysozym (PDB-Struktur: 1dpx[359]) wurde mithilfe der Computersoft-
ware UCSF Chimera v.1.13.1 erstellt.[214] Die Verantwortlichkeit ob-
liegt Dr. Samy Rashad Al-Ayoubi.
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kungen fehlen, einen weitaus höheren Wert für den Entfaltungsdruck.[234] Dies ent-
spricht den zuvor genannten Argumenten und der verringerten Änderung der Van’t
Hoffschen Enthalpie.[388]
In Abbildung 5.17 ist ein Druck-Temperatur-Phasendiagramm für Lysozym mit ei-
ner Konzentration von 160 mg mL−1 dargestellt, das aus den FTIR-spektroskopischen
Messungen bestimmt wurde. Der Verlauf der Stabilitätsgrenzkurve des Proteins ent-
spricht hierbei einem Ellipsoid, der charakteristisch für monomere Proteine ist.
5.4 Zusammenfassung
Die hier aufgeführten Ergebnisse zeigen deutlich einen stabilisierenden Effekt des
verwendeten Osmolyten TMAO auf die interne Dynamik der Wasserstoffatome von
Lysozym im Subnanosekundenbereich anhand einer Reduktion der ermittelten MSD-
Werte von Lysozym in Anwesenheit von 2 M TMAO, während in Anwesenheit von
2 M Harnstoff die MSD-Werte nicht signifikant beeinflusst wurden. In der TMAO-
Harnstoff-Mischung konnte kein entgegenwirkender Effekt der beiden verwendeten
Cosolventien auf die Dynamik der internen Wasserstoffatome von Lysozym beobach-
tet werden. Die unterschiedlichen Wirkungsweisen der beiden Osmolyte können evtl.
dadurch erklärt werden, dass Harnstoff nur schwach mit dem umgebenden Wasser,
aber stark mit dem Proteinrückgrat interagiert, während der Osmolyt TMAO vor-
zugsweise von der Proteinoberfläche ausgeschlossen wird und stark mit dem umge-
benden Wasser wechselwirkt. Durch die Anwesenheit von TMAO wird die Gesamt-
struktur des Wasserstoffbrücken-Netzwerks verstärkt, wodurch es zu einer Dämp-
fung der Dynamik von Oberflächengruppen und evtl. auch der inneren Dynamik des
Proteins kommt und dadurch die MSD-Werte verringert werden.
Anhand der durchgeführten Messungen lässt sich erkennen, dass der Osmolyt
TMAO in der Lage ist, das Volumen zu beeinflussen, welches den Proteinatomen
für eine lokale Diffusion zugänglich ist und dieser Effekt sich von der Proteinober-
fläche aus ins Proteininnere mithilfe einer Kopplung der vorliegenden Diffusionsbe-
wegungen ausbreitet. Dadurch wird zusätzlich die globale Flexibilität des Proteins
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beeinflusst, was sich an den verringerten MSD-Werten von Lysozym in Anwesenheit
des Osmolyten erkennen lässt. Diese Ergebnisse zeigen, dass die Konformations-
dynamik von Lysozym sowohl eine signifikante Temperaturabhängigkeit besitzt als
auch durch die Anwesenheit von Cosolventien, die eine Änderung der Hydratations-
eigenschaften induziert, effektiv moduliert werden kann.[389] Es handelt sich dabei
um eine globale Wirkung, die nicht nur auf die dem Lösungsmittel zugänglichen
Aminosäurereste beschränkt ist.[346,389,390]
Unter self-crowding-Bedingungen, wobei Konzentrationen erreicht werden, die ty-
pischerweise im Zellinnern vorzufinden sind, verringern sich die für Lysozym in reiner
Pufferlösung ermittelten MSD-Werte. Allerdings hat in Anwesenheit der beiden ver-
wendeten Osmolyte ein solcher Crowding-Effekt keinen wesentlichen Einfluss auf die
MSD-Werte des Proteins. Sowohl unter solchen self-crowding-Bedingungen als auch
in Anwesenheit von Cosolventien in hohen Konzentrationen, wie beispielsweise den
hier verwendeten 2 M TMAO bzw. Harnstoff, werden die MSD-Werte des Proteins
relativ unempfindlich gegenüber dem anliegenden Druck.
In Anwesenheit des Disaccharids Trehalose steigen die ermittelten MSD-Werte
mit steigender Konzentration des Zuckers. In Anwesenheit von bis zu 20Gew.-%
Trehalose bleibt der ermittelte MSD-Wert bis zu einem Druck von ∼2 kbar konstant,
bevor dieser aufgrund der Kompression abfällt. Es ist bekannt, dass die Dynamik in
dem hier untersuchten Zeitfenster stark von der Dynamik der Hydratationshülle des
Proteins beeinflusst wird, sodass hier davon ausgegangen werden kann, dass die An-
wesenheit von Trehalose einen großen Einfluss auf die Hydratationshülle des Proteins
besitzt. Des Weiteren ist bekannt, dass Trehalose in der Lage ist, eine bestimmte
Menge an Wassermolekülen der Hydratationshülle durch die Ausbildung von Was-
serstoffbrücken mit dem Protein zu ersetzen.[162] Dieser Austausch von Wassermole-
külen der Hydratationshülle durch Trehalose-Moleküle beeinflusst die Dynamik des
Proteins im Subnanosekundenbereich. Die MSD-Werte sind in Anwesenheit von 2 M
Glycin drastisch erhöht, während die Anwesenheit von 2Gew.-% Sucrose keinen
signifikanten Einfluss auf die MSD-Werte nimmt. Da Sucrose, wie Harnstoff auch,
direkt mit dem Proteinrückgrat bzw. mit den Seitenketten der Aminosäuren des Pro-
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teins interagiert,[122] ist eine Beeinflussung durch die Anwesenheit des Disaccharids
nicht zu erkennen.
Sowohl die durchgeführten komplementären druck- und temperaturabhängigen
FTIR-Messungen als auch die kalorimetrischen Daten geben zusätzliche Einblicke
auf den Einfluss der verwendeten Cosolventien auf die Proteinstabilität und erlau-
ben die Erstellung eines Druck-Temperatur-Phasendiagramms von Lysozym, wel-
ches in Abbildung 5.17 dargestellt ist und den für monomere Proteine typischen
elliptischen Verlauf besitzt.[35,49,60] Bei beiden vermessenen Proteinkonzentrationen
stabilisiert die Anwesenheit von TMAO das Protein gegenüber einer druck- und
thermisch-induzierten Entfaltung, während die Anwesenheit von Harnstoff eine de-
stabilisierende Wirkung auf die Proteinstabilität aufweist. Das Vorliegen von self-
crowding-Bedingungen führt zu einer geringfügigen Destabilisierung des Lysozyms
gegenüber einer druck- bzw. thermisch-induzierten Entfaltung, was auf einen enthal-
pischen Effekt zurückzuführen ist, der bei solch hohen Proteinkonzentrationen durch
die Ausbildung schwacher intermolekularer Wechselwirkungen entsteht.[387] Im Ge-
gensatz zu einer druck-induzierten Entfaltung führt eine Temperaturerhöhung bei
hohen Proteinkonzentrationen zur sofortigen Denaturierung mit anschließender ir-
reversibler Aggregation in Anwesenheit sowohl von TMAO als auch von Harnstoff.
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Tubulin zählt neben Actin und den Intermediärfilamenten zu den Hauptkompo-
nenten des Zytoskeletts und kann in fast jeder eukaryotischen Zelle gefunden wer-
den.[242,303] Tubulin ist verantwortlich für eine Vielzahl zellulärer Funktionen, wie
beispielsweise Morphogenese, den intrazellulären Transport, die Motilität, oder die
Bildung des mitotischen Spindelapparats während der Zellteilung.[241–243] Innerhalb
der Zelle kann Tubulin in zwei möglichen Zuständen vorliegen: zum einen Tubu-
lin, das Monomer, ein Heterodimer, welches aus α- und β-Untereinheiten aufgebaut
ist,[304] und zum anderen der polymere Zustand, die Mikrotubuli.[305] α/β-Tubulin
ist in der Lage, lineare Protofilamente mit einer Kopf-Schwanz-Orientierung zu bil-
den. 10–15 dieser Protofilamente können sich dann wiederum seitlich miteinander
verbinden und schließen, sodass sich die zylinderförmigen Mikrotubuli mit einem
Durchmesser von 25 nm bilden können. Jede Untereinheit des Heterodimers ist in
der Lage ein Molekül Guanosintriphosphat (GTP) zu binden. Dabei ist das gebunde-
ne Nukleotid des α-Tubulins nicht austauschbar (engl.: non-exchangeable, N-Seite)
und wird während der Polymerisation nicht hydrolysiert, während das Nukleotid,
welches an die β-Untereinheit gebunden ist, austauschbar ist (engl.: exchangeable,
E-Seite) und bei der Polymerisation hydrolysiert wird.[248] Aufgrund dieser Tatsache
sind die gebildeten Mikrotubuli asymmetrisch und besitzen eine polare Struktur mit
unterschiedlichen Wachstumsraten an den beiden Enden.[249,250]
Auf der Erde gibt es zahlreiche Bereiche, in denen ein hoher hydrostatischer
Druck (engl.: high hydrostatic pressure, HHP) vorliegt. Während der durchschnitt-
liche Druck in der Tiefsee etwa 400 bar beträgt, kann in den Tiefseegräben und
dem tiefen Untergrund ein Druck von bis zu 1 kbar vorliegen.[60] Damit das Über-
leben unter extremen Umweltbedingungen, wie beispielsweise einem hohen hydro-
statischen Druck, möglich ist, müssen Organismen Anpassungen vornehmen, um
die enthaltenen Proteine vor einer Denaturierung oder einer Dissoziation zu bewah-
ren, damit deren Funktionalität und Aktivität weiterhin erhalten bleibt.[204–206] Die
druckabhängige Stabilität von Biomolekülen, wie beispielsweise Proteinen, die an
druckempfindlichen Polymerisationsreaktionen beteiligt sind, so wie in diesem Fall
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α/β-Tubulin, ist bis jetzt kaum erforscht.
Im Allgemeinen wird die Stabilität von Proteinen sowie deren Reaktionen und
Wechselwirkungen in wässriger Lösung signifikant durch die Anwesenheit von Co-
solventien beeinflusst, insbesondere von Osmolyten, die in der biologischen Zelle vor-
kommen.[90] Beispielsweise wird der native Zustand von Proteinen durch die Anwe-
senheit von Methylaminen, Polyolen, Kohlenhydraten oder Aminosäuren stabilisiert,
weshalb diese chemischen Verbindungen oftmals als Chemische Chaperone bezeich-
net werden. Im Gegensatz dazu destabilisieren Denaturierungsmittel, wie beispiels-
weise das Stoffwechselprodukt Harnstoff, den nativen Zustand und begünstigen den
entfalteten Zustand von Proteinen.[87,101,107,114,116,170,271] Als ein Beispiel für einen
stabilisierenden Osmolyten sei an dieser Stelle Trimethylamin-N -oxid (TMAO) ge-
nannt, welches in der Lage ist, den nativen Zustand von Proteinen signifikant zu
stabilisieren.[107,197] Eine detaillierte Erläuterung zu natürlichen Osmolyten kann
dem Kapitel 1.3 entnommen werden.
Chemische Prozesse innerhalb der biologischen Zelle laufen häufig in einem Me-
dium ab, das hohe Konzentrationen an Makromolekülen enthält, die bis zu 30 %
des verfügbaren Gesamtvolumens einnehmen.[170] Die Faltung, die Konformations-
dynamik sowie die damit verbundenen Gleichgewichte von Proteinen verändern sich
in solchen Crowding-Bedingungen, was weitestgehend auf den ausgeschlossenen Vo-
lumeneffekt (engl.: Excluded Volume Effect) zurückzuführen ist, den diese Crowder
auf das Biomolekül ausüben.[178,210,270,272,392,393] Eine detaillierte Erläuterung zu dem
Thema Crowding kann dem Kapitel 1.4 entnommen werden. In dieser Arbeit wird als
makromolekularer Crowder Ficoll® PM 70 verwendet und mit dessen monomeren
Untereinheit Saccharose, welches als Nanocrowder dient, verglichen.
Frühere Studien haben gezeigt, dass solche Cosolventien und makromolekularen
Crowder die Polymerisationskinetik von Tubulin signifikant beeinflussen können,[240]
wie es in Kapitel 3 detailliert beschrieben ist. Dabei wurde gezeigt, dass sowohl der
Osmolyt TMAO als auch der makromolekulare Crowder Ficoll® PM 70 die Poly-
merisationskinetik von Tubulin beschleunigen, während durch die Anwesenheit des
Stoffwechselprodukts Harnstoff die Bildung der Mikrotubuli verlangsamt wird.[240]
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Abbildung 6.1 – 3D-Bändermodell der Kristallstruktur des α/β-Tubulin-Heterodimers
(PDB-Struktur: 1jff[242]). Das 3D-Bändermodell wurde mithilfe der Com-
putersoftware UCSF Chimera v.1.13.1 erstellt und modifiziert.[214]
In dieser Studie sollte der Einfluss von Cosolventien und Crowdern auf die druck-
und temperaturabhängige Dissoziationsreaktion des α/β-Tubulin-Heterodimers, des-
sen Struktur als 3D-Bändermodell in Abbildung 6.1 dargestellt ist, über einen weiten
Temperatur- und Druckbereich mithilfe der Fluoreszenzspektroskopie in Kombinati-
on mit Fourier-Transform-Infrarot (FTIR)-Spektroskopie, dynamischer Differenz-
kalorimetrie (DSC), Druck-Perturbations-Kalorimetrie (PPC), Fluoreszenzanisotro-
pie und Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS) untersucht werden, um auf
molekularer Ebene ein tieferes Verständnis der limitierten Temperatur- und Druck-
stabilität des α/β-Tubulin-Heterodimers in vivo zu erlangen.
6.2 Materialien und Methoden
6.2.1 Chemikalien und Probenpräparation
α/β-Tubulin wurde als aus Kalbshirnen extrahiertes Lyophilisat von dem Centre
of Biological Research (CSIS) (Madrid, Spanien) bezogen und bei einer Tempe-
ratur von −80 ◦C gelagert. Für die FCS-Messungen wurde ein mit TAMRA (5-
Carboxytetramethylrhodamin) gelabeltes Tubulin der Firma BIOZOL (Eching, Ger-
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many) verwendet, welches aus Schweinehirnen extrahiert wurde. Die natürlichen Os-
molyte Trimethylamin-N -oxid und Harnstoff sowie die Crowding-Reagenzien Ficoll®
PM 70 und Saccharose wurden von der Firma Sigma-Aldrich (Seelze, Germany) be-
zogen. Für die Hochdruck-Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie-Messungen (FCS)
wurde Bovines Serumalbumin (BSA) für die Beschichtung der Kapillaren verwen-
det und ebenfalls von der Firma Sigma-Aldrich (Seelze, Germany) bezogen.
Im Vorfeld zu den eigentlichen Experimenten wurde das Lyophilisat sowohl des
gelabelten als auch des ungelabelten Tubulins in einem D2O-Puffer resuspendiert,
welcher 80 mM PIPES (1,4-Piperazin-diethansulfonsäure, pD 6.8) und 1 mM EGTA
[Ethylenglycol-bis(aminoethylether)-N,N,N’,N’ -tetra-essigsäure] enthielt. Die Ein-
stellung des pD-Wertes erfolgte mittels Zugabe von NaOD bzw. DCl und wurde
mithilfe einer herkömmlichen pH-Elektrode bestimmt, wobei die Umrechnung des
pH-Wertes in den pD-Wert mittels der Gleichung pD = pH + 0.4 erfolgte.[315] Nach
dem Lösen des Tubulin-Lyophilisats in dem zuvor genannten D2O-Puffer, wurden
die jeweiligen Proben für 10 min auf Eis gestellt, bevor diese bei 11 000 min−1 und
2 ◦C für 2 min zentrifugiert wurden, um potentielle Proteinaggregate zu entfernen.
Zum besseren Vergleich mit den FTIR-Daten wurden alle Messungen in dem gleichen
D2O-Puffer durchgeführt.
Die Bestimmung der Tubulin-Konzentration erfolgte mithilfe der UV/Vis-Spektroskopie
bei einer 1:200-Verdünnung in einer Lösung, die 1 % SDS (Natriumdodecylsulfat)
und 10 mM Natriumphosphat (pH6.8) beinhaltet. Dabei wurde die Absorption bei
einer Wellenlänge von λ = 280 nm bestimmt, um diese mit dem dazugehörenden
Extinktionskoeffizienten von ε280 = 1.15 ml mg−1 cm−1 in die vorliegende Protein-
konzentration umzurechnen.[278]
6.2.2 Fluoreszenzspektroskopie
Eine Lösung von 5 µM α/β-Tubulin wurde in D2O-Puffer, der jeweils die entsprechen-
de Menge an Cosolventien bzw. makromolekularem Crowder enthielt, inkubiert und
auf Eis gestellt. Druck- und temperaturabhängige fluoreszenzspektroskopische Un-
tersuchungen wurden an einem Multifrequenz Phasen- und Modulationsfluorometer
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vom Typ K2 der Firma ISS (Urbana, IL) im photon-counting-Modus durchgeführt.
Die intrinsiche Tryptophan-Fluoreszenz wurde bei einer Wellenlänge von λex =
295 nm unter Verwendung einer 75 W Xenonlampe angeregt, sodass Emissionsspek-
tren in einem Wellenlängenbereich von 305 bis 450 nm aufgenommen werden konn-
ten.
Für die Experimente unter Druck wurde eine Hochdruckzelle der Firma ISS (Ur-
bana, IL) verwendet (siehe Abbildung 2.2 in Kapitel 2.2.2 auf Seite 38), die mit
Saphir-Fenstern ausgestattet ist, um einem Druck von bis zu 4 kbar standhalten zu
können.[223] Die Probenlösung wurde in einem Quarzglasfläschchen mit einem Vo-
lumen von ∼1 mL platziert, während zur Abgrenzung der Probenlösung mit dem
Druckmedium eine druckübertragende Dura Seal -Folie verwendet und mit einem O-
Ring so verschlossen wurde, dass sich keine Luftbläschen innerhalb des Probenbehäl-
ters befanden. Als Druckmedium wurde Ethanol verwendet, um die Hochdruckzelle
vor Korrosion zu schützen. Der Druck wurde mithilfe einer handbetriebenen Spin-
delpresse der Firma Hip (High Pressure Equipment Company, Erie, PA) generiert
und mittels einer Stahlkapillare in die Hochdruckzelle übertragen. Als Drucksensor
wurde ein Manometer der Firma Burster Präzissionstechnik (Gernsbach, Germany)
verwendet.
Der Druck wurde bei den jeweiligen Messreihen in Schritten von ∆p = 100 bar
bzw. 250 bar bis hin zu einem Maximaldruck von 3 kbar variiert, wobei nach jeder
Druckerhöhung eine Equilibrierung von t = 5 min stattfand, damit das vermessene
System sich an die Druckapplikation anpassen konnte.
Bei den temperaturabhängigen fluoreszenzspektroskopischen Messungen wurde
die jeweilige Probenlösung (V = 100 µL) in eine Ultra-Mikro-Küvette der Firma
Hellma (Müllheim, Germany) aus Quarzglas mit einer Schichtdicke von 3x3 mm
pipettiert und mit einem Stopfen verschlossen, um sicherzustellen, dass bei hohen
Temperaturen keine Probenlösung entweichen kann. Zwei solcher mit Probenlösung
befüllten Ultra-Mikro-Küvetten wurden in einem 3-Positionen-Küvettenhalter der
Firma ISS (Urbana, IL, USA) platziert, damit zeitgleich eine Doppelbestimmung
stattfinden konnte. Zur Temperierung der Proben wurde ein zirkulierendes Wasser-
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bad verwendet.
Die Temperatur wurde bei den jeweiligen Messreihen in Schritten von ∆T =
10 ◦C bzw. 3 ◦C bis hin zu einer Maximaltemperatur von 90 ◦C variiert, wobei nach
jeder Temperaturerhöhung eine Equilibrierung von t = 5 min stattfand, damit das
vermessene System sich an die Temperaturerhöhung anpassen konnte.
Zum besseren Vergleich der einzeln gemessenen Emissionsspektren in Abhängig-
keit des Drucks bzw. der Temperatur erfolgte eine Flächennormierung. Bei dieser
wurde jedes einzelne Emissionsspektrum für sich integriert und anschließend jede ge-





wobei x entweder für den Druck p oder die Temperatur T steht. Aus der Normierung
folgt, dass die Fläche unter jedem Spektrum gleich Eins ist:
∫
I(λ, x)Normdλ = 1 (6.2)
Mithilfe dieser Flächennormierung ist nun ein Vergleich der einzelnen Emissi-
onsspektren untereinander möglich, da die mit steigendem Druck oder steigender
Temperatur sich verschlechternden Quantenausbeuten herausgerechnet wurden.
Für die thermodynamische Analyse der fluoreszenzspektroskopischen Daten wur-
den die jeweiligen flächennormierten Fluoreszenzintensitäten bei der konstant ge-
haltenen Wellenlänge λem = 325 nm verwendet und gegen den jeweiligen Druck p
bzw. Temperatur T aufgetragen. Unter der Annahme eines Zwei-Zustand-Modells
der Dissoziation des Proteins, kann eine modifizierte Boltzmann-Funktion verwendet
werden, um thermodynamische Parameter direkt aus den druck- bzw. temperatur-
abhängigen experimentellen Daten zu bestimmen:[227]
I(p) =
IA − ID
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Die Herleitung von Gleichung (6.3) und (6.4) ist dem Abschnitt ?? im Anhang
des Kapitels 2 zu entnehmen. Hierbei entsprechen IA und ID den flächennormier-
ten Fluoreszenzintensitäten des assoziierten (A) und dissoziierten (D) Dimers, R
der Universellen Gaskonstante, T der Temperatur und p dem angelegten Druck.
Die Volumenänderung ∆V ◦ sowie die Enthalpieänderung ∆H◦vH während des Disso-
ziationsprozesses können direkt mithilfe der Kurvenanpassung ermittelt werden.[227]
Die Wendepunkte pD und TD entsprechen dem Dissoziationsdruck bzw. der Disso-
ziationstemperatur, d.h. die Punkte an denen bereits 50 % der Dimere dissoziiert
sind.
Für einen besseren Vergleich des Einflusses von Cosolventien bzw. makromole-
kularen Crowdern auf den druck- bzw. temperaturabhängigen Dissoziationsprozess
des α/β-Tubulin-Heterodimers, erfolgte eine Skalierung auf 100 %, wobei der Anteil
assoziierter Heterodimere (HD) xHD nach
xHD =
ID − I (y)
ID − IA · 100 [%] (6.5)
berechnet wurde, wobei y dem angelegten Druck p bzw. der vorliegenden Temperatur
T entspricht.
6.2.3 Fluoreszenzanisoptopie-Messungen
Statische Fluoreszenzanisotropie-Messungen wurden in einem PerkinElmer LS 55
Fluoreszenzspektrometer unter Verwendung einer Anregungswellenlänge von λex =
295 nm durchgeführt, um das Emissionssignal bei λem = 340 nm zu detektieren, wel-
ches der Emissionswellenlänge von Tryptophan entspricht. Die Schlitze des Anregungs-
und Emissionslichts wurden bei der Messung auf 10 nm eingestellt.
6.2.4 Differentialthermoanalyse und
Druck-Perturbations-Kalorimetrie
Die kalorimetrischen Experimente wurden an einem VP-DSC-System der Firma Mi-
croCal (Northampton, MA, USA) durchgeführt, welches mit dem benötigten Zu-
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behör für die Drucksprungtechnik (engl.: pressure perturbation calorimetry, PPC)
ausgerüstet ist. Sowohl die Proben- als auch die Referenzlösungen wurden mithilfe
eines Vakuumentgasers entgast, um sicherzustellen, dass sich in den einzelnen Zel-
len des Messsystems keine Luftblasen mehr bilden konnten. Anschließend wurden
sowohl die Probe als auch die Referenz in die entsprechende Zelle eingefüllt, deren
Volumen jeweils etwa 0.5 mL beträgt.
Für die dynamischen Differenzkalorimetrie-Experimente (engl.: differential scan-
ning calorimetry, DSC) wurde eine Proteinkonzentration von 1.2 g mL−1 verwendet,
die in einem Temperaturbereich von 20 bis 90 ◦C bei einer Heizrate von 60 ◦C h−1 ver-
messen wurde. Aus den erhaltenen Thermogrammen kann die Änderung der Wärme-
kapazität ∆Cp während der Entfaltung/Dissoziation erhalten werden. Die Übergang-
stemperatur TD und die kalorimetrische Enthalpieänderung ∆Hcal des Entfaltungs-
bzw. Dissoziationsprozesses von α/β-Tubulin wurden mithilfe der Auswertungssoft-
ware MicroCal Origin 7 erhalten. Zur besseren Auswertung erfolgte eine Basislini-
enkorrektur im Bereich des Übergangs der erhaltenen Thermogramme.
Bei den PPC-Experimenten wurde eine Proteinkonzentration von 4 mg mL−1 ver-
wendet, die in einem Temperaturbereich von 25 bis 90 ◦C in Temperaturschritten
von 5 ◦C vermessen wurden. Für die Drucksprünge mit einer Amplitude von ±5 bar
wurde als Druckmedium Stickstoffgas (N2) verwendet. Alle Proben wurden auf die
selbe Art und Weise wie für die DSC-Experimente vorbereitet.
Für die thermodynamische Analyse der erhaltenen PPC-Daten wurde zunächst
eine Reihe von Referenzmessungen des entsprechenden Puffer vs. Puffer, Puffer
vs. deuteriertem Wasser (D2O) und D2O vs. D2O durchgeführt und mithilfe der
MicroCal Origin 7 Verarbeitungssoftware analysiert. Aus den zuvor durchgeführ-
ten Referenzmessungen wurden im Anschluss mithilfe der quadratischen Gleichung
ax/x + bx/x · t + cx/x · t2 die Parameter ax/x, bx/x und cx/x ermittelt, die neben der
verwendeten Tubulin-Konzentration und dessen spezifischen Volumen für die Be-
stimmung des thermischen Expansionskoeffizienten α benötigt werden. Des Weite-
ren erfolgte eine Subtraktion des Puffer vs. D2O-Thermogramms von dem Proben-
Thermogramm, um daraus die Temperaturabhängigkeit des thermischen Expansi-
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onskoeffizienten α(T ) zu erhalten. Nach anschließender Basislinienkorrektur kann
mittels Integration der Peakfläche in dem Temperaturintervall des Übergangs von







α(T ) dT (6.6)
6.2.5 Temperatur- und Druckabhängige
Fourier-Transform-Infrarot Spektroskopie
Für temperaturabhängige Fourier-Transform-Infrarot-Spektroskopie (FTIR) Ex-
perimente wurde eine Nicolet 5700 der Firma Fisher Scientific /Waltham, MA, USA)
verwendet, welches mit einemMCT-Detektor (HgCdTe, Quecksilber-Cadmium-Tellur)
ausgerüstet ist und mithilfe von flüssigem Stickstoff gekühlt wird. Absorptionsspek-
tren wurden in einem Wellenzahlenbereich von 4000 bis 1100 cm−1 in einem Tem-
peraturbereich von 5 bis 85 ◦C mit Intervallen von 5 ◦C aufgenommen. Die Proben-
lösung (V ≈ 20 µL) wurde zwischen zwei runden Calciumfluorid-Fenstern (CaF2)
mit den Maßen 25 x 4 mm (Pike Technologies, Madison, WI, USA) platziert, die
mittels einer Mylar-Folie mit einer Dicke von 50 µm und einem Innendurchmesser
von 10.5 mm separiert wurden, sodass sich ein effektives Probenvolumen von 4.3 µL
ergibt. Die so assemblierte Probenzelle wurde anschließend in einer temperierbaren
Transmissionszelle platziert.
Druckabhängige FTIR-Experimente wurden in einem Nicolet 6700 der Firma
Thermo Fisher Scientific (Waltham, MA, USA) durchgeführt, welches mit einem
MCT-Detektor (HgCdTe, Quecksilber-Cadmium-Tellur) ausgerüstet ist und mithil-
fe von flüssigem Stickstoff gekühlt wird. Um die Proben einem Druck von bis zu
16 kbar (1.6 GPa) aussetzen zu können, wurde eine Diamantstempelzelle (P-series)
der Firma High Pressure Diamond Optics (Tucson, AZ, USA) verwendet. Diese
Diamantstempelzelle besitzt als Fenster zwei Typ IIa Diamanten mit einem Ober-
flächendurchmesser von 0.6 mm, die mit einem 50 µm dicken, aus Messing gestanz-
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tem Dichtungsring mit einem Außendurchmesser von 4 mm und einer zentrierten
Bohrung mit einem Durchmesser von 0.5 mm separiert werden, sodass sich ein ef-
fektives Probenvolumen von ∼9.8 nL ergibt. Druckabhängige Absorptionsspektren
wurden in einem Wellenzahlenbereich von 4000 bis 650 cm−1 in einem Druckbe-
reich von 1 bar bis ∼16 kbar bei einer Temperatur von 25 ◦C aufgenommen. Für eine
akkurate Druckbestimmung wurde als interner Druckindikator die druckabhängi-
ge Bandenverschiebung der SO 2–4 -Streckschwingung von Bariumsulfat (BaSO4) mit
einer Absorptionsbande bei ∼983 cm−1 (Atmosphärendruck) verwendet.[316]
Sowohl die temperatur- als auch die druckabhängigen FTIR-Experimente wurden
mit einer Proteinkonzentration von 20 mg mL−1 durchgeführt. Die Temperatur, die
in der Probenzelle vorliegt, wurde mithilfe eines digitalen Thermometers gemessen
und durch ein externes Wasserbad des Typs F32-HL der Firma Julabo (Seelbach,
Deutschland) mit einer Fehlertoleranz von ∆T = ±0.2 ◦C geregelt, sodass ein kon-
trollierbarer Temperaturbereich von 1 bis 98 ◦C möglich war. Die Probenkammer des
Spektrometers wurde zur Gewährleistung eines guten Signal-Rausch-Verhältnisses
kontinuierlich mit CO2-freier, trockener Luft gespült (Adsorptionstrockner Typ 15,
Zander, Essen, Deutschland).
Nach Platzierung der Probenzelle in dem jeweiligen FTIR-Spektrometer, erfolgte
eine Wartezeit von ∼30 min, damit sich ein gutes Signal-Rausch-Verhältnis einstel-
len konnte. Mithilfe der Spektralverarbeitungssoftware Omnic 7.2 (Thermo Fisher
Scientific, Waltham, USA) wurden für jeden eingestellten Druck bzw. jede eingestell-
te Temperatur 256 Absorptionsspektren in Folge aufgenommen, zu einem Spektrum
gemittelt und mit einer Happ-Genzel-Funktion angepasst. Mithilfe des Softwa-
repakets Thermo GRAMS / AI wurden aufgenommene FTIR-Spektren prozessiert
und analysiert, indem zuerst eine Subtraktion des Pufferspektrums und anschließend
eine Glättung der Spektren durchgeführt wurde. Im Bereich der Amid-I’-Bande,
d.h. im Wellenzahlenbereich von 1700 bis 1600 cm−1, wurde eine Flächennormierung
durchgeführt, sodass temperatur- bzw. druckabhängige Änderungen besser heraus
kristallisiert werden konnten. Jedes einzelne FTIR-Spektrum wurde in dem Amid-
I’-Bandenbereich für sich integriert und anschließend jede gemessene Absorption des
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wobei in Gleichung 6.7 das auftretende x entweder den Druck p oder die Temperatur
T repräsentiert. Aus der Normierung folgt, dass die Fläche unter jeder Amid-I’-
Bande gleich Eins ist:
1700∫
1600
ANorm (ν˜, x) dν˜ = 1 (6.8)
Einzelne Subbanden der Amid-I’-Bande, die zur Nachverfolgung einer Konfor-
mationsänderung des Proteins verwendet werden können, wurden im Anschluss an
die Flächennormierung der einzelnen Amid-I’-Banden jeweils durch den Vergleich
der gebildeten Fourier-Selbstentfaltung (engl.: Fourier Self-Deconvolution, FSD)-
Spektren mit den gebildeten Spektren der 2. Ableitung identifiziert. Subbanden
können an den Positionen nachgewiesen werden, an denen sich ein Maximum im
FSD-Spektrum und zugleich ein Minimum im Spektrum der 2. Ableitung befindet.
Auf diese Art und Weise der Subbanden-Analyse konnten den vermessenen α/β-
Tubulin-Heterodimeren acht Subbanden zugeordnet werden, deren Absorptionsbe-
reiche in Tabelle 6.1 aufgelistet sind.
Tabelle 6.1 – Sekundärstrukturelemente und Absorptionsbanden von α/β-Tubulin im spek-
tralen Bereich der Amid-I’-Bande.[317]
Sekundärstrukturelement Absorptionsbereich / cm−1
Seitenketten < 1615
Intermolekulare β-Faltblätter ∼1615, ∼1684




Relative Änderungen in der Population von Sekundärstrukturelementen können
unter Verwendung von acht gemischten Gauß-Lorentz-Funktionen in einer Linear-
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kombination bestimmt werden. Aufgrund der zuvor durchgeführten Flächennormie-
rung der Amid-I’-Bande entspricht die Fläche unter den einzelnen Subbanden jeweils
dem Absorptionsbeitrag des jeweiligen Sekundärstrukturelements und gibt somit
dessen Population in der gerade vorliegenden Konformation an.[318]
Jede Probe wurde mindestens dreimal gemessen und wie zuvor beschrieben analy-
siert, um die druck- bzw. temperaturabhängigen thermodynamischen Parameter zu
bestimmen. Bei der Bestimmung der druckabhängigen thermodynamischen Parame-
ter erfolgte eine Funktionsanpassung der Gleichung (6.3) an den jeweiligen Daten-
satz, wobei ausschließlich die Kurvenverläufe der α-Helices (∼1654 cm−1) und der
intermolekularen β-Faltblätter (∼1615 cm−1) berücksichtigt wurden.
Bei der Bestimmung der temperaturabhängigen thermodynamischen Parameter
erfolgte eine Funktionsanpassung der Gleichung (6.4) an den jeweiligen Datensatz,
wobei ausschließlich die Kurvenverläufe der α-Helices (∼1654 cm−1), der intramo-
lekularen β-Faltblätter, die bei einer Wellenzahl von ∼1636 cm−1 absorbieren und
der intermolekularen β-Faltblätter (∼1615 und ∼1682 cm−1) verwendet wurden. Die
Änderungen der aufgezählten Sekundärstrukturanteile zeigen eine hohe Druck- bzw.
Temperatursensitivität, weshalb diese zur thermodynamischen Analyse verwendet
wurden. Die erhaltenen thermodynamischen Parameter der einzelnen Datensätze
wurden anschließend über die Anzahl der durchgeführten Experimente gemittelt,
um sowohl qualitative als auch quantitative Rückschlüsse auf den Dissoziationspro-
zess der vermessenen α/β-Tubulin-Heterodimere ziehen zu können.
6.2.6 Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie
Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (engl.: fluorescence correlation spectroscopy,
FCS) Experimente wurden an einem konfokalen Fluoreszenzmikroskop des Typs
MicroTime 200 der Firma Picoquant (Berlin, Germany) durchgeführt. Das verwen-
dete System besteht aus einem invertierten Mikroskop (Olympus IX 71), das mit
einem Wasser-Immersions-Objektiv (UplansApo, 60x, NA 1.2) ausgestattet ist. Eine
detaillierte Beschreibung des Aufbaus kann der Referenz von Patra et al. entnom-
men werden.[294] Ein grüner Laserpuls mit einer Wellenlänge von 560 nm (LDH-Serie,
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Picoquant) wurde verwendet, um das kovalent gebundene TAMRA-Rhodamin anzu-
regen. Als Detektionskanal für die TAMRA-Fluoreszenz wurde eine Single-Photon-
Avalanche-Diode (SPAD) der SPCM-AQR-Serie verwendet. Die Messungen wurden
unter frei diffundierenden Bedingungen durchgeführt.
Aus dem Fluoreszenzsignal des mit Rhodamin gelabelten Tubulins wurden die
Autokorrelationskurven unter Verwendung des Analysemodus der Fluoreszenzle-
benszeitkorrelationsspektroskopie (engl.: fluorescene lifetime correlation spectrosco-
py, FLCS) verwendet,[394] der die Fluoreszenzsignale auf Basis der Fluoreszenzle-
benszeiten auftrennt und eine Autokorrelationskurve für jede Fluoreszenzlebens-
zeit aufzeichnet. Bei der Verwendung dieser Analyse-Methode wird der Detektor-
Afterpulsing-Effekt unterdrückt, der bei herkömmlichen FCS-Messungen die Au-
tokorrelationskurve bei kurzen Korrelationszeiten τ verzerrt. Ein TimeHarp 200
TCSPC-Modul wurde in einem zeitmarkierten und zeitaufgelösten Modus für die
Datenerfassung verwendet. Die Analyse der Autokorrelationskurven erfolgte mit-
hilfe der Analysesoftware SymPhoTime von Picoquant. Für die Fluktuationen der
Fluoreszenzintensität ist die Autokorrelationsfunktion durch folgende Gleichung ge-
geben:[225,395]
G (τ) =
〈δF (t) · δF (t+ τ)〉
〈F (t)〉2 (6.9)
Dabei ist F (t) die Photonendetektionsintensität zum gegebenen Zeitpunkt t, und die
Klammern bezeichnen die Mittlung über alle möglichen Werte der Zeit t. δF (t) be-
schreibt die Abweichung der Fluoreszenzintensität vom zeitlichen Mittel des Signals
F (t) und ist gegeben durch:
δF (t) = F (t)− 〈F (t)〉 (6.10)
δF (t+ τ) = F (t+ τ)− 〈F (t)〉 (6.11)
Unter der Annahme eines Gaußschen Beobachtungsvolumens können die erzeug-
ten Autokorrelationskurven mit folgender Gleichung angefittet werden:
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mit G(τ) als Amplitude der Korrelation nach einer gewissen Zeitverzögerung τ , der
Anzahl an Molekülen Ni im Beobachtungsvolumen, der Diffusionszeit τi und dem
geometrischen Parameter des Beobachtungsvolumens κ = ωz/ωxy, wobei ωz und ωxy
den Längs- und Querradien entsprechen. Das verwendete Instrument wurde mit der
bekannten Diffusionskonstanten von Atto 488 in Wasser (400µm2/s) kalibriert.[396]
Bei der Verwendung von κ = 9.0 ergibt sich ein lateraler Radius von 0.342µm und
damit ein Beobachtungsvolumen von 2 fL.
6.3 Ergebnisse und Diskussion
Zum besseren Vergleich der einzeln gemessenen druck- und temperaturabhängigen
Emissionsspektren erfolgte eine Flächennormierung, wobei jedes einzelne Emissi-
onsspektrum für sich integriert und anschließend jeweils die gemessene Fluores-
zenzintensität des Spektrums durch die integrierte Fläche dividiert wurde (vgl. Glei-
chung 6.1). Dadurch ist ein Vergleich der einzelnen Emissionsspektren untereinander
möglich, da die sich mit steigendem Druck verschlechterten Quantenausbeuten her-
ausgerechnet wurden. Der Dissoziationsprozess von α/β-Tubulin wurde sowohl in
Abhängigkeit des Drucks als auch der Temperatur in An- und Abwesenheit von Co-
solventien und Crowdern mit verschiedenen biophysikalischen Methoden untersucht,
deren Ergebnisse im Einzelnen präsentiert werden.
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6.3.1 Druckinduzierte Dissoziation des α/β-Tubulin
Heterodimers
6.3.1.1 Fluoreszenzspektroskopie
Korrektur des intrinsischen Druckeffekts
Im Allgemeinen kann die Entfaltung bzw. die Dissoziation eines Proteins fluo-
reszenzspektroskopisch durch eine Rotverschiebung der Tryptophan-Bande verfolgt
werden.[197,225,226] Um nun den intrinsischen Druckeffekt von Tryptophan korrigie-
ren zu können, erfolgten zunächst fluoreszenzspektroskopische Messungen an dem
Biomolekül N -Acetyl-L-Tryptophanamid (NATA).[197,225,226] Abbildung 6.2 zeigt so-
wohl die gemessenen (Abbildung 6.2a) als auch die jeweils mit Gleichung (6.1)
auf die Fläche normierten Emissionsspektren (Abbildung 6.2b) von 0.1 mg mL−1
(=̂ 407.7µmol L−1) N -Acetyl-L-Tryptophanamid (NATA) in einem Druckbereich
von 1–3000 bar bei einer Temperatur von 25 ◦C. Wie zu erkennen ist, verändert
sich die Lage der Emissionsbande nur geringfügig mit steigendem Druck, dennoch
ist eine kontinuierliche Rotverschiebung zu erkennen. Dieser Effekt kann bei vielen
Fluorophoren bei ansteigendem Druck auftreten und mithilfe der Lippert-Mataga-
Gleichung erklärt werden:[225,226]












Hierbei entsprechen ν˜A und ν˜F den Wellenzahlen (in cm−1) der Absorption bzw.
Emission, c der Lichtgeschwindigkeit, h dem Planckschen Wirkungsquantum, n
dem Brechungsindex des Lösungsmittels, a demRadius der Kavitäten, in der sich der
Fluorophor befindet, ε der Dielektrizitätskonstanten und µG bzw. µE dem elektri-
schen Dipolmoment des Fluorophors im Grund- bzw. angeregten Zustand. Anhand
der Lippert-Mataga-Gleichung wird deutlich, dass mit steigendem hydrostatischem
Druck dieDielektrizitätskonstante des Lösungsmittels steigt, wodurch die Wellen-
zahlendifferenz vergrößert wird und somit eine größere Rotverschiebung zustande
kommt.[225,226]
Abbildung 6.3 zeigt eine Auftragung der flächennormierten Fluoreszenzintensität
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bei einer Wellenlänge von λ = 325 nm, welche dem Emissionsmaximum des nativen
α/β-Tubulin-Heterodimers entspricht, gegen den jeweiligen Druck, die einen linearen
Verlauf aufweist. Koo et al. haben gezeigt, dass in Anwesenheit von verschiedenen
Konzentrationen Harnstoff sich die Steigung der linearen druckabhängigen Intensi-
tätsabnahme von N -Acetyl-L-Tryptophanamid nicht signifikant ändert, weshalb an
dieser Stelle darauf verzichtet wurde, weitere fluoreszenzspektroskopische Untersu-
chungen des Modellmoleküls in Anwesenheit verschiedener Cosolventien durchzufüh-
ren.[226] Zur Korrektur des intrinsischen Druckeffekts auf den intrinsischen Flurophor
Tryptophan aller weitere Messungen, erfolgte eine lineare Anpassung an die expe-
rimentellen Daten. Nach einer Verschiebung des Ordinaten-Abschnitts auf Null, da
nur die Steigung an dieser Stelle von Bedeutung ist, ergibt sich folgende Geraden-
gleichung:
I325, NATA(p) = −3.87× 10−7 bar−1 · p (6.14)
Zur Korrektur der nachfolgenden Dissoziationskurven um den intrinsischen Druck-
effekt des Tryptophans, erfolgte eine Subtraktion der Gleichung (6.14) von der je-
weiligen flächennormierten Fluoreszenzintensität bei einer Emissionswellenlänge von
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Abbildung 6.2 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Fläche normierte
(b) Emissionsspektren von 0.1 mg mL−1 (=̂ 407.7µmol L−1) N -Acetyl-
L-Tryptophanamid in D2O-Puffer in einem Druckbereich von 1–3000 bar
bei 15 ◦C. Mit steigendem Druck ist sowohl eine geringfügige Rotverschie-
bung als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der
Farbverlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten.
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Abbildung 6.3 – Druckabhängige Intensitätsänderung von N -Acetyl-L-Tryptophanamid
bei λ = 325 nm bei 25 ◦C.
325 nm beim jeweiligen Druck:
I325, corr(p) = I325, Norm(p)− I325, NATA(p) = INorm(p) + 3.87× 10−7 bar−1 · p (6.15)
Druckinduzierte Dissoziation von α/β-Tubulin
Zur fluoreszenzspektroskopischen Untersuchung der Druckstabilität des α/β-Tubulin
Heterodimers wurden Emissionsspektren in einem Wellenlängenbereich von 300–
450 nm über einen Druckbereich von 1–3000 bar bei einer Temperatur von 15 ◦C
aufgenommen.
Zur Detektion der intrinsischen Tryptophanemission erfolgte die Anregung bei
einer Wellenlänge von λex = 295 nm. Abbildung 6.4a zeigt die detektierten Emissi-
onsspektren von 5 µM G-Actin bei 25 ◦C. Anhand der grafischen Darstellung wird
ersichtlich, dass mit steigendem hydrostatischem Druck sowohl die Emissionsbande
ins Rötliche verschoben wird als auch die Intensität der Bande abnimmt, was auf die
Exposition der Tryptophanreste zum umgebenden Wasser zurückzuführen ist. Dabei
steigen mit steigendem hydrostatischem Druck sowohl die dielektrische Leitfähigkeit
des Wassers als auch die Polarität der Umgebung.
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Abbildung 6.4 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Fläche normier-
te (b) Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin in einem Druckbereich
von 1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit steigendem Druck ist sowohl eine deut-
liche Rotverschiebung als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität
zu erkennen. Der Farbverlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem
Druckgradienten.
Mithilfe von Gleichung (6.1) erfolgte eine Flächennormierung der einzelnen Emis-
sionsspektren, die in Abbildung 6.4b abgebildet sind. Anhand dieser Auftragung
wird sowohl die Rotverschiebung der acht Tryptophanreste[397] als auch die Intensi-
tätsabnahme bei der Emissionswellenlänge λem = 325 nm mit steigendem hydrosta-
tischem Druck besser hervorgehoben. Diese Intensitätsabnhame bei λem = 325 nm
kann zum Verfolgen des Dissoziationsprozesses verwendet werden.
Die flächennormierten Fluoreszenzintensitäten bei dem Emissionsmaximum von
λem = 325 nm wurden zur Untersuchung der Volumenänderung während des Dis-
soziationsprozesses mithilfe von Gleichung (6.15) um den intrinsischen Druckeffekt
von Tryptophan korrigiert und gegen den jeweiligen Druck in Abbildung 6.5a auf-
getragen.
Zum besseren Vergleich der einzelnen Dissoziationskurven wurde mithilfe von
Gleichung (6.5) der Anteils assoziierter Heterodimere (HD) xHD aus den flächennor-
mierten Fluoreszenzintensitäten ermittelt. Eine Auftragung des Anteils assoziierter
Heterodimere gegen den jeweiligen Druck ist in Abbildung 6.5b dargestellt. Bis zu
einem Druck von ∼750 bar ist ein Plateau zu erkennen, welches den nativen Zustand
widerspiegelt. Bei weiter ansteigendem Druck beginnt die flächennormierte Fluores-
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Abbildung 6.5 – Druckabhängige Dissoziationskurve von 5 µM α/β-Tubulin bei einer Tem-
peratur von 25 ◦C. Aufgetragen ist a) die mit NATA korrigierte flächen-
normierte Intensität bei der konstanten Wellenlänge λ = 325 nm und b)
der mithilfe von Gleichung (6.5) ermittelte Anteil assoziierter Heterodi-
mere (HD) xHD gegen den jeweiligen hydrostatischen Druck p.
zenzintensität abzunehmen. Hierbei entspricht die Steigung am Wendepunkt der
Volumenänderung ∆VD während des Dissoziationsprozesses. Unter der Annahme,
dass der Dissoziationsprozess des α/β-Tubulin-Heterodimers einem Zwei-Zustands-
Modell folgt, entspricht der Verlauf der Dissoziationskurve einer sigmoidalen Kurve
mit zwei Plateaus: dem des Heterodimers und dem des dissoziierten Zustandes.
Durch eine Kurvenanpassung der Gleichung (6.3) an die Dissoziationskurve er-
geben sich Werte für einen Dissoziationsdruck von pD = 1282± 20 bar und eine
Volumenänderung im Verlaufe der Dissoziation von ∆VD = −98± 6 mL mol−1 bei
einer Temperatur von 25 ◦C.
Der druckinduzierte Dissoziationsprozess von α/β-Tubulin wurde ebenfalls bei
weiteren Temperaturen in einem Temperaturbereich von 7 bis 40 ◦C fluoreszenzspek-
troskopisch untersucht. Die aufgenommenen und auf die jeweilige Fläche normierten
Emissionsspektren können den Abbildungen 6.44 und 6.45 im Anhang (Abschnitt
6.5.1) entnommen werden. Bei allen vermessenen Temperaturen lässt sich erken-
nen, dass mit steigendem hydrostatischem Druck die Fluoreszenzintensität abnimmt
und die Emissionsbande des intrinsischen Fluorophors Tryptophan ins Rote verscho-
ben wird. Die flächennormierten Fluoreszenzintensitäten bei einer Wellenlänge von
λem = 325 nm wurden mithilfe der Gleichungen (6.15) und (6.5) um den intrin-
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Abbildung 6.6 – Druckabhängiger Anteil assoziierter Tubulin-Heterodimere xHD bei 7, 15,
25, 35 und 40 ◦C.
sischen Druckeffekt von Tryptophan korrigiert und daraus der Anteil assoziierter
Heterodimere xHD bestimmt, der in Abbildung 6.6 gegen den jeweiligen Druck für
die jeweils untersuchten Temperaturen aufgetragen ist.
Durch eine Kurvenanpassung der Gleichung (6.3) an die experimentellen Daten,
können sowohl der Dissoziationsdruck pD, der dem Wendepunkt der sigmoidalen
Kurve entspricht, als auch die Volumenänderung im Verlaufe der Dissoziation ∆VD
direkt bestimmt werden. Für die einzelnen Dissoziationsprozesse von Tubulin bei
unterschiedlichen Temperaturen sind die erhaltenen thermodynamischen Größen in
Tabelle 6.2 aufgelistet.
Demnach steigt der Dissoziationsdruck pD bei einer Erhöhung der Temperatur
von 7 ◦C auf 15 ◦C um ∼315 bar von 823± 14 bar auf 1138± 40 bar, bevor dieser
mit weiter steigender Temperatur sinkt. Die ermittelten Volumenänderungen bei
der Dissoziation steigen mit zunehmender Temperatur von −165± 34 mL mol−1 bei
7 ◦C auf −98± 6 mL mol−1 bei einer Temperatur von 25 ◦C.
Abbildung 6.7 zeigt eine Auftragung der ermittelten Volumenänderungen wäh-
rend der Dissoziation gegen die jeweilige Temperatur. Mit steigender Temperatur
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Abbildung 6.7 – Auftragung der Volumenänderung von α/β-Tubulin im Verlaufe der Dis-
soziation gegen die jeweilige Temperatur sowie die lineare Regression mit-
tels Gleichung (6.16).
erfolgt ein linearer Anstieg der Volumenänderung, der mithilfe folgender Gleichung
mathematisch in Abhängigkeit der Temperatur beschrieben werden kann:[398]
∆VD = VD − VA = ∆V0 + ∆αD (T − T0) (6.16)
Aus der ermittelten Steigung kann die Änderung der Expansivität ∆αD zu ei-
nem Wert von 1.91± 0.80 mL mol−1 K−1 bestimmt werden, der vergleichbar mit ge-
funden Werten von Metmyoglobin (1.8 mL mol−1 K−1),[399] Staphylokokken-Nuklease
Tabelle 6.2 – Thermodynamische Parameter der druckabhängigen Dissoziation des α/β-
Tubulin-Heterodimers bei verschiedenen Temperaturen. Aufgelistet sind die
Dissoziationsdrücke pD und Volumenänderungen ∆VD, die mithilfe von Glei-
chung (6.3) bestimmt wurden.
T / ◦C pD / bar ∆VD / mL mol−1
7 823± 14 −165± 34
15 1138± 40 −166± 48
25 1282± 20 −98± 6
35 1194± 13 −132± 7
40 1077± 28 −98± 15
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(1.33 mL mol−1 K−1),[400] Lysozym (1.07 mL mol−1 K−1),[398] oder der Ribonuklease
A (1.32 mL mol−1 K−1) ist.[401] Der positive ∆αD-Wert ist höchstwahrscheinlich auf
ein erhöhtes thermisches Volumen an der Proteingrenzfläche, d.h. eine vergrößerte,
dem Lösungsmittel zugängliche Oberfläche (engl.: solvent accessible surface area,
SASA), aufgrund der erhöhten Exposition des Proteinrückgrates und/oder einer er-
höhten Dynamik von Oberflächengruppen zurückzuführen.[402,403]
Einfluss von Cosolventien und Crowdern
Die druckinduzierte Dissoziation von α/β-Tubulin wurde ebenfalls in Anwesen-
heit von verschiedenen Cosolventien, wie beispielsweise dem Stoffwechselprodukt
Harnstoff und dem kompatiblen Osmolyten Trimethylamin-N -oxid (TMAO) fluo-
reszenzspektroskopisch untersucht. Hierzu wurden Emissionspektren in einem Wel-
lenlängenbereich von 305–450 nm in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei einer
Temperatur von 25 ◦C aufgenommen, wobei die Anregung bei einer Wellenlänge von
295 nm verwendet wurde, um lediglich die Tryptophanreste innerhalb des Proteins
anzuregen.
Abbildung 6.8 zeigt exemplarisch für die Untersuchungen des Einflusses von TMAO
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Abbildung 6.8 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Fläche normierte
(b) Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 1 M
TMAO in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit steigendem
Druck ist sowohl eine deutliche Rotverschiebung als auch eine Abnahme
der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf von lila (−) nach
rot (−) entspricht dem Druckgradienten.
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Abbildung 6.9 – Druckabhängiger Anteil assoziierter Tubulin-Heterodimere xHD in Anwe-
senheit von 1 und 2 M TMAO bei einer Temperatur von 25 ◦C.
auf das Dissoziationsverhalten von α/β-Tubulin die gemessenen (Abbildung 6.8a)
und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Fläche normierten (Abbildung 6.8b) Emissi-
onsspektren von 5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 1 M TMAO. Mit steigendem
Druck ist sowohl eine Abnahme der Fluoreszenzintensität als auch eine Rotverschie-
bung zu beobachten.
Die flächennormierten Fluoreszenzintensitäten bei einer Wellenlänge von 325 nm,
dem Emissionsmaximum des nativen α/β-Tubulin-Heterodimers, wurden mithilfe
von Gleichung (6.5) in den Anteil assoziierter Heterodimere xHD umgerechnet und
gegen den jeweiligen Druck in Abbildung 6.9 gemeinsam mit dem Anteil assoziierter
Heterodimere in reiner Pufferlösung sowie in Anwesenheit von 2 M TMAO aufge-
tragen. Es lässt sich deutlich erkennen, dass mit steigender TMAO-Konzentration
das Plateau des nativen Zustandes, dem der assoziierten Heterodimere, deutlich
druckstabiler wird, d.h., dass der Übergang zum Dissoziationsprozess erst bei höhe-
ren hydrostatischen Drücken einsetzt. Mittels einer Kurvenanpassung der Gleichung
(6.3) an den Anteil assoziierter Heterodimere kann sowohl der Dissoziationsdruck
pD als auch die Volumenänderung ∆VD während der Dissoziation bestimmt werden.
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Abbildung 6.10 – Dissoziationsdruck von α/β-Tubulin als Funktion der Osmolytkonzen-
tration bei einer Temperatur von 25 ◦C.
Der Dissoziationsdruck des α/β-Tubulin-Heterodimeres steigt von 1282± 20 bar
in reiner Pufferlösung auf 1424± 14 bar in Anwesenheit von 1 M TMAO und weiter
auf 1733± 17 bar in Anwesenheit von 2 M TMAO. Abbildung 6.10 zeigt eine Auftra-
gung der ermittelten Dissoziationsdrücke des α/β-Tubulin-Heterodimers als Funk-
tion der Osmolytkonzentration. Demnach steigt der Dissoziationsdruck des α/β-
Tubulin-Heterodimeres um etwa ∼225 bar mol−1 TMAO linear an, woraus die signi-
fikante stabilisierende Wirkung von TMAO gegenüber der Dissoziation des Proteins
ersichtlich wird. TMAO ist in der Lage, Proteine ohne direkte Wechselwirkungen
(excluded volume effect), jedoch aufgrund seiner starken Wechselwirkung mit dem
Bulk -Wasser und der Abschwächung der Stärke der Wasserstoffbrücken zwischen
dem umliegenden Wasser und den polaren Seitenketten, zu stabilisieren.[104,116] Die
ermittelten Volumenänderungen während der Dissoziation weisen größere negative
Werte im Vergleich zu denen auf, die für α/β-Tubulin in Abwesenheit von Cosol-
ventien bestimmt wurden (Tabelle 6.3).
Abbildung 6.11 zeigt exemplarisch für die Untersuchungen des Einflusses von
Harnstoff auf das Dissoziationsverhalten von α/β-Tubulin die gemessenen (Abbil-
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Tabelle 6.3 – Thermodynamische Parameter der druckabhängigen Dissoziation des α/β-
Tubulin-Heterodimers in Anwesenheit verschiedener Cosolventien und ma-
kromolekularen Crowdern bei einer Temperatur von 25 ◦C. Aufgelistet sind
die Dissoziationsdrücke pD und Volumenänderungen ∆VD, die mithilfe von
Gleichung (6.3) bestimmt wurden.
Probe pD / bar ∆VD / mL mol−1
α/β-Tubulin 1282± 20 −120± 6
+ 1 M Harnstoff 952± 12 −198± 15
+ 2 M Harnstoff 645± 13 −192± 18
+ 3 M Harnstoff 345± 55 −113± 28
+ 1 M TMAO 1424± 14 −253± 32
+ 2 M TMAO 1733± 17 −258± 39
+ 1 M Harnstoff + 1 M TMAO 1265± 8 −265± 19
+ 1 M Harnstoff + 2 M TMAO 1582± 25 −210± 40
+ 2 M Harnstoff + 1 M TMAO 1016± 16 −162± 15
+ 5Gew.-% Ficoll® PM 70 1194± 8 −333± 43
+ 10Gew.-% Ficoll® PM 70 1276± 25 −156± 21
+ 20Gew.-% Ficoll® PM 70 1196± 12 −140± 8
+ 5Gew.-% Saccharose 1350± 37 −205± 55
+ 10Gew.-% Saccharose 1395± 29 −212± 47
+ 20Gew.-% Saccharose 1582± 52 −233± 102
+ 30Gew.-% Saccharose 1891± 30 −356± 55
dung 6.11a) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Fläche normierten (Abbildung
6.11b) Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 2 M Harnstoff
bei einer Temperatur von 25 ◦C. Die aufgenommenen und auf die Fläche normierten
Emissionsspektren von Tubulin in Anwesenheit von 1 und 3 M Harnstoff können
der Abbildung 6.46 im Anhang (Abschnitt 6.5.1) von diesem Kapitel entnommen
werden. Das Emissionsmaximum des nativen Zustandes liegt bei einer Wellenlänge
von λem = 325 nm. Mit steigendem Druck ist sowohl eine Rotverschiebung als auch
eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu beobachten. Diese beiden druckabhän-
gigen Effekte treten bei einer Betrachtung der flächennormierten Emissionsspektren
deutlicher hervor.
Die flächennormierten Fluoreszenzintensitäten bei der Wellenlänge λem = 325 nm
wurden unter Anwendung von Gleichung (6.15) um den intrinsischen Druckeffekt
von Tryptophan korrigiert und anschließend mittels Gleichung (6.5) in den Anteil
assoziierter Heterodimere xHD umgerechnet und in Abbildung 6.12 zusammen mit
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Abbildung 6.11 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Fläche nor-
mierte (b) Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit
von 2 M Harnstoff in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit
steigendem Druck ist sowohl eine deutliche Rotverschiebung als auch
eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf
von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten.
der Dissoziationskurven von α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung sowie in Anwesen-
heit von 1 und 3 M Harnstoff gegen den jeweiligen Druck aufgetragen.
Es lässt sich deutlich erkennen, dass mit steigender Harnstoff-Konzentration das
Plateau des nativen Zustandes drucklabiler wird, d.h., dass der Übergang in den Dis-
soziationsprozess bereits bei kleineren Drücken stattfindet. Der Dissoziationsdruck
pD und die Volumenänderung ∆VD während der Dissoziations wurden mittels ei-
ner Kurvenanpassung der Gleichung (6.3) an den Anteil assoziierter Heterodimere
bestimmt und sind in Tabelle 6.3 aufgelistet.
Der Dissoziationsdruck sinkt mit steigender Harnstoff-Konzentration um 306± 2 bar
pro Mol Harnstoff (vgl. Abbildung 6.13, Abbildung 6.10 und Tabelle 6.3). Diese
Abnahme beruht auf dem destabilisierenden Effekt von Harnstoff, welcher direkt
mit dem Proteinrückgrat und den Seitenketten des Proteins interagiert und so das
Konformations-Gleichgewicht in Richtung des dissoziierten Zustandes verschiebt.
Infolgedessen besitzen die ermittelten Volumenänderungen der Dissoziation ∆VD
von Tubulin in Anwesenheit von Harnstoff einen größeren negativen Wert im Ver-
gleich zu Tubulin in reiner Pufferlösung. Dies ist auf die Bildung von stärker aus-
gedehnten Konformationszuständen des Proteins zurückzuführen, wenn das Hete-
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Abbildung 6.12 – Druckabhängiger Anteil assoziierter Tubulin-Heterodimere xHD in An-
wesenheit von 1, 2 und 3 M Harnstoff bei einer Temperatur von 25 ◦C.
rodimer in Gegenwart von Harnstoff dissoziiert oder sogar partiell entfaltet. Es
wird davon ausgegangen, dass dieser Effekt auf dem Verlust des Hohlraumvolumens
und/oder der erhöhten elektrostriktiven Hydratation der größer exponierten, dem
Lösungsmittel zugänglichen, Oberfläche des Proteins beruht.
Frühere Studien haben gezeigt, dass in Tiefseeorganismen die Kombination von
chaotropen und kosmotropen Osmolyten, wie beispielsweise TMAO und Harnstoff,
eine Überstabilisierung und ein osmotisches Schrumpfen verhindert, wobei am häu-
figsten ein TMAO/Harnstoff-Verhältnis von 1:2 gefunden wurde.[90,110,114]
Um diesen kombinierten Effekt der beiden Cosolventien auf das Dissoziations-
Tabelle 6.4 – Aufzählung der benutzten TMAO/Harnstoff-Mischungen zur Untersuchung
des Einflusses dieser Gemische auf das Dissoziationsverhalten von 5 µM α/β-
Tubulin unter Druck bei einer Temperatur von 25 ◦C.




















































































































Abbildung 6.13 – Spektroskopisch bestimmte Dissoziationsdrücke pD des α/β-Tubulin-
Heterodimers in An- und Abwesenheit verschiedener Cosolventien und
makromolekularen Crowdern bei einer Temperatur von 25 ◦C. TMAO:
, Harnstoff: , Ficoll® PM 70 :  und Saccharose: . Farbverlauf der
Harnstoff/TMAO-Mischungen entspricht der Zusammensetzung.
verhalten von α/β-Tubulin zu untersuchen, wurden druckabhängige Emissionsspek-
tren von α/β-Tubulin in einem Wellenlängenbereich von 305–450 nm über einem
Druckbereich von 1–3000 bar in Anwesenheit von den in Tabelle 6.4 aufgelisteten
TMAO/Harnstoff-Gemischen bei 25 ◦C aufgenommen. Um nur die Tryptophanreste
anzuregen, erfolgte die Anregung bei einer Wellenlänge von λex = 295 nm.
Die aufgenommenen Emissionsspektren zeigen keine signifikanten Abweichungen
von den zuvor gezeigten Emissionsspektren, weshalb darauf verzichtet wird, diese
hier zu zeigen, sondern der Abbildung 6.47 im Anhang (Abschnitt 6.5.1) entnom-
men werden können. Die einzelnen aufgenommenen, druckabhängigen Emissionss-
pektren wurden mithilfe von Gleichung (6.1) auf ihre jeweilige Fläche normiert.
Die flächennormierte Fluoreszenzintensität bei der konstant gehaltenen Wellenlänge
λem = 325 nm wurde mithilfe von Gleichung (6.15) um den intrinsischen Druckeffekt
von Tryptophan korrigiert und anschließend mittels Gleichung (6.5) der Anteil asso-
ziierter Heterodimere gebildet. Die erhaltenen Dissoziationskurven für die einzelnen
TMAO/Harnstoff-Gemische sind in Abbildung 6.14 im Vergleich zur Dissoziations-
kurvekurve von α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung dargestellt.
236
6.3 Ergebnisse und Diskussion







 5  µ M  T u b u l i n +  1  M  T M A O  +  1  M  H a r n s t o f f +  2  M  T M A O  +  1  M  H a r n s t o f f +  1  M  T M A O  +  2  M  H a r n s t o f f
x HD
 / %
p  /  b a r
Abbildung 6.14 – Druckabhängiger Anteil assoziierter Tubulin-Heterodimere xHD in An-
wesenheit verschiedener TMAO/Harnstoff-Mischungen bei einer Tem-
peratur von 25 ◦C.
Anhand der beiden Abbildungen 6.13 und 6.14 wird deutlich, dass ein gegen-
wirkender Effekt der beiden Cosolventien vorliegt. Ein TMAO/Harnstoff-Verhältnis
zwischen 1:1 und 2:1 kann die destabilisierende Wirkung von Harnstoff auf die Pie-
zostabilität von α/β-Tubulin aufheben, was anhand ähnlicher Dissoziationsdrücke
ersichtlich wird (vgl. Abbildung 6.13 und Tabelle 6.3), die gut mit den für die Bil-
dung von Mikrotubuli erhaltenen Ergebnissen übereinstimmen (vgl. Kapitel 3).[240]
Im Vergleich hierzu haben Rosin et al. für die vollständige Gegenwirkung im Fal-
le der Polymerisationsreaktion von Actin ein TMAO/Harnstoff-Verhältnis von 1:2
bestimmt,[108] und andere Studien über die Proteinstabilität berichten ebenfalls von
einem TMAO/Harnstoff-Verhältnis von 1:2 für die vollständige Aufhebung der Wir-
kung der beiden Cosolventien.[197,238,239,268] Molekulardynamische Simulationen und
Neutronenstreuexperimente haben gezeigt, dass der dem zugrunde liegende Mecha-
nismus eher auf der bevorzugten Solvatisierung von TMAO durch Wasser und Harn-
stoff beruht als auf der Wechselwirkung mit dem Protein, d.h. es handelt sich hierbei
um einen von dem Lösungsmittel vermittelten Effekt.[238,239,268]
Die bisher durchgeführten in vitro-Experimente entsprechen nicht der zellulären
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Abbildung 6.15 – Druckabhängiger Anteil assoziierter Tubulin-Heterodimere xHD in An-
wesenheit von 5, 10 und 20 Gew.% Ficoll® PM 70 bei einer Temperatur
von 25 ◦C.
in vivo-Umgebung von α/β-Tubulin. Aus diesem Grund wurden das synthetische Po-
lymer Ficoll® PM 70 als Makrocrowder, sowie dessen Monomerbaustein Saccharose
als Nanocrowder verwendet, um die natürliche Umgebung in der Zelle nachstellen
zu können, wodurch das zur Verfügung stehende Volumen reduziert wird.
Dafür wurden Emissionsspektren in einem Wellenlängenbereich von 305–450 nm
in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C in Anwesenheit von 5, 10 und 20
Gew.% Ficoll® PM 70 sowie in Anwesenheit von 5, 10, 20 und 30 Gew.% Saccharose
aufgenommen. Um nur die Tryptophanreste anzuregen, wurde zur Anregung eine
Wellenlänge von λex = 295 nm verwendet.
Die aufgenommenen Emissionsspektren von α/β-Tubulin in Anwesenheit von ver-
schiedenen Konzentrationen Ficoll® PM 70 zeigen keine signifikanten Abweichun-
gen zu den zuvor gezeigten Emissionsspektren, weshalb darauf verzichtet wird, die-
se hier zu zeigen. Nach der Flächennormierung der einzelnen Emissionsspektren
wurde mithilfe von Gleichung (6.1) die flächennormierte Fluoreszenzintensität bei
λem = 325 nm mittels Gleichung (6.15) um den intrinsischen Druckeffekt von Tryp-
tophan korrigiert und unter Anwendung von Gleichung (6.5) in den Anteil assozi-
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Abbildung 6.16 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Fläche nor-
mierte (b) Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit
von 30Gew.-% Saccharose in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei
25 ◦C. Mit steigendem Druck ist sowohl eine deutliche Rotverschiebung
als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farb-
verlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten.
ierter Heterodimere xHD umgerechnet. Die erhaltenen Dissoziationskurven von α/β-
Tubulin in Anwesenheit verschiedener Konzentrationen an Ficoll® PM 70 sind in
Abbildung 6.15 im Vergleich zur Dissoziationskurve von α/β-Tubulin in reiner Puf-
ferlösung dargestellt.
Anhand der Abbildungen 6.15 und 6.13 wird ersichtlich, dass Ficoll® PM 70 kei-
nen signifikanten Einfluss auf den Dissoziationsprozess von α/β-Tubulin besitzt. Die
Dissoziationsdrücke pD und Volumenänderungen ∆VD im Verlaufe der Dissoziation
liegen, im Rahmen des jeweiligen Fehlers, im selben Größenbereich wie die Werte,
die für α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung bestimmt wurden (Tabelle 6.3).
Abbildung 6.16 zeigt exemplarisch für die Untersuchung des Einflusses von Sac-
charose auf das Dissoziationsverhalten von α/β-Tubulin die gemessenen (Abbildung
6.16a) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Fläche normierten (Abbildung 6.16b)
Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 30Gew.-% Saccharose
bei einer Temperatur von 25 ◦C. Die aufgenommenen und auf die Fläche normierten
Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 5, 10 und 20 Gew.%
Saccharose können der Abbildung 6.48 im Anhang (Abschnitt 6.5.1) von diesem
Kapitel entnommen werden. Mit steigendem Druck lässt sich sowohl eine Rotver-
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Abbildung 6.17 – Druckabhängiger Anteil assoziierter Tubulin-Heterodimere xHD in An-
wesenheit von 5, 10, 20 und 30 Gew.% Saccharose bei einer Temperatur
von 25 ◦C.
schiebung der Emissionsbande von Tryptophan als auch eine Abnahme der Fluo-
reszenzintensität beobachten, was anhand der flächennormierten Emissionsspektren
deutlicher hervorgehoben wird.
Die flächennormierten Fluoreszenzintensitäten bei der Wellenlänge λem = 325 nm
wurden mithilfe von Gleichung (6.15) um den intrinsichen Druckeffekt von Trypto-
phan korrigiert und anschließend mittels Gleichung (6.5) in den Anteil assoziierter
Heterodimere xHD umgerechnet und in Abbildung 6.17 zusammen mit den Dissozia-
tionskurven von α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung sowie in Anwesenheit von 5, 10
und 20 Gew.% Saccharose gegen den jeweiligen Druck aufgetragen.
Anhand der Dissoziationskurven wird ersichtlich, dass durch die Anwesenheit des
Dissacharids Saccharose die Druckstabilität von α/β-Tubulin gesteigert wird. Ab-
bildung 6.18 zeigt eine Auftragung der ermittelten Dissoziationsdrücke des α/β-
Tubulin-Heterodimers als Funktion der Saccharose-Konzentration. Demnach steigt
bei einer Erhöhung der Saccharose-Konzentration der Dissoziationsdruck nahezu
linear bis auf 20Gew.-% Saccharose um ∼16 bar perGew.-% Saccharose an, wo-
durch die stabilisierende Wirkung von Saccharose gegenüber der Dissoziation des
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Abbildung 6.18 – Dissoziationsdruck von α/β-Tubulin als Funktion der Nanocrowderkon-
zentration von Saccharose bei einer Temperatur von 25 ◦C.
Proteins ersichtlich wird (Abbildung 6.13 und Tabelle 6.3). Ab einer Konzentra-
tion von etwa 20Gew.-% Saccharose wechselt der Anstieg des Dissoziationsdrucks
von einem linearen Verhalten zu einem exponentiellen Anstieg. Der Einfluss von
10Gew.-% Saccharose auf die Druckstabilität von α/β-Tubulin entspricht in etwa
dem Einfluss, den 1 M TMAO auf den Dissoziationsprozess nimmt. Die Anwesen-
heit sowohl des Osmolyten TMAO als auch des Nanocrowders Saccharose führt zu
einer deutlichen Stabilisierung des α/β-Tubulin-Heterodimers, was durch den aus-
geschlossenen Volumeneffekt erklärt werden könnte.[294] Beide interagieren stark mit
Wasser und werden daher bevorzugt von der Proteinoberfläche ausgeschlossen. Das
ausgeschlossene Volumen ist dabei proportional zur SASA des Proteins.[32,87,193,404]
Somit wird das Protein in seiner assoziierten Form, dem Heterodimer, stabilisiert.
Ein solcher Effekt wurde ebenfalls für die Fibrillationsreaktion des humanen Insela-
myloidpolypeptids (hIAPP), die Elongationsreaktion von Actinfilamenten sowie für
die Bildung von Mikrotubuli in vitro gefunden.[196,240,295]
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6.3.1.2 Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie
Die Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (engl.: fluorescence correlation spectros-
copy, FCS) erlaubt eine detaillierte Detektion von Konformationsänderungen. Die
Technik wird hier genutzt, um den Dissoziationsprozess des α/β-Tubulin-Heterodimers
auf molekularer Ebene zu untersuchen. Dazu wurden FCS-Messungen von 3 nM α/β-
Tubulin in reiner Pufferlösung sowie in Anwesenheit von 0.2, 0.5 und 1 M Harnstoff
in einem Druckbereich von 1–1500 bar aufgenommen. Abbildung 6.19 zeigt, exempla-
risch für alle durchgeführten FCS-Messungen, die aufgenommene Fluoreszenzinten-
sitätsfluktuation von 3 nM α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung über einen Zeitraum
von 20 s bei einem Druck von 500 bar und einer Temperatur von 25 ◦C.
Mithilfe von Gleichung (6.9) erfolgte die Erstellung der Autokorrelationsfunktion
aus den Fluoreszenzintensitätsfluktuationen, die in Abbildung 6.20a abgebildet ist.
Die Kurvenanpassung erfolgte mit einem einkomponentigen, dreidimensionalen Dif-
fusionsmodell (Gleichung 6.12). Hierbei entspricht der Kehrwert von G (0), d.h. der
Ordinatenabschnitt, der Anzahl an Teilchen N in dem Beobachtungsvolumen. Aus
den Fluoreszenzintensitätsfluktuationen wurde ebenfalls das in Abbildung 6.20b
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Abbildung 6.19 – Fluoreszenzintensitätsfluktuation von α/β-Tubulin bei einem Druck von
500 bar und einer Temperatur von 25 ◦C.
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Abbildung 6.20 – Autokorrelationsfunktion (a) und Photon Counting Histogram (PCH)
(b) von 3 nM α/β-Tubulin bei einem Druck von 500 bar und einer Tem-
peratur von 25 ◦C.
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dargestellte Photon Counting Histogram (PCH) erstellt, wobei es sich um eine Häu-
figkeitsverteilung der gemessenen Fluoreszenzintensitäten handelt. Anhand des Pho-
ton Counting Histograms kann die mittlere Zählrate 〈F (t)〉 unter Anwendung fol-






Hierbei entspricht Ii der Zählrate und fi der dazugehörenden Häufigkeit. Zur Be-
trachtung des Dissoziationsverhaltens erfolgt die Bestimmung der molekularen Hel-
ligkeit η, die der durchschnittlichen Anzahl detektierter Photonen pro Abtastzeit





= 〈F (t)〉 ·G (0) (6.18)
Bei dem druckabhängig untersuchten Prozess handelt es sich um eine Dissoziation,
sobald die molekulare Helligkeit η abnimmt, was anhand von Abbildung 6.21 sche-
matisch erklärt wird: Zu Beginn der Messreihe, liegt das Tubulin als Heterodimer
vor, an dessen Untereinheit idealerweise jeweils ein Fluorophor kovalent gebunden
ist. Befindet sich nun in dem Beobachtungsvolumen ein Dimer (N = 1) und handelt
Druck
Abbildung 6.21 – Schema der molekularen Helligkeit η von 3 nM α/β-Tubulin. Zu Beginn
der Messreihe befindet sich N = 1 Molekül im Beobachtungsvolumen,
wobei jede Untereinheit des Dimers kovalent fluoreszenzmarkiert ist.
Nach einer Druckapplikation befinden sich N = 2 gelabelte Monomere
im Beobachtungsvolumen, wodurch sich die molekulare Helligkeit bei
gleich bleibender mittlerer Zählrate 〈F (t)〉 theoretisch laut Gleichung
(6.18) halbiert.
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es sich bei dem untersuchten Prozess um eine Dissoziation, so diffundieren die beiden
Untereinheiten des Dimers mit zunehmendem Druck auseinander, sodass schließlich
zwei gelabelte Monomere im Beobachtungsvolumen vorliegen (N = 2). Die mittlere
Zählrate 〈F (t)〉 bleibt also gleich, aber die molekulare Helligkeit η halbiert sich, da
sich nun doppelt so viele Teilchen in dem Beobachtungsvolumen befinden. Das hier
gezeigte Schema geht von idealen Bedingungen aus, d.h., dass jede Untereinheit fluo-
reszenzmarkiert ist. Allerdings liegt bei dem hier verwendeten TAMRA-gelabelten
Tubulin der DOL (engl.: degree of labeling) bei ∼1.7, woraus folgt, dass sich die
molekulare Helligkeit bei vollständiger Dissoziation nicht halbiert, da es Monomere
gibt, die keinen Fluorophor gebunden haben.
Die molekulare Helligkeit wurde von 3 nM α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung
sowie in Anwesenheit von 0.2, 0.5 und 1 M Harnstoff in einem Druckbereich von 1–
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Abbildung 6.22 – Boxplots der molekularen Helligkeit η von 3 nM α/β-Tubulin in reiner
Pufferlösung (a) sowie in Anwesenheit von 0.2 M (b), 0.5 M (c) und
1 M Harnstoff (d) als Funktion des Drucks bei einer Temperatur von
25 ◦C.
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1500 bar und einer Temperatur von 25 ◦C ermittelt und mehrfach reproduziert. Ab-
bildung 6.22 zeigt die ermittelten molekularen Helligkeiten der einzelnen Proben als
Funktion des Druck in Form von Boxplots zur Wiedergabe der reproduzierten Ergeb-
nisse. Anhand der Abbildung 6.22a lässt sich deutlich ein Übergang vom Dimer zum
Monomer im Druckbereich zwischen 1000 und 1500 bar von α/β-Tubulin in reiner
Pufferlösung erkennen, was durch die Abnahme der molekularen Helligkeit η in dem
Druckbereich verdeutlicht wird. Mithilfe einer Kurvenanpassung einer Boltzmann-
Funktion (Gleichung 6.3) an die experimentellen Daten kann ein Dissoziationsdruck
pD von 1250± 112 bar für α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung bestimmt werden, der
in guter Übereinstimmung mit den fluoreszenzspektroskopischen Ergebnissen steht.
Des Weiteren nimmt in ähnlicher Weise auch der Dissoziationsdruck mit zunehmen-
der Harnstoffkonzentration ab, wie es bereits bei den fluoreszenzspektroskopischen
Messungen gezeigt wurde (Tabelle 6.3).
6.3.1.3 Fourier-Transform-Infrarotspektroskopie
Mithilfe der Fourier-Transform-Infrarotspektroskopie (FTIR) ist es möglich, Än-
derungen von Sekundärstrukturelementen aufgrund von Änderungen der Bindungs-
muster von Wasserstoffbrückenbindungen zu erfassen.
Wie in Abschnitt 6.2.5 beschrieben, wurden die aufgenommenen FTIR-Spektren
hintergrundkorrigiert, wobei das jeweils dazugehörende Pufferspektrum von dem
Probenspektrum subtrahiert wurde. Im Bereich der Amid-I’-Bande (1700–1600 cm−1)
erfolgte eine Glättung und Flächennormierung mithilfe von Gleichung (6.7). Die auf
diese Art und Weise prozessierten FTIR-Spektren sind in Abbildung 6.23 für α/β-
Tubulin in reiner Pufferlösung für den Druckbereich von 1 bar bis 16 kbar bei einer
Temperatur von 25 ◦C exemplarisch abgebildet, wobei sich erkennen lässt, dass die
Absorption im Bereich α-helikaler Strukturen (∼1654 cm−1) mit steigendem Druck
geringfügig abnimmt.
Nach der Prozessierung der FTIR-Spektren erfolgte eine Subbandenanalyse, um
die Zusammensetzung der Sekundärstruktur und damit deren druckabhängige Ent-
wicklung ermitteln zu können, wobei zwei mathematische Methoden verwendet wur-
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Abbildung 6.23 – Druckabhängigkeit der flächennormierten Amid-I’-Bande von α/β-
Tubulin bei einer Temperatur von 25 ◦C. Der Farbverlauf von lila (−)
nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten und damit dem Übergang
von dem nativen in den dissoziierten Zustand.
den. Zum einen wurde die 2. Ableitung der Amid-I’-Bande bestimmt und zum an-
deren eine Fourier-Selbstentfaltungsfunktion (engl.: Fourier Self Deconvolution,
FSD) angewandt, um die Lage und Anzahl einzelner Subbanden der Sekundärstruk-
turelemente unter der Amid-I’-Bande zu identifizieren, die spektral nicht aufgelöst
werden können.
In Abbildung 6.24a ist die druckabhängige Entwicklung der prozessierten FSD-
Spektren dargestellt, während in Abbildung 6.24b die druckabhängige Entwick-
lung der 2. Ableitung der flächennormierten Amid-I’-Banden des untersuchten α/β-
Tubulins in reiner Pufferlösung abgebildet ist. Anhand der beiden Abbildungen
lässt sich eine geringfügige Abnahme α-helikaler Strukturen, die bei einer Wel-
lenzahl von ∼1654 cm−1 absorbieren, mit steigendem Druck beobachten, was an-
hand der druckabhängigen Intensitätsabnahme im FSD-Spektrum und der druck-
abhängigen Intensitätszunahme im Spektrum der 2. Ableitung jeweils zu erkennen
ist. Mithilfe des Vergleichs der gebildeten 2. Ableitungen mit den dazugehörenden
FSD-Spektren lässt sich die Lage und Anzahl der einzelnen Subbanden unterhalb
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Abbildung 6.24 – Druckabhängige Änderung der Sekundärstruktur von α/β-Tubulin. a)
Druckabhängige Selbstentfaltungsspektren der flächennormierten Amid-
I’-Bande von α/β-Tubulin bei einer Temperatur von 25 ◦C. Subbanden
der einzelnen Sekundärstrukturelemente können bei vorhanden Maxima
gefunden werden. b) 2. Ableitung der flächennormierten Amid-I’-Bande
von α/β-Tubulin. Die Anzahl und die Lage der einzelnen Subbanden
der Sekundärstruktrukturelemnte stimmt mit der Lage der vorhandenen
Minima überein.
der Amid-I’-Bande identifizieren. Abbildung 6.25 zeigt sowohl die experimentell be-
stimmte Amid-I’-Bande als auch die zur Subbandenanalyse benötigen Spektren der
2. Ableitung und Fourier-Selbstentfaltung zum besseren Vergleich miteinander.
Bei dieser gemeinsamen Auftragung der FSD-Spektren und der Spektren der 2.
Ableitung lässt sich deutlich das gegenläufige Verhalten der auftretenden Maxima im
FSD-Spektrum und den Minima im Spektrum der 2. Ableitung erkennen. Die acht
aus der Subbandenanalyse resultierenden Subbanden, die im Superpositionsprinzip
an die experimentell bestimmte Amid-I’-Bande angepasst wurden, sind ebenfalls in
Abbildung 6.25 eingezeichnet.
In Abbildung 6.26a sind beispielhaft die gebildeten FSD-Spektren den Spektren
der 2. Ableitung der Amid-I’-Bande bei spezifischen Drücken gegenübergestellt, wo-
durch die Bestimmung bezüglich der Lage und Anzahl der unter der Amid-I’-Bande
sich befindenden Subbanden besser verdeutlicht werden soll. Mit steigendem Druck
ist auch hier wiederum eine geringfügige Abnahme α-helikaler Strukturen, die bei
einer Wellenzahl von ∼1654 cm−1 absorbieren, zu erkennen.
Nach erfolgreicher Subbandenanalyse inklusive der dazugehörenden Bandenanpas-
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Abbildung 6.25 – Experimentell bestimmte Amid-I’-Bande von α/β-Tubulin (•) bei einem
Druck von 1 bar und einer Temperatur von 25 ◦C in der Diamantstem-
pelzelle sowie die durch Subbanden gebildete Funktionsanpassung (−).
Bestimmung der Subbanden erfolgte durch Bildung des FSD-Spektrums
( - -) und der 2. Ableitung (· · · ).
sung der einzelnen Subbanden an die Amid-I’-Bande kann der prozentuale Anteil
der einzelnen Sekundärstrukturelemente in Abhängigkeit des Drucks ermittelt wer-
den, der in Abbildung 6.26b dargestellt ist. Hierbei lässt sich erkennen, dass die
hauptsächlich betroffenen Sekundärstrukturelemente von α/β-Tubulin α-Helices,
die bei einer Wellenzahl von ∼1654 cm−1 absorbieren, intramolekulare β-Faltblätter,
mit Absorptionsbanden bei ∼1636 cm−1 und ∼1628 cm−1 und intermolekulare β-
Faltblätter, die bei ∼1684 cm−1 und ∼1615 cm−1 aufgrund einer Aggregation ab-
sorbieren, sind. Die Kristallstruktur des α/β-Tubulin-Heterodimers weist einen An-
teil von 39 % an α-Helices bzw. 13 % an β-Faltblätter auf.[242] Der mittels FTIR-
Spektroskopie bestimmte Anteil an α-helikaler Strukturen liegt bei ∼28 %, während
der Anteil an β-Faltblättern höher ist im Vergleich zu jenem, der in der Kristall-
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Abbildung 6.26 – Druckabhängige FTIR-Daten von α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung.
a) FSD-Spektrum der Amid-I’-Bande von α/β-Tubulin bei einem
Druck von 1 bar (−), bei dem Dissoziationsdruck pm (−) und bei ei-
nem Druck von 16 kbar (−), sowie die dazugehörenden 2. Ableitun-
gen, dargestellt als gestrichelte Linien in den entsprechenden Farben.
b) Druckabhängige Änderung der Sekundärstrukturelemente von α/β-
Tubulin. Linien repräsentieren die Funktionsanpassung des abgewandel-
ten Boltzmann-Fits (6.3).  intermolekulare β-Faltblatt (1684 cm−1),
N α-Helices (1654 cm−1), H Zufallsknäuel (1644 cm−1),  intramo-
lekulare β-Faltblätter (1634 cm−1), J intermolekulare β-Faltblätter
(1615 cm−1).
struktur beobachtet wurde. Möglicherweise ist dieser Sachstand auf einen gering-
fügigen Unterschied in den Absorptionskoeffizienten der verschiedenen Sekundär-
strukturelemente zurückzuführen, was aber in dieser Studie weniger relevant ist, da
ausschließlich relative Änderungen der Anteile an Sekundärstrukturelementen be-
trachtet werden. Mit steigendem Druck nimmt der Anteil α-helikaler Strukturen
sowie der Anteil ungeordneter Strukturen, die bei einer Wellenzahl von ∼1644 cm−1
absorbieren, geringfügig ab, während der Anteil an intermolekularen β-Faltblättern,
die bei einer Wellenzahl von ∼1682 cm−1 absorbieren, keine druckabhängigen Ände-
rungen aufweist.
In dem Druckbereich zwischen 1 bis 800 bar sind keine signifikanten Verände-
rungen in den Anteilen der Sekundärstrukturelemente zu erkennen. Bei weiter an-
steigendem Druck sind nur geringfügige Änderungen des Anteils sekundärer Struk-
turelemente zu beobachten. So sinkt der Anteil an α-helikalen und ungeordneten
Strukturen um ∼− 3 %, wohingegen der Anteil an β-Faltblättern geringfügig, um
∼3 %, während der druckinduzierten Dissoziation des α/β-Tubulin-Heterodimers zu-
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nimmt, was möglicherweise lediglich auf einen Konformationsdrift zurückzuführen
ist. Unter der Annahme, dass die Konformationsänderung auf der Dissoziation des
Heterodimers beruht, kann mithilfe einer abgewandelten Boltzmann-Funktion (Glei-
chung 6.3) eine Kurvenanpassung erfolgen, wodurch ein Dissoziationsdruck pD von
∼1300 bar und eine Volumenänderung ∆VD von −122 mL mol−1 bestimmt werden
kann. Die bestimmten thermodynamischen Größen stimmen, im Rahmen des experi-
mentellen Fehlers, gut mit den mittels Fluoreszenzspektroskopie ermittelten Werten
überein (vgl. Tabell 6.3). Im Allgemeinen können als Mechanismus für die druckin-
duzierte Entfaltung und Dissoziation von Proteinen die Freisetzung von Hohlräumen
an den Kontaktflächen der Untereinheiten, die Abschwächung hydrophober Wechsel-
wirkungen und die elektrostriktiven Effekte neu exponierter und hydratisierter Reste
genannt werden.[205] Aufgrund der Tatsache, dass die Selbstassemblierung von Tu-
bulin zu Mikrotubuli weitgehend entropiegetrieben ist, spielen hydrophobe Effekte
eine entscheidende Rolle bei der Bildung der Mikrotubuli, die bei höheren Drücken
abgeschwächt werden sollten.[407]
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6.3.2 Temperaturinduzierte Dissoziation des α/β-Tubulin
Heterodimers
Neben der Untersuchung der Druckstabilität von α/β-Tubulin beinhaltet ein wei-
terer Teil dieser Studie die Untersuchung der Thermostabilität des α/β-Tubulin-
Heterodimers sowie die Untersuchung des Einflusses von Cosolventien und Crowdern
auf die temperatur-induzierte Dissoziation des Dimers. Zur biophysikalischen Unter-
suchung wurden sowohl spektroskopische Methoden, wie die der FTIR- und Fluo-
reszenzspektroskopie, inklusive der statischen Fluoreszenzanisotropie, als auch die
kalorimetrischen Methoden der Differentielathermoanalyse und der Druck-Pertur-
bations-Kalorimetrie, verwendet, deren Ergebnisse in den folgenden Abschnitten
präsentiert werden.
6.3.2.1 Fluoreszenzspektroskopie
Thermische Dissoziation von α/β-Tubulin
Zur Untersuchung des Dissoziationsverhaltens des α/β-Tubulin-Heterodimers wur-
den Emissionsspektren in einem Wellenlängenbereich von 305 bis 450 nm über einen
Temperaturbereich von 10 bis 85 ◦C bei Atmosphärendruck aufgenommen, wobei
zur Detektion der intrinsischen Tryptophanemission eine Anregung bei einer Wel-
lenlänge von λex = 295 nm erfolgte.
Abbildung 6.27a zeigt die detektierten Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin
in reiner Pufferlösung bei einem Druck von 1 bar. Hierbei lässt sich erkennen, dass
mit steigender Temperatur sowohl die Fluoreszenzintensität abnimmt als auch die
Emissionsbande ins Rötliche, hin zu größeren Wellenlängen, verschoben wird, was
auf die Exposition der Tryptophanreste zum umgebenden Wasser zurückzuführen
ist. Da bei den temperaturabhängigen Messungen Ultra-Mikro-Küvetten verwendet
wurden, ist in den aufgenommenen Emissionsspektren der Peak des Anregungslichts
ersichtlich, der allerdings nicht die weitere Auswertung stört.
Mithilfe von Gleichung (6.1) erfolgte eine Flächennormierung der einzelnen Emis-
sionsspektren, die in Abbildung 6.27b abgebildet sind und mit steigender Tempe-
ratur die Intensitätsabnahme sowie die Rotverschiebung besser veranschaulichen.
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Abbildung 6.27 – Gemessene (a) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Fläche nor-
mierte (b) Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin in einem Tem-
peraturbereich von 10–80 ◦C bei einem Druck von 1 bar. Mit steigender
Temperatur ist sowohl eine Rotverschiebung als auch eine Abnahme der
Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf von lila (−) nach rot
(−) entspricht dem Temperaturgradienten.
Das Emissionsmaximum von nativen α/β-Tubulin liegt bei einer Wellenlänge von
325 nm, bei welcher die größte temperaturabhängige Änderung der Fluoreszenzin-
tensität zu beobachten ist. Ab einer Temperatur von ∼60 ◦C zeigen die flächen-
normierten Emissionsspektren von α/β-Tubulin einen fast identischen Verlauf und
überlagern sich, was womöglich den Abschluss der Dissoziation anzeigt.
Aus den auf die Fläche normierten Emissionsintensitäten bei dem Emissionsmaxi-
mum von 325 nm wurde mithilfe von Gleichung (6.5) der Anteil assoziierter Hetero-
dimere (HD) xHD berechnet, der in Abbildung 6.28 als Funktion der Temperatur ab-
gebildet ist. Bis zu einer Temperatur von ∼40 ◦C ist ein Plateau, welches den nativen
Zustand von α/β-Tubulin widerspiegelt, zu erkennen und somit keine signifikante
Änderung des Anteils assoziierter Heterodimere. Im Temperaturbereich von 40 bis
60 ◦C sinkt der Anteil assoziierter Heterodimere, was auf den Dissoziationsprozess
des α/β-Tubulin-Heterodimers zurückzuführen ist. Die Steigung am Wendepunkt,
der Dissoziationstemperatur TD, entspricht der Van’t Hoffschen Umwandlungs-
enthalpie ∆HvH während des Dissoziationsprozesses.
Durch eine Kurvenanpassung der Gleichung (6.4) an die Dissoziationskurve er-
geben sich Werte für eine Dissoziationstemperatur von TD = 53.6± 1.0 ◦C und
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Abbildung 6.28 – Druckabhängige Dissoziationskurve von 5 µM α/β-Tubulin bei einer
Temperatur von 25 ◦C. Aufgetragen ist der mithilfe von Gleichung (6.5)
gebildete Anteil assoziierter Heterodimere (HD) xHD gegen die jeweili-
ge Temperatur. Die Kurvenanpassung erfolgte mithilfe von Gleichung
(6.4).
eine Van’t Hoffsche Umwandlungsenthalpie für die Dissoziation von ∆HvH =
138± 40 kJ mol−1. Mithilfe der ermittelten Dissoziationstemperatur sowie derVan’t
Hoffschen Umwandlungsenthalpie lässt sich die Entropieänderung während der
Dissoziation ∆SD(TD) von α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung bei der Dissoziati-






Unter der Annahme, dass die Wärmekapazitätsänderung während der Dissozia-
tion konstant bleibt, ∆C◦p = 0, bleiben sowohl die Enthalpie- als auch die Entro-
pieänderung während der Dissoziation für jede beliebige Temperatur gleich und es
ergibt sich für die Temperaturabhängigkeit der Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie
folgende Gleichung:[234]
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· (T − TD)
= −∆SD (TD) · (T − TD) (6.20)
Die Standard-Entfaltungs-Gibbs-Energie von α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung
bei einer Temperatur von 25 ◦C kann so zu ∆G◦D = 12.1± 3.5 kJ mol−1 bestimmt
werden. Die ermittelten thermodynamischen Größen sind in Tabelle 6.5 aufgelistet.
Zur Ableitung der thermodynamischen Paramter wurde eine einfache Zwei-Zustands-
Analyse verwendet, die auf der vollständigen Reversibilität des Dissoziationsprozes-
ses beruht. Während alle druckabhängigen Studien vollständig reversibel waren, war
der temperaturabhängige Dissoziationsprozess nur bei Erreichen der höchsten Tem-
peraturen teilweise reversibel, weshalb einige Studien zeigten, dass bei der tempera-
turabhängigen Dissoziation besser von dem einfachen Zwei-Zustands-Modell abge-
wichen werden sollte.[263,408] Daher müssen die bestimmten temperaturabhängigen
thermodynamischen Parameter mit gewisser Vorsicht betrachtet werden. Allerdings
ist dies kein großer Nachteil für diese Studie, da das Interesse im Wesentlichen den
relativen Änderungen der thermodynamischen Parameter durch die Zugabe von Co-
solventien und Crowdern gewidmet ist.
Einfluss von Cosolventien und Crowdern
Die thermische Dissoziation von 5 µM α/β-Tubulin wurde ebenfalls in Anwesen-
heit von verschiedenen Cosolventien, wie beispielsweise dem natürlichen Osmoly-
ten TMAO oder dem Stoffwechselprodukt Harnstoff, fluoreszenzspektroskopisch un-
tersucht. Hierzu wurden Emissionsspektren in einem Wellenlängenbereich von 305
bis 450 nm über einen Temperaturbereich von 10 bis 85 ◦C bei Atmosphärendruck
aufgenommen, wobei zur Anregung der Tryptophanemission eine Wellenlänge von
λex = 295 nm verwendet wurde.
Nach Aufnahme der Emissionsspektren bei verschiedenen Temperaturen erfolgte
mithilfe von Gleichung (6.1) eine Flächennormierung der einzelnen Emissionsspek-
tren. Da die detektierten und auf die Fläche normierten Emissionsspektren von α/β-
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 5  µ M  T u b u l i n +  1  M  T M A O +  2  M  T M A O
x HD
 / %
T  /  ° C
Abbildung 6.29 – Temperaturabhängige Dissoziationskurve von 5 µM α/β-Tubulin bei ei-
nem Druck von 1 bar in Anwesenheit von 1 und 2 M TMAO. Aufgetragen
ist der mithilfe von Gleichung (6.5) gebildete Anteil assoziierter Hetero-
dimere (HD) xHD gegen die jeweilige Temperatur. Die Kurvenanpassung
erfolgte mithilfe von Gleichung (6.4).
Tubulin in Anwesenheit von den verwendeten Cosolventien keine signifikanten Ab-
weichungen zu den zuvor gezeigten Spektren von α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung
(Abbildung 6.27) aufweisen, werden sie an dieser Stelle nicht explizit dargestellt.
Mittels Gleichung (6.5) wurde aus den flächennormierten Emissionsintensitäten
bei der Wellenlänge λem = 325 nm der Anteil assoziierter Heterodimere xHD be-
rechnet und in Abbildung 6.29 für α/β-Tubulin in Anwesenheit von 1 und 2 M
TMAO gegen die jeweilige Temperatur aufgetragen. Es lässt sich deutlich erkennen,
dass mit steigender TMAO-Konzentration das Plateau des nativen Zustandes aus-
gedehnt wird, was einer steigenden Thermostabilität der assoziierten Dimere ent-
spricht. Demnach beginnt mit steigender TMAO-Konzentration erst bei höheren
Temperaturen der jeweilige Dissoziationsprozess von α/β-Tubulin. Die Dissoziati-
onstemperatur von α/β-Tubulin in Anwesenheit von TMAO steigt aufgrund des
ausgeschlossenen Volumeneffekts um ∼4 ◦C pro 1 M TMAO (Tabelle 6.5). In An-
wesenheit von 2 M TMAO steigt die Dissoziationstemperatur von 53.6± 1.0 ◦C auf
61.4± 0.5 ◦C und die Standard-Gibbs-Energie bei 25 ◦C verdreifacht sich fast von
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 5  µ M  T u b u l i n +  1  M  H a r n s t o f f +  2  M  H a r n s t o f f
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Abbildung 6.30 – Temperaturabhängige Dissoziationskurve von 5 µM α/β-Tubulin bei ei-
nem Druck von 1 bar in Anwesenheit von 1 und 2 M Harnstoff. Aufge-
tragen ist der mithilfe von Gleichung (6.5) gebildete Anteil assoziierter
Heterodimere (HD) xHD gegen die jeweilige Temperatur. Die Kurven-
anpassung erfolgte mithilfe von Gleichung (6.4).
12.1± 3.5 kJ mol−1 in reiner Pufferlösung auf 31.3± 4.4 kJ mol−1 in Anwesenheit
von 2 M TMAO (Tabelle 6.5).
Abbildung 6.30 zeigt die Dissoziationskurven von α/β-Tubulin in reiner Puffer-
lösung sowie in Anwesenheit von 1 und 2 M Harnstoff. Aufgetragen ist der mittels
Gleichung (6.5) aus den flächennormierten Emissionsintensitäten bei der Wellen-
länge λem = 325 nm gebildete Anteil assoziierter Heterodimere als Funktion der
Temperatur mit dem für die Dissoziation typischen sigmoidalen Verlauf. Mit stei-
gender Harnstoff-Konzentration verkürzt sich das Plateau des nativen Zustandes,
d.h., dass bereits bei geringeren Temperaturen der Dissoziationsprozess von α/β-
Tubulin eingeleitet wird.
Mittels einer Kurvenanpassung der Gleichung (6.4) an die Dissoziationskurven
kann sowohl die Dissoziationstemperatur TD als auch die Van’t Hoffsche Um-
wandlungsenthalpie bestimmt werden. Nicht nur der Dissoziationsdruck pD, sondern
auch die Dissoziationstemperatur TD wird in Anwesenheit von Harnstoff signifikant
reduziert. Im Fall der thermischen Dissoziation verringert sich die Dissoziationstem-
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Abbildung 6.31 – Temperaturabhängige Dissoziationskurve von 5 µM α/β-Tubulin in An-
wesenheit von verschiedenen TMAO/Harnstoff-Mischungen bei Atmo-
sphärendruck. Aufgetragen ist der mithilfe von Gleichung (6.5) gebildete
Anteil assoziierter Heterodimere (HD) xHD gegen die jeweilige Tempe-
ratur. Die Kurvenanpassung erfolgte mithilfe von Gleichung (6.4).
peratur um ∼4 ◦C pro 1 M Harnstoff (Abbildung 6.30 und Tabelle 6.5). Die Anwe-
senheit von Harnstoff führt zu einer Verringerung der Dissoziationstemperatur TD
von 53.6± 1.3 ◦C in reiner Pufferlösung zu 48.6± 0.4 ◦C in Anwesenheit von 1 M
Harnstoff und weiter zu 45.7± 0.5 ◦C in Anwesenheit von 2 M Harnstoff. Es ist be-
kannt, dass sich Harnstoff im Gegensatz zu TMAO bevorzugt in der Nachbarschaft
des Proteinrückgrats und der Seitenketten des Proteins anreichert und Proteine auf-
grund einer direkten Wechselwirkung destabilisiert, ohne einen großen Einfluss auf
die Lösungsmittelstruktur zu haben.[116,299,301]
Zur Untersuchung eines kombinierten Effektes von chaotropen und kosmotro-
pen Cosolventien auf die Thermostabilität von α/β-Tubulin wurden α/β-Tubulin-
Lösungen in Anwesenheit von verschiedenen TMAO/Harnstoff-Mischungen (vgl. Ta-
belle 6.4) fluoreszenzspektroskopisch vermessen. Ähnlich wie bei den druckabhän-
gigen Messungen ist auch hier ein entgegenwirkender Effekt dieser beiden gelösten
Stoffe auf die Thermostabilität von α/β-Tubulin zu erkennen (Abbildung 6.31 und
Abbildung 6.32). Dem destabilisierenden Effekt von 2 M Harnstoff auf die Thermo-
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Abbildung 6.32 – Spektroskopisch bestimmte Dissoziationstemperaturen TD des α/β-
Tubulin-Heterodimers in An- und Abwesenheit verschiedener Cosol-
ventien und makromolekularen Crowdern bei einem Druck von 1 bar.
TMAO: , Harnstoff: , Ficoll® PM 70 :  und Saccharose: . Farb-
verlauf der Harnstoff/TMAO-Mischungen entspricht der Zusammenset-
zung.
stabilität von α/β-Tubulin wird fast vollständig durch die Anwesenheit von 1 M
TMAO entgegengewirkt. Dadurch wird ersichtlich, dass der stabilisierende Einfluss
von TMAO auf die Thermostabilität von α/β-Tubulin größer und somit effektiver
ist als der destabilisierende Einfluss von Harnstoff auf die thermische Proteinsta-
bilität. Bei einem TMAO:Harnstoff-Mischungsverhältnis zwischen 1:1 und 1:2 kann
beispielsweise die verschlechternde Wirkung von Harnstoff auf die Thermostabili-
tät von α/β-Tubulin aufgehoben werden. Bei einem TMAO:Harnstoff-Gemisch von
1:1 ist die Van’t Hoffsche Umwandlungsenthalpie, im Rahmen des experimentel-
len Fehlers, in etwa so groß wie die von α/β-Tubulin in Abwesenheit der beiden
verwendeten Cosolventien, was anhand einer in etwa gleich großen Steigung am
Wendepunkt der Dissoziationskurven ersichtlich wird.
Neben der Untersuchung des Einflusses von Cosolventien auf die Thermostabilität
von α/β-Tubulin wurde ebenfalls das zelluläre Milieu durch die Zugabe von Nano-
und Makrocrowdern in vitro nachgestellt, um deren Einfluss auf die thermische
Dissoziation zu erforschen. Abbildung 6.33 zeigt den Anteil assoziierter Heterodi-
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Abbildung 6.33 – Temperaturabhängige Dissoziationskurve von 5 µM α/β-Tubulin bei ei-
nem Druck von 1 bar in Anwesenheit von 5, 10, 20 und 30 Gew.-%
Ficoll® PM 70. Aufgetragen ist der mithilfe von Gleichung (6.5) ge-
bildete Anteil assoziierter Heterodimere (HD) xHD gegen die jeweili-
ge Temperatur. Die Kurvenanpassung erfolgte mithilfe von Gleichung
(6.4).
mere als Funktion der Temperatur von α/β-Tubulin in An- und Abwesenheit von
5, 10, 20 und 30 Gew.-% Ficoll® PM 70 bei Atmosphärendruck. Ähnlich wie in
den druckabhängigen Studien scheint der makromolekulare Crowder Ficoll® PM
70 keinen signifikanten Einfluss auf das Dissoziationsverhalten von α/β-Tubulin zu
nehmen. Die Dissoziationstemperaturen TD und Änderungen der Van’t Hoffschen
Umwandlungsenthalpie ∆HvH liegen, im Rahmen des jeweiligen Fehlers, im selben
Größenbereich wie die Werte, die für α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung ermittelt
wurden (Tabelle 6.5 und Abbildung 6.32).
Abbildung 6.34 zeigt den mittels Gleichung (6.5) aus den flächennormierten Emis-
sionsintensitäten bei der Wellenlänge λem = 325 nm gebildeten Anteil assoziierter
Heterodimere von α/β-Tubulin in An- und Abwesenheit von 5, 10, 20 und 30 Gew.-
% Saccharose als Funktion der Temperatur bei Atmosphärendruck. Es lässt sich
deutlich erkennen, dass durch die Anwesenheit des Nanocrowders Saccharose die
Thermostabilität von α/β-Tubulin signifikant erhöht wird, wie es bereits durch
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Abbildung 6.34 – Temperaturabhängige Dissoziationskurve von 5 µM α/β-Tubulin bei ei-
nem Druck von 1 bar in Anwesenheit von 5, 10, 20 und 30 Gew.-%
Saccharose. Aufgetragen ist der mithilfe von Gleichung (6.5) gebildete
Anteil assoziierter Heterodimere (HD) xHD gegen die jeweilige Tempe-
ratur. Die Kurvenanpassung erfolgte mithilfe von Gleichung (6.4).
die Anwesenheit des natürlichen Osmolyten TMAO zu beobachten war. Die Dis-
soziationstemperatur TD erhöht sich von 53.6± 1.0 ◦C in reiner Pufferlösung auf
58.0± 1.1 ◦C in Anwesenheit von 20Gew.-% Saccharose, während die Änderung der
Van’t Hoffschen Umwandlungsenthalpie ähnlich der von α/β-Tubulin in reiner
Pufferlösung ist. Dies deutet darauf hin, dass ein destabilisierender enthalpischer
Effekt aufgrund von Wechselwirkungen mit dem Nanocrowder weitgehend nicht vor-
handen ist.
In Abbildung 6.35 ist ein Druck-Temperatur-Phasendiagramm für 5 µM α/β-
Tubulin in reiner Pufferlösung dargestellt, das aus den druck- und temperaturab-
hängigen fluoreszenzspektroskopischen Messungen bestimmt wurde. In dem Tem-
peraturbereich zwischen 5 ◦C und 25 ◦C dissoziiert das α/β-Tubulin-Heterodimer
bei Drücken zwischen 950 bar und 1250 bar. Der Verlauf des Druck-Temperatur-
Phasendiagramms des α/β-Tubulin-Heterodimers ähnelt dem des Übergangs vom
gefalteten in den entfalteten Zustand von monomeren Proteinen. Allerdings be-
schreibt das hier gezeigte Druck-Temperatur-Phasendiagramm die Dissoziation des
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Abbildung 6.35 – Druck-Temperatur-Phasendiagramm von 5 µM α/β-Tubulin in reiner
Pufferlösung. Zur optischen Orientierung dient die durchgezogene Linie.
Das 3D-Bändermodell von α/β-Tubulin (PDB-Struktur: 1jff[242]) wurde
mithilfe der Computersoftware UCSF Chimera v.1.13.1 erstellt.[214]
α/β-Tubulin-Heterodimers und den damit einhergehenden Konformationsänderun-
gen, jedoch nicht eine vollständige Entfaltung des Proteins.[35,60,328] Druck-induzierte
Volumenänderungen während der Dissoziation ∆VD bei den unterschiedlich vermes-
senen Temperaturen folgen dem Prinzip von Le Châtelier und besitzen ein nega-
tives Vorzeichen. Dabei reichen die bestimmten Volumenänderungen von −178 bis
−118 mL mol−1, was in etwa 6–10 Wassermolekülen entspricht.
6.3.2.2 Fourier-Transform-Infrarot-Spektroskopie
Neben temperaturabhängigen fluoreszenzspektroskopischen Messungen wurden eben-
falls FTIR-spektroskopische Messungen zur Untersuchung des Dissoziationsprozes-
ses von α/β-Tubulin in Abhängigkeit der Temperatur durchgeführt. Wie in Ab-
schnitt 6.2.5 beschrieben, wurden die aufgenommenen FTIR-Spektren hintergrund-
korrigiert, indem das jeweils dazugehörende Pufferspektrum vom Probenspektrum
subtrahiert wurde. Es erfolgte eine Glättung, sowie mithilfe von Gleichung (6.7) eine
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Abbildung 6.36 – Temperaturabhängigkeit der flächennormierten Amid-I’-Bande von
α/β-Tubulin bei einem Druck von 1 bar. Der Farbverlauf von lila (−)
nach rot (−) entspricht dem Temperaturgradienten und damit dem
Übergang von dem nativen in den dissoziierten Zustand.
Flächennormierung im Bereich der Amid-I’-Bande (1700–1600 cm−1).
Abbildung 6.36 zeigt exemplarisch die auf diese Art und Weise prozessierten
FTIR-Spektren von α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung in einem Temperaturbereich
von 5 bis 85 ◦C bei einem Druck von 1 bar. Es lässt sich erkennen, dass mit steigender
Temperatur die Absorption im Bereich α-helikaler Strukturen, die bei einer Wellen-
zahl von ∼1654 cm−1 absorbieren, abnimmt, während sie im Bereich der intermo-
lekularen β-Faltblätter, mit Absorptionsbanden bei ∼1615 cm−1 und ∼1682 cm−1,
zunimmt.
Im Anschluss an die Prozessierung der FTIR-Spektren im Bereich der Amid-I’-
Bande erfolgte wie zuvor eine Subbandenanalyse bezüglich Lage und Anzahl der
unter der Amid-I’-Bande sich befindenden Subbanden, die spektral nicht aufgelöst
werden können, um Informationen über die Zusammensetzung der Sekundärstruktur
und deren temperaturabhängigen Entwicklung zu erhalten. Hierbei wurden mittels
einer Fourier-Selbstentfaltungsfunktion die FSD-Spektren und zum anderen die
2. Ableitung der Amid-I’-Bande gebildet, die in Abbildung 6.37 für verschiedene
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b) 2. Ableitungen
Abbildung 6.37 – Temperaturabhängige Änderung der Sekundärstruktur von α/β-
Tubulin in reiner Pufferlösung. a) Temperaturabhängige Selbstentfal-
tungsspektren der flächennormierten Amid-I’-Bande von α/β-Tubulin
bei Atmosphärendruck. Subbanden der einzelnen Sekundärstrukturele-
mente können bei vorhanden Maxima gefunden werden. b) 2. Ablei-
tung der flächennormierten Amid-I’-Bande von α/β-Tubulin. Die An-
zahl und die Lage der einzelnen Subbanden der Sekundärstruktruktu-
relemnte stimmt mit der Lage der vorhandenen Minima überein.
Temperaturen abgebildet sind.
Abbildung 6.37a zeigt die temperaturabhängige Entwicklung der prozessierten
FSD-Spektren im Bereich der Amid-I’-Bande von α/β-Tubulin in reiner Pufferlö-
sung bei einem Druck von 1 bar, während in Abbildung 6.37b die temperaturabhän-
gige Entwicklung der 2. Ableitung der flächennormierten Amid-I’-Bande dargestellt
ist. Anhand der beiden Abbildungen lässt sich erkennen, dass der Anteil α-helikaler
Strukturen, die bei einer Wellenzahl von ∼1654 cm−1 absorbieren, mit steigender
Temperatur abnimmt, was aus der temperaturabhängigen Intensitätsabnahme im
FSD-Spektrum bzw. der temperaturabhängigen Intensitätszunahme im Spektrum
der 2. Ableitung hervorgeht. Des Weiteren lässt sich eine Zunahme an intermole-
kularen β-Faltblättern (∼1615 cm−1 und ∼1682 cm−1) anhand einer temperaturab-
hängigen Intensitätsabnahme im FSD-Spektrum bzw. einer Intensitätszunahme im
Spektrum der 2. Ableitung erkennen. Durch den Vergleich der prozessierten FSD-
Spektren mit den gebildeten Spektren der 2. Ableitung lässt sich die Lage und
Anzahl der einzelnen Subbanden unter der Amid-I’-Bande ermitteln.
Abbildung 6.38 zeigt die experimentell bestimmte Amid-I’-Bande sowie die dazu-
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Abbildung 6.38 – Experimentell bestimmte Amid-I’-Bande von α/β-Tubulin (•) bei At-
mosphärendruck und 5 ◦C sowie die durch Subbanden gebildete Funkti-
onsanpassung (−). Bestimmung der Subbanden erfolgte durch Bildung
des FSD-Spektrums ( - -) und der 2. Ableitung (· · · ).
gehörenden Spektgren der FSD und 2. Ableitung von α/β-Tubulin in reiner Pufferlö-
sung bei Atmosphärendruck und einer Temperatur von 5 ◦C. Anhand der Abbildung
lässt sich deutlich das gegenläufige Verhalten der auftretenden Maxima im FSD-
Spektrum und den auftretenden Minima im Spektrum der 2. Ableitung erkennen.
Befindet sich im FSD-Spektrum ein positiver Peak und gleichzeitig an der selben
Position im Spektrum der 2. Ableitung ein Minimum, so kann an dieser Position eine
Subbande nachgewiesen werden. Bei dieser Subbandenanalyse wurde die Publikation
von de Pereda et al. herangezogen, um die Lage und Anzahl der gefundenen Sub-
banden miteinander abgleichen zu können (vgl. Tabelle 6.1).[317] Die aufgrund der
durchgeführten Subbandenanalyse resultierenden acht Subbanden wurden im Su-
perpositionsprinzip an die experimentell bestimmte Amid-I’-Bande angepasst und
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Abbildung 6.39 – Temperaturabhängige FTIR-Daten von α/β-Tubulin in reiner Puffer-
lösung. a) FSD-Spektrum der Amid-I’-Bande von α/β-Tubulin bei ei-
ner Temperatur von 5 ◦C (−), bei der Dissoziationstemperatur TD (−)
und bei einer Temperatur von 85 ◦C (−), sowie die dazugehörenden
2. Ableitungen, dargestellt als gestrichelte Linien in den entsprechen-
den Farben. b) Temperaturabhängige Änderung der Sekundärstruk-
turelemente von α/β-Tubulin. Linien repräsentieren die Funktionsan-
passung des abgewandelten Boltzmann-Fits (6.4).  intermolekulare
β-Faltblätter (1682 cm−1), N α-Helices (1654 cm−1), H Zufallsknäuel
(1644 cm−1),  intramolekulare β-Faltblätter (1636 cm−1), J intermo-
lekulare β-Faltblätter (1615 cm−1).
sind ebenfalls in Abbildung 6.38 eingezeichnet.
In Abbildung 6.39a sind beispielhaft die FSD-Spektren den Spektren der 2. Ab-
leitung der Amid-I’-Bande bei spezifischen Temperaturen, zum besseren Vergleich
miteinander, gegenübergestellt. Mit steigender Temperatur ist sowohl eine Abnahme
α-helikaler Strukturen als auch eine Zunahme an intermolekularen β-Faltblättern
zu erkennen.
Anhand der durchgeführten Subbandenanalyse und der sich anschließenden Ban-
denanpassung der einzelnen Subbanden an die Amid-I’-Bande kann der prozentuale
Anteil der einzelnen Sekundärstrukturelemente temperaturabhängig ermittelt wer-
den, der in Abbildung 6.39b für α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung, bei einem
Druck von 1 bar, als Funktion der Temperatur dargestellt ist. Es lässt sich erkennen,
dass die hauptsächlich beeinflussten Sekundärstrukturelemente von α/β-Tubulin α-
Helices, welche bei einer Wellenzahl von ∼1654 cm−1 absorbieren, intramolekulare
β-Faltblätter, die bei Wellenzahlen von ∼1636 cm−1 und ∼1628 cm−1 absorbieren,
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und intermolekulare β-Faltblätter, die aufgrund einer thermischen Aggregation bei
Wellenzahlen von ∼1682 cm−1 und ∼1615 cm−1 Absorptionsbanden aufzeigen, sind.
In dem Temperaturbereich von 5 bis 45 ◦C sind keine signifikanten Veränderungen
in der Zusammensetzung der Sekundärstrukturelemente zu erkennen. Ab einer Tem-
peratur von 45 ◦C beginnt die temperatur-induzierte Dissoziation von α/β-Tubulin,
was anhand einer Abnahme der Anteile an α-helikalen Strukturen um∼− 7 %, unge-
ordneten Strukturen um ∼− 7 % und intramolekularen β-Faltblättern um ∼− 8 %
zu erkennen ist. Während der temperatur-induzierten Dissoziation steigt der An-
teil an antiparallelen intermolekularen β-Faltblättern, welche bei Wellenzahlen von
∼1682 cm−1 und ∼1615 cm−1 absorbieren, um ∼22 %, was auf eine an die Dissozia-
tion angeschlossenen Aggregation des α/β-Tubulin-Heterodimers hindeutet.
Mittels einer abgewandelten Boltzmann-Funktion (Gleichung 6.4) erfolgt eine
Kurvenanpassung an die experimentell bestimmten Daten, wobei die Dissoziation-
stemperatur zu∼57.7± 0.2 ◦C und eine apparente Änderung derVan’t Hoffschen-
Enthalpie ∆HvH von 316± 21 kJ mol−1 bestimmt wurde. Aufgrund der Tatsache,
dass der temperatur-induzierte Prozess der Dissoziation, Entfaltung und anschlie-
ßenden Aggregation von Proteinen ein irreversibler Prozess ist, haben die aus der
thermodynamischen Analyse erhaltenen Daten keine echte thermodynamische Grund-
lage, sondern können lediglich zum Vergleich mit den Ergebnissen der anderen an-
gewandten Methoden dienen.[35,320,409]
6.3.2.3 Differentialthermoanalyse und Druck-Perturbations-Kalorimetrie
Abbildung 6.40 zeigt das DSC-Thermogramm von α/β-Tubulin in reiner Pufferlö-
sung in einem Temperaturbereich von 40 bis 70 ◦C, das einen breiten Peak zwischen
∼47 ◦C und ∼67 ◦C aufweist.[322] Unter Anwendung einer Fourier-Selbstentfaltung
(FSD) erfolgt die Analyse der DSC-Peakform, wobei sich herausstellt, dass der De-
naturierungsprozess von α/β-Tubulin auf einem zweiphasigen Entfaltungsprozess
beruht, bei dem Übergangstemperaturen bei 55.6 ◦C (Peak 1) und 60.8 ◦C (Peak
2) auftreten. Das et al. fanden heraus, dass der thermische Entfaltungsprozess des
α/β-Tubulin-Heterodimers auf einem zweiphasigen Prozess basiert, der wahrschein-
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Abbildung 6.40 – Experimentell bestimmtes DSC-Thermogramm von α/β-Tubulin in Ab-
wesenheit von Cosolventien. Die experimentellen Daten (•) wurden
durch Anwendung einer Fourier-Selbstentfaltung (FSD) analysiert,
um die zugrunde liegenden Teilprozesse des gesamten thermischen Dis-
soziationsprozesses von α/β-Tubulin aufzudecken. Dabei wurden drei
Peaks gefunden, die mithilfe von Gauss-Funktionen (−−) an die expe-
rimentellen Daten angepasst wurden (−).
lich auf einen sequentiellen Entfaltungs- oder Dissoziationsprozess der beiden Un-
tereinheiten des Heterodimers beruht.[323] Die DSC-Peaks 1 und 2 des Thermo-
gramms können einer partiellen Entfaltung und/oder Dissoziation des α/β-Tubulin-
Heterodimers zugeordnet werden, während DSC-Peak 3 bei einer Temperatur von
63.5 ◦C einer exothermen irreversiblen Aggregation entspricht.
Die DSC-Daten stimmen gut mit den durchgeführten temperaturabhängigen Mes-
sungen mittels FTIR- und Fluoreszenzspektroskopie überein, d.h. die entsprechen-
den Änderungen der Sekundärstrukturelemente treten im gleichen Temperaturbe-
reich auf, in dem Änderungen im DSC-Thermogramm auftreten. Eine anschließende
Wiederholung der DSC-Messungen der Probe zeigt, dass die endotherme Entfal-
tung und anschließende exotherme Aggregation von α/β-Tubulin irreversibel ist.
Die Gesamtintegration über den Übergangspeak des DSC-Thermogramms führt
zu einer apparenten kalorimetrischen Enthalpieänderung ∆Hcal von 1419 kJ mol−1,
welche fast viermal so groß wie die spektroskopisch bestimmte Van’t Hoffsche-
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Abbildung 6.41 – Vergleich der temperaturabhängigen spektroskopischen mit den ka-
lorimetrischen Ergebnissen von α/β-Tubulin in reiner Pufferlösung.
Zum Vergleich der temperaturabhängigen Ergebnisse der FTIR-
Spektroskopie (J) mit den kalorimetrischen Ergebnissen sind zum einen
die Anteile intermolekularer β-Faltblätter (1615 cm−1), deren Anteil
aufgrund der thermisch-induzierten Proteinaggregation steigt, inklu-
sive deren durch den abgewandelten Boltzmann-Fit (Gleichung (6.4)
erhaltenen Kurvenanpassung und zum anderen das erhaltene DSC-
Thermogramm (•) mit den darunter liegenden Subbanden (−−) sowie
der thermische Expansionskoeffizient α (−), der durch die getätigten
PPC-Messungen bestimmt wurde, aufgetragen.
Enthalpieänderung ∆HvH ist, die auf einem vereinfachten Zwei-Zustands-Modell be-
ruht und wiederum auf eine signifikante Population an Zwischenzuständen während
des temperaturinduzierten Entfaltungsprozesses hinweist.
Abbildung 6.41 zeigt die Temperaturabhängigkeit des durch PPC-Messungen be-
stimmten thermischen Expansionskoeffizienten α von α/β-Tubulin in reiner Puffer-
lösung. Unter Verwendung eines partiellen spezifischen Volumens von 0.735 mL g−1[324]
und einem Molekulargewicht von 110 kDa,[305] kann die Volumenänderung während
des thermischen Dissoziations- und Entfaltungsprozesses durch Integration von α (T )
über den Temperaturbereich des Übergangs, welcher mittels DSC-Messungen be-
stimmt wurde, ermittelt werden. Mithilfe von Gleichung (6.6) kann die Volumenän-
derung ∆VD zu −33.8± 8.0 mL mol−1 bestimmt werden, was ∼0.04 % des gesamten
Proteinvolumens entspricht.
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In mehreren Studien wurde gezeigt, dass der thermische Expansionskoeffizient
α sehr stark in Abhängigkeit sowohl von den Hydratationseigenschaften an der
Grenzfläche zwischen Protein und Wasser als auch von der exponierten Oberflä-
che, die dem Lösungsmittel zugänglich ist (engl.: solvent accessible surface, SASA),
steht.[52,53,319,325] Es wird allgemein angenommen, dass die negative Steigung des
temperaturabhängigen Verlaufs des thermischen Expansionskoeffizienten α(T ) auf
eine, mit zunehmender Temperatur abnehmende, starke Hydratationsschicht für po-
lare globuläre Proteine zurückzuführen ist.[325] Die negative Volumenänderung der
Dissoziation, die mittels Messungen der Fluoreszenz- (−120 mL mol−1) und FTIR-
Spektroskopie (−122± 7 mL mol−1) bei einer Temperatur von 25 ◦C erhalten wur-
den, zeigen jeweils eine ausgeprägte Temperaturabhängigkeit von ∆VD an, die mit
zunehmender Temperatur positiver wird, wie es auch für die Entfaltung des mono-
meren Proteins Staphylococcal nuclease (SNase) festgestellt wurde.[319,326]
6.3.2.4 Statische Fluoreszenzanisotropie
Die temperaturabhängige Dissoziation von α/β-Tubulin wurde ebenfalls mithilfe
von Messungen der statischen Fluoreszenzanisotropie untersucht.
Abbildung 6.42 zeigt Boxplots der statischen Fluoreszenz Anisotropie r als Funk-
tion der Temperatur in einem Temperaturbereich von 20 bis 75 ◦C. Da die Fluores-
zenzanisotropie von der Rotationsdiffusionskonstanten abhängt, erlauben statische
Fluoreszenzanisotropie Messungen den Nachweis von Größenänderungen des α/β-
Tubulin-Heterodimers während seiner temperaturabhängigen Dissoziation, die durch
die Perrin-Gleichung gegeben ist:







wobei r0 der intrinsischen Grenzanisotropie, kB der Boltzmann-Konstanten, T
der absoluten Temperatur, η der Mikroviskosität, τ der mittleren Lebenszeit des
angeregten Zustandes der Tryptophanreste und Vh dem hydrodynamischen Volumen
von α/β-Tubulin entsprechen.[225]
In dem Temperaturbereich zwischen 20 und 40 ◦C können keine signifikanten Än-
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Abbildung 6.42 – Boxplots der statischen Fluoreszenzanisotropie von α/β-Tubulin in rei-
ner Pufferlösung bei einem Druck von 1 bar.
derungen der statischen Fluoreszenzanisotropie beobachtet werden. Ab einer Tempe-
ratur von∼40 ◦C beginnt die thermische Dissoziation des α/β-Tubulin-Heterodimers,
was sich durch eine Abnahme des Anisotropie-Wertes r erkennen lässt. Mittels ei-
ner Kurvenanpassung einer abgewandelten Boltzmann-Funktion (Gleichung 6.4) an
die experimentellen Daten kann die Dissoziationstemperatur TD zu 55.7± 1.3 ◦C be-
stimmt werden, die im Rahmen des experimentellen Fehlers gut mit den Übergang-
stemperaturen übereinstimmt, die mittels Fluoreszenzspektroskopie, FTIR-Spektros-
kopie und DSC-Messungen ermittelt wurden.
Frühere Studien haben gezeigt, dass die Tryptophanreste von Tubulin einem zwei-
exponentiellen Fluoreszenz-Zerfallsprozess folgen, der die zwei Fluoreszenzlebenszei-
ten τ1 = 4.51 ns und τ2 = 0.73 ns mit den dazugehörenden präexponentiellen Fak-
toren α1 = 0.22 und α2 = 0.78 besitzen.[410] Die mittlere Fluoreszenzlebenszeit τ
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Abbildung 6.43 – Perrin-Auftragung von α/β-Tubulin.
zu 3.13 ns berechnet. Das α/β-Tubulin-Heterodimer besitzt eine zylindrische Form
mit einer Länge von 8 nm und einem Durchmesser von ∼4 nm.[285,286] Das hydro-
dynamische Volumen Vh des Heterodimers kann mittels der Relation Vh = pir2h zu
100.5 nm3 bestimmt werden. Unter der Annahme, dass die Mikroviskosität gleich
derer des Bulk -Wassers ist (η = 1× 10−4 kg m−1 s−1 bei T = 20 ◦C), kann anhand
der Perrin-Auftragung in Abbildung 6.43 die intrinsische Grenzanisotropie r0 mit-
tels Extrapolation auf den Ordinatenabschnitt zu 0.151± 0.001 bestimmt werden.
Mithilfe von Gleichung 6.21 kann nun unter Verwendung der zuvor bestimmten
Mikroviskosität η, der mittleren Fluoreszenzlebenszeit τ , der intrinsischen Grenza-
nisotropie r0 und dem hydrodynamischen Volumen Vh die Fluoreszenzanisotropie
bei einer Temperatur von 25 ◦C zu ∼0.15± 0.06 berechnet werden. Dieser theore-
tisch bestimmte Wert der Fluoreszenzanisotropie stimmt gut mit dem experimentell
bestimmten Wert der statischen Fluoreszenzanisotropie (r =∼ 0.144± 0.001) von
α/β-Tubulin überein, der experimentell bestimmt wurde.
Unter der Annahme, dass das Heterodimer bei einer Temperatur von 70 ◦C voll-
ständig dissoziiert vorliegt, halbiert sich das hydrodynamische Volumen Vh, sodass
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mithilfe von Gleichung (6.21) die Fluoreszenzanisotropie bei eben dieser Temperatur
zu 0.087 berechnet werden kann, jedoch viel kleiner im Vergleich zu dem experimen-
tell bestimmten Wert von 0.123± 0.005 ist. Dieser Sachstand lässt vermuten, dass
die thermische Dissoziation des Heterodimers bei einer Temperatur von 70 ◦C noch
nicht vollständig beendet wurde.
6.4 Zusammenfassung
In dieser Studie wurde die druck- und temperatur-induzierte Dissoziation des α/β-
Tubulin-Heterodimers in reiner Pufferlösung und in Anwesenheit von verschiedenen
Cosolventien, wie beispielsweise der natürlichen Osmolyet TMAO oder Harnstoff,
sowie in Anwesenheit des makromolekularen Crowders Ficoll® PM 70 und dessen
Monomerbaustein Saccharose untersucht, um einen tieferen Einblick zu bekommen,
ob das zelluläre Milieu schädliche Auswirkungen extremer Umweltbedingungen lin-
dern kann. Das α/β-Tubulin-Heterodimer dissoziiert bei Umgebungsdruck bei einer
Temperatur von ∼57 ◦C. Bei Raumtemperatur (25 ◦C) wurde mittels fluoreszenz-
spektroskopischen Untersuchungen herausgefunden, dass das Dimer vollständig bei
einem Druck von ∼1280 bar dissoziiert und die Dissoziation von einer Volumenän-
derung von −120 mL mol−1 begleitet wird. Bei tiefen Temperaturen, wie sie in der
Tiefsee vorliegen (∼4 ◦C), liegt die Druckstabilität von α/β-Tubulin unter 1 kbar
(Abbildung 6.35), dem in der Tiefsee erreichten Maximaldruck.
Sowohl die Druck- als auch die Temperaturstabilität wird in Anwesenheit des
Stoffwechselprodukts Harnstoff deutlich herabgesetzt und steigt in Gegenwart des
natürlichen Osmolyten TMAO signifikant an, was anhand eines Anstiegs des Dis-
soziationsdrucks pD um ∼225 bar pro 1 M TMAO ersichtlich wird (Abbildung 6.10
und Tabelle 6.3). In Mischungen dieser beiden Cosolventien wirkt TMAO der desta-
bilisierenden Wirkung von Harnstoff entgegen. So zeigt sich bei TMAO:Harnstoff-
Mischungen mit einem Verhältnis zwischen 1:1 und 1:2, dass sich die stabilisierende
Wirkung von TMAO sowie die destabilisierende Wirkung von Harnstoff auf den
assoziierten Zustand von α/β-Tubulin fast vollständig aufheben. Bei dem natürli-
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chen Osmolyten TMAO ist diese stabilisierende Wirkung bei einem pH-Wert von
∼7 am effektivsten, da das Molekül deprotoniert vorliegt und ein ziemlich großes
elektrisches Dipolmoment von etwa 5 Debye aufweist.[411,412] Da TMAO ein weitge-
hend negativ geladenes Sauerstoffatom besitzt, welches mit umgebenden Wassermo-
lekülen drei starke Wasserstoffbrückenbindungen[411,413,414] eingehen kann und deren
Stärke mit zunehmendem Druck zunimmt, ist die Wechselwirkung mit umgebenden
Wassermolekülen stärker als mit dem Proteinrückgrat oder den Proteinseitenket-
ten.[268,411,412,415,416] Frühere Studien haben gezeigt, dass die kompensatorische Wir-
kung von TMAO und destabilisierenden Cosolventien, wie beispielsweise Harnstoff,
keine direkte Wechselwirkung dieser Cosolventien erfordert.[417] Dieser entgegenwir-
kende Effekt der beiden verwendeten Cosolventien beruht höchstwahrscheinlich auf
einer indirekten, d.h. durch das Lösungsmittel vermittelten Wechselwirkung.[238,239]
Ähnlich wie beim Osmolyten TMAO kann auch die Anwesenheit des Nanocrow-
ders Saccharose in ausreichenden Mengen zu einer starken Stabilisierung des Hete-
rodimers führen.
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass durch die Modulation der Konzentra-
tion natürlich stabilisierender Osmolyte, wie beispielsweise TMAO, und intrazellu-
lärer Crowdingmittel die schädlichen Auswirkungen extremer Umgebungsbedingun-
gen, einschließlich hoher hydrostatischer Drücke, auf die Stabilität von Proteinen
wie α/β-Tubulin weitgehend aufgehoben werden können.
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6.5 Anhang
6.5.1 Zusätzliche Abbildungen
5 µM α/β-Tubulin bei T = 7 ◦C.
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5 µM α/β-Tubulin bei T = 15 ◦C.
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Abbildung 6.44 – Gemessene (linke Spalte) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Flä-
che normierte (rechte Spalte) Emissionsspektren von 5µM α/β-Tubulin
bei einer Temperatur von 7 ◦C (a, b) und 15 ◦C (c, d) in einem Druckbe-
reich von 1–3000 bar. Mit steigendem Druck ist sowohl eine Rotverschie-
bung als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der
Farbverlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten.
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5 µM α/β-Tubulin bei T = 35 ◦C.
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5 µM α/β-Tubulin bei T = 40 ◦C.
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Abbildung 6.45 – Gemessene (linke Spalte) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Fläche
normierte (rechte Spalte) Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin bei
einer Temperatur von 35 ◦C (a, b) und 40 ◦C (c, d) in einem Druckbe-
reich von 1–3000 bar. Mit steigendem Druck ist sowohl eine Rotverschie-
bung als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der
Farbverlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten.
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5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 1 M Harnstoff.
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5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 3 M Harnstoff.
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Abbildung 6.46 – Gemessene (linke Spalte) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Flä-
che normierte (rechte Spalte) Emissionsspektren von 5µM α/β-Tubulin
in Anwesenheit von 1 M Harnstoff (a, b) und 3 M Harnstoff (c, d) in ei-
nem Druckbereich von 1–3000 bar bei einer Temperatur von 25 ◦C. Mit
steigendem Druck ist sowohl eine deutliche Rotverschiebung als auch
eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf
von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten.
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5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 1 M TMAO + 1 M Harnstoff.
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5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 1 M TMAO + 2 M Harnstoff.
3 0 0 3 2 5 3 5 0 3 7 5 4 0 0 4 2 5 4 5 00 . 0
5 . 0 x 1 0 4
1 . 0 x 1 0 5
1 . 5 x 1 0 5
2 . 0 x 1 0 5
I / a
.u.
  /  n m
       1  b a r 3 0 0 0  b a r
c) Gemessene Emissionsspektren
3 0 0 3 2 5 3 5 0 3 7 5 4 0 0 4 2 5 4 5 00 . 0 0 0
0 . 0 0 5
0 . 0 1 0




  /  n m
       1  b a r 3 0 0 0  b a r
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5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 2 M TMAO + 1 M Harnstoff.
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Abbildung 6.47 – Gemessene (linke Spalte) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Flä-
che normierte (rechte Spalte) Emissionsspektren von 5 µM α/β-Tubulin
in Anwesenheit von TMAO/Harnstoff von 1:1 (a, b), 1:2 (c, d) und 2:1
(e, f) in einem Druckbereich von 1–3000 bar bei 25 ◦C. Mit steigendem
Druck ist sowohl eine Rotverschiebung als auch eine Abnahme der Fluo-
reszenzintensität zu erkennen. Der Farbverlauf von lila (−) nach rot (−)
entspricht dem Druckgradienten. 279
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5 µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 5Gew.-% Saccharose.
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5µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 10Gew.-% Saccharose.
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5µM α/β-Tubulin in Anwesenheit von 20Gew.-% Saccharose.
3 0 0 3 2 5 3 5 0 3 7 5 4 0 0 4 2 5 4 5 00 . 0
2 . 0 x 1 0 4
4 . 0 x 1 0 4
6 . 0 x 1 0 4
8 . 0 x 1 0 4
1 . 0 x 1 0 5
I / a
.u.
  /  n m
       1  b a r 2 5 0 0  b a r
e) Gemessene Emissionsspektren
3 0 0 3 2 5 3 5 0 3 7 5 4 0 0 4 2 5 4 5 00 . 0 0 0
0 . 0 0 5
0 . 0 1 0
0 . 0 1 5




  /  n m
       1  b a r 2 5 0 0  b a r
f) Flächennormierte Emissionsspektren
Abbildung 6.48 – Gemessene (linke Spalte) und mithilfe von Gleichung (6.1) auf die Flä-
che normierte (rechte Spalte) Emissionsspektren von 5µM α/β-Tubulin
in Anwesenheit von 5Gew.-% Saccharose (a, b), 10Gew.-% Saccharose
(c, d) und 20Gew.-% Saccharose (e, f) in einem Druckbereich von 1–
3000 bar bei 25 ◦C. Mit steigendem Druck ist sowohl eine Rotverschie-
bung als auch eine Abnahme der Fluoreszenzintensität zu erkennen. Der
Farbverlauf von lila (−) nach rot (−) entspricht dem Druckgradienten.280
Zusammenfassung
Ziel dieser Arbeit war die Evaluation des Einflusses der physikalischen Parame-
ter Druck und Temperatur in Kombination mit anwesenden Osmolyten bzw. mo-
lekularen Crowdern auf ausgewählte Protein-Systeme. Hierbei wurden verschiedene
biophysikalische Methoden verwendet, um das Zusammenspiel zwischen Struktur,
Stabilität und Dynamik der verschiedenen Protein-Systeme zu erforschen. Es folgt






Projekt I: Cosolvens- und Crowding-Effekte auf die
Struktur und Dynamik von globulärem Actin
Das Ziel dieses Teilprojekts war die Untersuchung der druck- und temperaturab-
hängigen Proteinstabilität von globulärem Actin (G-Actin), dem Monomerbaustein
der in eukaryotischen Zellen enthaltenen Mikrofilamente, und dessen Beeinflussung
durch die Anwesenheit der natürlichen Osmolyte Trimethylamin-N -oxid (TMAO)
und Harnstoff sowie Ficoll® PM 70 als makromolekularen Crowder. Hierzu wurden
sowohl druck- als auch temperaturabhängige fluoreszenzspektroskopische Untersu-
chungen von G-Actin in An- und Abwesenheit der beiden Cosolventien TMAO und
Harnstoff sowie des makromolekularen Crowders Ficoll® PM 70 durchgeführt.
Für den thermischen Entfaltungsprozess von G-Actin bei Atmosphärendruck wur-
de eine Entfaltungstemperatur von∼49 ◦C ermittelt, während bei Umgebungstempe-
ratur (25 ◦C) für den druckinduzierten Entfaltungsprozess ein Entfaltungsdruck von
∼2700 bar bestimmt wurde, der von einer Volumenänderung von etwa −97 mL mol−1
begleitet wird. Durch die Anwesenheit des Stoffwechselprodukts Harnstoff verringern
sich sowohl die Entfaltungstemperatur Tm als auch der Entfaltungsdruck pu und
die Proteinstabilität wird herabgesetzt. In Gegenwart des natürlichen Osmolyten
TMAO erfolgt eine Steigerung der Proteinstabilität um ∼5 kJ mol−1 TMAO.
Bei den untersuchten TMAO/Harnstoff-Gemischen wird ersichtlich, dass TMAO
der destabilisierenden Wirkung von Harnstoff entgegenwirkt und sich die beiden
entgegenwirkenden Effekte bei einem TMAO/Harnstoff-Verhältnis von 1:2 fast voll-
ständig aufheben. In Anwesenheit des makromolekularen Crowders Ficoll® PM 70
erfolgt, ähnlich der Anwesenheit des kosmotropen Osmolyten TMAO, eine Stabili-
sierung des nativen Zustandes.
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass durch die Modulation kompatibler
Osmolyte und der intrazellulären Crowding-Bedingungen den schädlichen Auswir-
kungen extremer Umweltbedingungen, wie beispielsweise hohe hydrostatische Drücke
in der Tiefsee, auf die Proteinstabilität von G-Actin entgegengewirkt werden kann,
ohne das Konformationsgleichgewicht der funktionalen nativen Zustände zu stören.
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Zusammenfassung
Projekt II: Modulation der Polymerisationskinetik von
α/β-Tubulin
Ziel dieses Projekts war die Untersuchung des Einflusses der natürlichen Osmo-
lyte Trimethylamin-N -oxid (TMAO) und Harnstoff sowie des makromolekularen
Crowding-Effekts durch die Anwesenheit von Ficoll® PM 70 auf die Polymerisa-
tionskinetik der Assemblierungsreaktion von α/β-Tubulin in vitro. Hierzu wurden
Turbidimetrie-, Fluoreszenzanisotropie- sowie Confocal Laser Scanning Microscopy-
Untersuchungen durchgeführt, um zu zeigen, wie physikochemische Merkmale der
zytosolischen Umgebung das Polymerisationsverhalten von α/β-Tubulin, einer mo-
lekularen Schlüsselreaktion, die verantwortlich ist für die Dynamik und Motilität
einer jeden Zelle, beeinflussen können.
In Anwesenheit des natürlichen Osmolyten TMAO wird die Polymerisationsre-
aktion von α/β-Tubulin durch die thermodynamische und kinetische Begünstigung
der de novo-Nukleationsreaktion beschleunigt, was höchstwahrscheinlich auf die be-
vorzugte Wechselwirkung von TMAO mit dem umliegenden Wasser und nicht mit
der Oberfläche des Proteins zurückzuführen ist. Hierdurch wird das Gleichgewicht
in Richtung oligomerer und polymerer Zustände verschoben, um die Oberfläche,
die dem Lösungsmittel zugänglich ist, zu minimieren. Infolgedessen wird die Poly-
merisationsreaktion von α/β-Tubulin beschleunigt und sowohl die Halbwertszeiten
t1/2 als auch die Verzögerungszeiten tlag der Reaktion herabgesetzt. Des Weiteren
wird durch die Anwesenheit von TMAO die Konformationspopulation in Richtung
der elongationsfähigen Spezies verschoben, was anhand einer verringerten kritischen
Konzentration cc und einer erhöhten apparenten Wachstumsrate kapp ersichtlich
wird. Weiterhin haben CLSM-Bilder gezeigt, dass die in Anwesenheit des kosmo-
tropen Osmolyten gebildeten Mikrotubuli kürzer sind als jene, die sich in reiner
Pufferlösung bilden.
In Anwesenheit bereits moderater Konzentrationen des chaotropen Cosolvens
Harnstoff wird ersichtlich, dass eine partielle Entfaltung der α/β-Tubulin-Heterodimere
eintritt bzw. die Heterodimere in eine polymerisations-inkompetente Konformation
übergehen, wodurch die Polymerisationskinetik verlangsamt wird und das Gleichge-
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wicht in Richtung monomerer Zustände verschoben wird, was anhand einer erhöhten
kritischen Konzentration cc ersichtlich wird. Aufgrund dessen werden weniger Nuklei
gebildet und folglich weniger auspolymerisierte Mikrotubuli.
In Anwesenheit von TMAO/Harnstoff-Mischungen wird ersichtlich, dass dem re-
tardierenden und destabilisierenden Effekt von Harnstoff auf die Polymerisationsre-
aktion durch die Anwesenheit von TMAO entgegengewirkt werden kann. Am effek-
tivsten erfolgt diese Kompensation bei einem TMAO/Harnstoff-Verhältnis von etwa
2:1 für Tubulin, welches aus Kalbshirnen extrahiert wurde und etwa 1:1 für Tubulin,
das aus Lammhirnen gewonnen wurde.
Durch die Zugabe des makromolekularen Crowders Ficoll® PM 70 wurde das zel-
luläre Milieu simuliert. Unter diesen Crowding-Bedingungen erfolgt eine Beschleu-
nigung der Polymerisationskinetik aufgrund des verringerten zur Verfügung stehen-
den Volumens in der dicht gepackten Umgebung. Dadurch wird das Gleichgewicht in
Richtung oligomerer und polymerer Zustände verschoben. Zusätzliche Eigenschaften
einer dicht gepackten Zelle, wie beispielsweise eine hohe Viskosität, wurden durch
die Zugabe des Disaccharids Saccharose nachgestellt. Allerdings spielen diese Ei-
genschaften bei der Modulation der Polymerisationskinetik von α/β-Tubulin eine
untergeordnete Rolle.
Zusammenfassend zeigen die Ergebnisse, dass die physikalisch-chemischen Eigen-
schaften einer zytosolischen Umgebung selbst, wie beispielsweise die Anwesenheit
von Osmolyten und makromolekularen Crowdern, das Polymerisationsverhalten von
Tubulin, einer essentiell wichtigen biomolekularen Reaktion, die die Dynamik und
Motilität einer Zelle steuert, signifikant beeinflussen können, sodass diese Effekte




Projekt III: Untersuchung des Einflusses natürlicher
Cosolventien auf Mikrotubuli
Ziel der Studie war die Untersuchung von Mikrotubuli in Hinblick auf deren Struk-
tur und Stabilität in An- und Abwesenheit der natürlichen Osmolyte Trimethyl-
amin-N -oxid (TMAO), Harnstoff und Mischungen dieser Osmoylte über einen weiten
Druck- und Temperaturbereich mithilfe der Fourier-Transform-Infrarotspektrosko-
pie (FTIR) in Kombination mit dynamischer Differenzkalorimetrie (engl.: dynamic
scanning calorimetry, DSC) und Druck-Perturbations-Kalorimetrie (engl.: pressu-
re perturbation calorimetry, PPC), um ein tieferes mechanistisches Verständnis der
limitierten Temperatur- und Druckstabilität der Mikrotubuli in vivo zu erlangen.
Bei einer thermodynamischen Analyse von Mikrotubuli in reiner Pufferlösung wur-
de ein Entfaltungsdruck von ∼4.5 kbar bei einer Temperatur von 25 ◦C ermittelt, der
von einer Volumenänderung von −15± 2 mL mol−1 begleitet wird, was in etwa dem
Volumen von einem Wassermolekül entspricht. Die hohe Druckstabilität der Mi-
krotubuli deutet auf eine dichte Packung der Monomerbausteine hin, wodurch die
Bildung von Kavitäten weitestgehend vermieden wird.
Den Auswirkungen extremer Umweltbedingungen, einschließlich hoher Drücke in
der Tiefsee, kann durch Modulation des Osmolytgehalts, beispielsweise durch Er-




Projekt IV: Cosolvenseinfluss auf die Struktur und
Dynamik im Subnanosekundenbereich von Lysozym
Das Ziel dieser Studie war die Untersuchung des Einflusses von Druck auf die interne
Proteindynamik innerhalb einer Subnanosekunden-Zeitskala von Lysozym in Anwe-
senheit von verschiedenen Konzentrationen der natürlichen Osmolyte Trimethylamin-
N -oxid (TMAO), Harnstoff und Glycin, sowie der beiden Disaccharide Saccharose
und Trehalose unter self-crowding-Bedingungen. Hierzu wurden Messungen der elas-
tischen inkohärenten Neutronenstreuung (EINS) durchgeführt. Des Weiteren sollten
DSC-Messungen sowie druck- und temperaturabhängige Messungen der Fourier-
Transform-Infrarotspektroskopie (FTIR) durchgeführt werden, um die Faltungssta-
bilität des Proteins unter self-crowding-Bedingungen in Anwesenheit der natürlichen
Osmolyte zu untersuchen.
Bei den durchgeführten druckabhängigen EINS-Messungen wurde gezeigt, dass
durch die Anwesenheit des natürlichen Osmolyten TMAO eine Stabilisierung der in-
ternen Dynamik der Wasserstoffatome im Subnanosekundenbereich erfolgt, was an-
hand von reduzierten Werten der mittleren quadratischen Abweichung (engl.: mean
squared displacement, MSD) zu erkennen ist, während die Anwesenheit von Harnstoff
die MSD-Werte nicht signifikant beeinflusst. Bei den verwendeten TMAO-Harnstoff-
Mischungen lässt sich kein kompensierender Effekt der beiden Cosolventien beobach-
ten. Ein möglicher Erklärungsansatz könnte die unterschiedliche Wirkungsweise der
beiden Cosolventien sein, da Harnstoff im Gegensatz zu TMAO direkt mit dem Pro-
teinrückgrat wechselwirkt, während TMAO vorzugsweise von der Proteinoberfläche
ausgeschlossen wird und stark mit dem umgebenden Wasser interagiert. Dadurch
wird in Anwesenheit von TMAO das Wasserstoffbrücken-Netzwerk verstärkt, wo-
durch es zu einer Dämpfung von konformellen Fluktuationen des Proteins kommt.
Die Anwesenheit von TMAO beeinflusst das Volumen, welches den Proteinatomen
für eine lokale Diffusion zugänglich ist. Dieser Effekt breitet sich möglicherweise aus-
gehend von der Proteinoberfläche mithilfe einer Koppling der Diffusionsbewegungen
von Solvens und Protein ins Proteininnere aus, wodurch die globale Dynamik des
Proteins insgesamt beeinflusst wird.
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Unter self-crowding-Bedingungen, die typischerweise im Zellinnern auftreten, re-
duzieren sich die MSD-Werte von Lysozym,[179] während in Anwesenheit von TMAO
bzw. Harnstoff kein signifikanter Einfluss auf die MSD-Werte zu erkennen ist und die
MSD-Werte des Proteins gegenüber dem anliegenden Druck relativ unempfindlich
sind.
In Anwesenheit des Disaccharids Trehalose steigen die ermittelten MSD-Werte mit
steigender Konzentration des Zuckers an, da Trehalose einen signifikanten Einfluss
auf die Hydratationshülle besitzt. Aufgrund des Austauschs von Wassermolekülen
der Hydratationshülle durch Trehalose-Moleküle wird die Proteindynamik im Sub-
nanosekundenbereich beeinflusst. Die ermittelten MSD-Werte von Lysozym in An-
wesenheit von Glycin sind drastisch erhöht, während in Anwesenheit von Saccharose
kein signifikanter Einfluss auf die MSD-Werte beobachtet werden kann.
FTIR-spektroskopische Untersuchungen und komplementäre kalorimetrische Da-
ten geben zusätzliche Einblicke auf den Einfluss der verwendeten Cosolventien auf die
Proteinstabilität von Lysozym und erlauben die Erstellung eines Druck-Temperatur-
Phasendiagramms. In Anwesenheit von TMAO wird das Protein gegenüber einer
druck- und thermisch-induzierten Entfaltung stabilisiert, während die Anwesenheit
von Harnstoff eine destabilisierende Wirkung auf die Proteinstabilität aufweist. Un-
ter self-crowding-Bedingungen ist eine Destabilisierung von Lysozym zu beobachten,
die, aufgrund der Ausbildung von schwachen intermolekularen Wechselwirkungen,
auf enthalpische Beiträge zurückzuführen ist.
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Projekt V: Modulation des Dissoziationsprozesses von
α/β-Tubulin
Ziel dieser umfassenden Studie war die Untersuchung des Einflusses der natürli-
chen Osmolyte Trimethylamin-N -oxid (TMAO) und Harnstoff, inklusive Mischun-
gen der beiden Osmolyte, sowie der beiden Crowder Ficoll® PM 70 und Saccharo-
se auf die druck- und temperaturabhängige Dissoziationsreaktion des α/β-Tubulin-
Heterodimers über einen weiten Druck- und Temperaturbereich mithilfe der Fluo-
reszenzspektroskopie in Kombination mit den biophysikalischen Methoden der Fou-
rier-Transform-Infrarotspektroskopie (FTIR), dynamischen Differenzkalorimetrie
(engl.: dynamic scanning calorimetry, DSC), Druck-Perturbations-Kalorimetrie (engl.:
pressure perturbation calorimetry, PPC), Fluoreszenzanisotropie und Fluoreszenz-
Korrelationsspektroskopie (engl.: fluorescence correlation spectroscopy, FCS), um
auf molekularer Ebene ein tieferes Verständnis der limitierten Druck- und Tempe-
raturstabilität des α/β-Tubulin-Heterodimers in vivo zu erlangen.
Das α/β-Tubulin-Heterodimer dissoziiert bei Umgebungsdruck und einer Tem-
peratur von ∼57 ◦C, während bei Umgebungstemperatur (25 ◦C) eine vollständige
Dissoziation bei einem Druck von ∼1280 bar zu beobachten ist, der mit einer Volu-
menänderung von −120 mL mol−1 begleitet wird. Bei tiefen Temperaturen, wie sie
beispielsweise in der Tiefsee vorliegen, liegt die Druckstabilität des Heterodimers
unter 1 kbar, dem Maximaldruck in der Tiefsee.
In Anwesenheit des Stoffwechselprodukts Harnstoff wird sowohl die Druck- als
auch die Temperaturstabilität signifikant herabgesetzt, während diese in Anwesen-
heit des kompatiblen Osmolyten TMAO gesteigert wird. In Mischungen der beiden
Osmolyte wirkt TMAO der destabilisierenden Wirkung von Harnstoff entgegen und
kann diese bei entsprechendem Mischungsverhältnis sogar komplett aufheben. In
Anwesenheit des Nanocrowders Saccharose in ausreichenden Mengen lässt sich eine
Stabilisierung des Heterodimers beobachten.
Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass durch die Modulation des Osmolyt-
gehalts, wie beispielsweise TMAO, und intrazellulärer Crowdingmittel schädliche







Life on Earth is mainly based on a correct interplay between the structure and dy-
namics of biomolecules such as proteins, which can be found in all organisms. A
certain amount of organisms are living in the deep sea, in which pressures up to
1 kbar are reached and the temperature decreases down to below 4 ◦C. Organisms
have to undergo adaptions to survive under such extreme environmental conditions
by accumulating high concentrations of natural osmolytes such as trimethylamine-
N -oxide with increasing depth to compensate the pressure and stabilize the native
state of proteins.[90,114] The aim of this thesis is to explore the effects of high hy-
drostatic pressure and temperature as well as of cosolvents and macromolecular
crowding agents on the stability and dynamics of different proteins.
Actin can be found in nearly all eukaryotic cells and is responsible for many cel-
lular functions, such as cytokinesis, endocytosis, transport of organelles, generation
of forces or muscle contraction.[199,203] It was found that the polymerization reacti-
on of actin is one of the most pressure sensitive processes in vivo.[310,311] One aim
of this thesis was to explore the effects of kosmotropic and chaotropic cosolvents,
such as TMAO and urea, and crowding agents on the pressure and temperature
stability of globular Actin (G-actin) by using fluorescence spectroscopy over a wide
range of pressures and temperatures, ranging from 1 bar to 3 kbar and from 10 ◦C
to 80 ◦C, respectively, to determine the pressure and temperature of unfolding as
well as of thermodynamic parameters upon unfolding, such as enthalpy and volume
changes. In the presence of TMAO, both the temperature and pressure of unfolding
are significantly increased, while the presence of urea leads to a reduction of these
parameters. In mixtures of these two cosolutes, urea is able to counteract the stabi-
lizing effect of TMAO. To mimic a cell-like environment, Ficoll® PM 70 was added
which increases the pressure as well as the temperature stability of G-actin.
Next to actin, tubulin is another component of the cytoskeleton of eukaryotic cells,
which is responsible for cell motility, morphogenesis and polarity as well as for the
intracellular transport and the formation of the mitotic spindle during cell divisi-
on.[241–243] Tubulin is able to polymerize into hollow microtubulues.[244] Another aim
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of this thesis was to explore the effects of the two osmolytes urea and TMAO as well
as of the crowding agents Ficoll® PM 70 and its monomeric subunit sucrose on the
polymerization reaction of α/β-tubulin. To this end, turbidimetry and fluorescence
anisotropy experiments are carried out to investigate the polymerization kinetics of
the polymerization reaction, yielding informations about the lag-time, the half-life,
growth rate and critical concentrations. In the presence of urea, the apparent growth
rate of the formation of microtubules is significantly decreased, while it is dramati-
cally increased in the presence of TMAO. In mixtures of the two cosolutes, TMAO is
able to counteract the retarding effect of urea on the polymerization kinetics. Under
cell-like crowding conditions, which were achieved by adding Ficoll® PM 70 to the
solution, the apparent growth rate increases by one order of magnitude. Thus, the
polymerization reaction of tubulin is strongly based on the surrounding solvent and
can be modulated by adjusting the level of compatible solutes.
The aim of another part of this thesis was to explore the effects of temperature
and pressure on the dynamical properties and folding stability of highly concentra-
ted hen-egg white lysozyme solutions in the absence as well as in the presence of
TMAO and urea. Elastic incoherent neutron scattering (EINS) were performed in
the pressure range between ambient pressure and 4 kbar to yield information about
the mean-squared displacement (MSD) of the hydrogen atoms of the protein on the
sub-nanosecond timescale. To yield information about the self-crowding effect, two
protein concentrations are used, i.e. 80 mg mL−1 and 80 mg mL−1, respectively. In
the presence of TMAO, the mobilty is decreased, while the presence of urea owns no
significant effect on the dynamics and so, no counteracting effect of these two coso-
lutes can be observed in mixtures of the two osmolytes. At high protein concentra-
tions, the MSD is not affected by the applied pressure. Fourier-transform infrared
(FTIR) spectroscopy measurements were performed to yield further informations
about the folding stability of lysozyme. In the presence of TMAO, a stabilization
of the protein can be observed, while in the presence of urea, the stability of both
concentrations is decreased upon temperature- and pressure-induced denaturation.
At high protein concentrations, a slight destabilizing effect upon self-crowding can
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be observed, which is due to destabilizing intermolecular interactions.
Another aim of this thesis was to explore the effects of different natural osmolytes,
such as TMAO and urea, on the pressure- and temperature-dependent stability of
microtubules, the polymeric state of tubulin. To this end, pressure- and temperature-
dependent Fourier-transform infrared (FTIR) spectroscopy measurements were car-
ried out over a wide pressure and temperature range, ranging from 1 bar to 11 kbar
and from 20 ◦C to 90 ◦C, respectively, to yield information about the pressure and
temperature of unfolding as well as of associated volume and enthalpy changes upon
unfolding, which are compared with results obtained from differential scanning and
pressure perturbation calorimetry. Conversely to urea, the pressure and temperature
stability is increased in the presence of TMAO. The high pressure stability indicates
compact packing, including little void volumes, of the underlying building block in
the polymeric state of tubulin.
Last but not least, another goal of this thesis was to explore the effects of the
two osmolytes TMAO and urea as well as of the crowding agents Ficoll® PM 70
and its monomeric subunit sucrose on the temperature and pressure stability of
the building block of microtubules, i.e. the α/β-tubulin. To this end, fluorescence
and FTIR-spectroscopy, differential scanning and pressure perturbation calorimetry
as well as fluorescence anisotropy and correlation spectroscopy measurements were
carried out, to yield information about the dissociation process of the α/β-tubulin
heterodimer. The pressure and temperature of dissociation of α/β-tubulin as well
as associated thermodynamic parameters upon dissociation, such as enthalpy and
volume changes, were determined for the various solution conditions. The pressure
and temperature of dissociation are significantly increased in the presence of TMAO
and the nanocrowder sucrose, while in the presence of urea they are decreased.
In conclusion, by adjusting the level of compatible osmolytes, such as TMAO,
and crowders, cells are able to avoid the deleterious effects of extreme environmental
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